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Zusammenfassung
Durch die breite und unkontrollierte Verwendung von antibiotisch wirksamen
Substanzen im Kampf gegen pathogene Mikroorganismen werden in zunehmendem
Maße Resistenzen selektiert. In Anbetracht dieser auch als Hospitalismus
bezeichneten Tatsache ist die Entwicklung neuer Wirkstoffe von entscheidender
Bedeutung. Dies verlangt jedoch tiefgreifendere Kenntnisse auf dem Gebiet der
molekularen Mechanismen der Resistenzentwicklung und Antibiotika-Biosynthese
in den Mikroorganismen, die selbst Antibiotika produzieren. In der vorliegenden
Arbeit wird anhand eines nicht-ribosomal synthetisierten Peptidantibiotikums
sowohl die Resistenz, als auch das Potential zur Biosynthese neuer biologisch aktiver
Peptide untersucht.
Bacillus licheniformis produziert das verzweigt-zyklische Peptidantibiotikum
Bacitracin, das auf andere Gram-positive Mikroorganismen als
Zellwandbiosynthese-Inhibitor wirkt. Aufgrund seines Bacitracin-Resistenz-
vermittelnden ABC-Transporter wird der Stamm selbst nicht gehemmt. Dieses
Transportsystem sollte näher charakterisiert werden, um neue Erkenntnisse über das
Phänomen der Resistenz zu erhalten. In dieser Arbeit ist es gelungen die
Transporter-kodierenden bcrABC Gene im 3´-terminalen Bereich des Bacitracin-
Biosynthese-Operons (bac) zu lokalisieren. Dabei wurden zwischen dem bac Operon
und dem bcrABC Gencluster zwei weitere offene Leserahmen identifiziert, die für ein
putatives Zweikomponenten-Regulations-System (BacRS) kodieren. Durch homologe
Rekombination wurde eine bacRS Unterbrechungsmutante konstruiert. Ein Einfluß
von BacRS auf die Bacitracin-Synthese konnte ausgeschlossen, jedoch eine regulative
Verbindung zwischen BacRS und BcrABC nachgewiesen werden. Nach dem in
dieser Arbeit aufgestellten Modell fungiert der Response Regulator BacR im
phosphorylierten Zustand als Autorepressor der bacRS Gene und in seiner
unphosphorylierten Form als Repressor der Transportergene. Bei dieser Regulation
wirkt Bacitracin selbst als „Inducer“ der bcrABC-Transkription.
Weiterhin sollte geklärt werden, ob die Techniken der gerichteten Protein-Evolution
sich auch auf die Adenylierungs-Domänen der Peptidsynthetasen anwenden lassen,
um neue Substratspezifitäten entwickeln zu können. Dazu wurde zunächst das
Strep-tag-Expressionssystem für die Überproduktion zweier ausgewählter A-
Domänen für die Aktivierung der Aminosäuren Phenylalanin (pheA) und Leucin
(leuA) etabliert. Es konnte erstmals gezeigt werden, daß ein in vitro translatiertes
Protein von über 60 kDa und das für die Protein-Evolution essentielle
mRNA/Protein-Fusionsprodukt (PheA-PROfusion) enzymatisch aktiv waren. Durch
die Evaluierung von Inhibitoren, die spezifisch die Aminoacylierung der getesteten
Adenylierungs-Domäne hemmen, wurden hiermit zum ersten Mal überhaupt
inhibitorische Studien dieser Domänen angefertigt. An Festphasen gekoppelt,
können die identifizierten Inhibitoren für die Selektion der evolutiv veränderten A-
Domänen-Varianten verwendet werden. Damit sind die Grundvoraussetzungen für
die gerichtete Protein-Evolution von Adenylierungs-Domänen erfüllt.
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Einleitung 5
2 Einleitung
2.1 Sekundärmetabolite
Mikroorganismen produzieren neben den für die Aufrechterhaltung des
lebensnotwendigen zellulären Stoffwechsels erforderlichen primären Metaboliten (z. B.
Aminosäuren, Fettsäuren, Kohlenhydrate, Nukleotide) eine Reihe nicht essentieller
Sekundärmetaboliten. Diese treten meist nur in geringen Mengen und nur in
bestimmten Wachstumsphasen des Zellzyklus auf.
Zu den Sekundärmetaboliten gehören neben Pigmenten, Geruchsstoffen, Toxinen,
Alkaloiden auch die Antibiotika. Bei letzteren handelt es sich, wie von Selman
Waksman definiert [Waksman & Lechevalier, 1949 ], um antimikrobielle Stoffwechselprodukte von
Bakterien und Pilzen mit hoher Wirkungsintensität. Schon in geringen Konzentrationen
können Antibiotika abtötend (Bakterizide bzw. Fungizide) oder wachstumshemmend
(Bakteriostatika bzw. Fungistatika) auf anderen Mikroorganismen wirken. Die
Entwicklung der Antibiotikatherapie hatte am generellen Anstieg der Lebenserwartung
in den Industrieländern einen wesentlichen Anteil. Heutzutage gehören Antibiotika zu
den am meisten angewandten Therapeutika in der Human- und Veterinärmedizin.
Neue Anwendungen in nichttherapeutischen Bereichen (Tierzucht, Pflanzenschutz)
wurden ebenso erschlossen, wie die Produktion pharmakologisch wirksamer Stoffe
(z. B. Immunsupressiva, Cytostatika usw.) [Strohl, 1997; Vinnig & Stuttard, 1995; von Döhren & Kleinkauf,
1997].
Gegenüber einigen anderen antimikrobiellen Substanzen (z. B. Ethanol, organischen
Säuren) zeichnen sich die Antibiotika durch die viel geringeren erforderlichen
Wirkstoffkonzentrationen und die Spezifität ihres Wirkmechanismus (Wirkspektrum,
Wirkortspezifität) aus. Kennzeichnend für die Antibiotika ist ihre große Strukturvielfalt.
Diese erstreckt sich von den Aminosäure- (z. B. Chloramphenicol) und Peptid-
Antibiotika über die Chinone (z. B. Tetracyclin) bis hin zu makrozyklischen Lacton- und
Lactam-Antibiotika (z. B. Penicillin) [Gräfe, 1992; von Döhren & Kleinkauf, 1997]. Auch in der Wirkung
der Antibiotika gibt es verschiedene Prinzipien. So hemmen z. B. Tetracyclin,
Puromycin und Streptomycin die Translation [Hausner & Nierhaus, 1988], Mitomycin C die
DNA-Replikation [Cozzarelli, 1977] und Rifamycin oder Actinomycin A die Transkription
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[Tabor & Richardson, 1988]. Aber auch die Membransynthese oder die Membranfunktionen
können z. B. durch Gramicidin S [Pache et al., 1972] beeinflußt werden.
Nicht nur hinsichtlich ihrer chemischen Struktur und biologischen Wirkung bilden die
Antibiotika eine sehr heterogene Gruppe von Verbindungen, auch das Spektrum der
antibiotikaproduzierenden Mikroorganismen ist sehr breit. Vorrangig sind hier die
Streptomyceten zu nennen, die mehr als die Hälfte der antibiotisch wirksamen
Substanzen synthetisieren. Unter den Pilzen produzieren z. B. Aspergillus und
Penicillium eine relativ große Anzahl an Antibiotika. Peptidantibiotika werden unter
anderem von den Bodenbakterien der Gattung Bacillus synthetisiert. Über die
physiologische Bedeutung der Peptidantibiotika für die Produzenten ist jedoch trotz
umfangreicher Forschung bisher nur wenig bekannt. Einige mögliche Aufgaben
scheinen z. B. der Schutz vor anderen Mikroorganismen, die Aufnahme von
Spurenelementen (Siderophore), die Entgiftung von toxischen Stoffwechselprodukten
und Spurenelementen sowie die Erschliessung neuer Substratquellen durch die
Schädigung anderer Zellen zu sein [von Döhren & Kleinkauf, 1997].
Im Zuge der Infektionsbekämfung mit Antibiotika nehmen aufgrund der
außerordentlichen Anpassungsfähigkeit von Mikroorganismen deren Eigen-Resistenzen
gegen diese Sekundärmetaboliten ständig zu, so daß auch der Bedarf an neuen
Wirkstoffen steigt. Deshalb geht die Suche nach neuen Substanzen ständig weiter,
obwohl seit der Entdeckung des Penicillins viele neue Antibiotika isoliert und
charakterisiert wurden.
2.2 Peptidantibiotika
Eine der größten Gruppen der Sekundärmetaboliten stellen die Peptidantibiotika dar,
die zumeist von den Gram-positiven Bakterien der Gattungen Bacillus, Streptomyces, von
filamentösen Pilzen und von einigen Gram-negativen Bakterien wie den
Pseudomonaden produziert werden. Neben den antimikrobiell, antiviral und
antitumoral wirkenden Substanzen werden auch Peptidantibiotika gebildet, die sich als
Immunsupressiva oder Enzym-Inhibitoren erwiesen haben [Heider et al., 1992; Vinnig & Stuttard,
1995]. Generell unterscheidet man zwischen a) ribosomal synthetisierten und b) nicht-
ribosomal synthetisierten Peptidantibiotika.
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Ribosomal synthetisierte Peptidantibiotika sind genetisch kodiert und werden als
Propeptide am Ribosom aus den 20 proteinogenen Aminosäuren aufgebaut. Durch
posttranslationale Modifikationen können diese Propeptide in die biologisch aktive
Form überführt werden. Bekannte Vertreter der ribosomal hergestellten
Peptidantibiotika sind die Lantibiotika, deren Peptidkette bis zu 34 Aminosäuren lang
ist und die zusätzlich die Thioether-Aminosäure Lanthionin enthalten [Jung, 1991]. Zu den
Lantibiotika gehören z. B. Subtilin [Nishio et al., 1983] oder auch Nisin [Gross & Morell, 1971].
Bei der nicht-ribosomalen Peptidsynthese wird das Peptidrückgrat der Produkte aus
Aminosäuren in linearer, zyklischer oder verzweigt-zyklischer Anordnung aufgebaut
[Kleinkauf & von Döhren, 1996]. Dabei erfolgt diese Synthese an multifunktionalen
Enzymkomplexen von enormer Größe, den sogenannten nicht-ribosomalen
Peptidsynthetasen (NRPS) [Doekel & Marahiel, 2001; Marahiel, 1997; Marahiel et al., 1997]. Die entstandenen
Peptide zeigen eine große Strukturvielfalt, die durch den Einbau nicht natürlicher
Aminosäuren (z. B. Ornithin), Hydroxy- oder Carboxysäuren oder D-Aminosäuren
entsteht. Mittlerweile konnten mehrere hundert verschiedene Reste innerhalb der nicht-
ribosomal synthetisierten Peptide nachgewiesen werden [Kleinkauf & von Döhren, 1990].
Außerdem finden weitere Modifikationen am Peptidrückgrat wie N-Methylierung,
Acylierung, Glykosylierung und die kovalente Bindung funktioneller Gruppen sowie
die Ausbildung von Heterocyclen wie z. B. dem Thiazolinring im Bacitracin [Konz et al., 1997]
statt. Neben der gewöhnlichen Peptidbindung werden auch Zyklisierungsreaktionen
über Ester- oder Lactonbindung katalysiert [Keating et al., 2001].
2.3 Nicht-ribosomale Peptidsynthese
Die nicht-ribosmale Peptidbiosynthese stellt einen Alternativweg zur ribosomalen
Proteinbiosynthese dar. Sie erfolgt nach dem „multiple-carrier-thiotemplate“-
Mechanismus [Lipmann, 1980; Stachelhaus et al., 1996; Stein et al., 1996] komplett an großen,
multifunktionellen Enzymen, den Peptidsynthetasen (s. Abb.2-1). Ähnlich wie in der
Fettsäurebiosynthese findet auch bei den NRPS-Systeme eine kovalente Bindung der
Produkt-Intermediate mit einem enzymgebunden 4´-Phosphopantethein-Kofaktor (4´-
PAN) statt [Kurahashi, 1974; Laland & Zimmer, 1973; Lipmann et al., 1971].
Einleitung8
Innerhalb der NRPS konnten durch Sequenzvergleiche Motive (Coremotive)
identifiziert werden, die in allen vergleichbaren Proteinen hochkonserviert sind.
Anhand dieser Coremotive können für Peptidsynthetasen kodierende Gene identifiziert
und bestimmten Funktionen (Domänen) zugeordnet werden [Turgay & Marahiel, 1994]. Als
Beispiel sind in Tab.2-1 die Coremotive der Adenylierungs-(A)-Domäne aufgeführt.
Durch eine detaillierte Analyse einiger dieser Motive mit Hilfe von Mutagenese und
Fluoresenzmarkierungen konnte ihre essentielle Rolle in der Katalyse der von den
Domänen durchgeführten Reaktionen nachgewiesen werden (s. Tab.2-1) [Gocht & Marahiel,
1994; Pavela-Vrancic et al., 1994; Pavela-Vrancic et al., 1994; Saito et al., 1995].
Die Gene, die für die Peptidsynthetasen kodieren, sind häufig in einem Operon
organisiert (s. Abb.2-1).
Tab.2-1: Konservierte Sequenzmotive der Adenylierungs-Domäne.
Coremotiv Sequenz funktionelle Bedeutung
A1 L(TS)YxEL
A2 LKAGxAYL(VL)P(LI)D
A3 LAYxxYTSG(ST)TGxPKG ATP-Bindung
A4 FDxS Bindung der NH2-Gruppe des Substrates
A5 NxYGPTE
A6 GELxIxGxG(VL)ARGYL ATP-Bindung
A7 Y(RK)TGDL ATPase-Motiv
A8 GRxDxQVKIRGxRIELGEIE ATP-Bindung
A9 LPLPxYM(IV)P
A10 NGK(VL)DR
Durch weitere Sequenzanalysen konnte gezeigt werden, daß die NRPS-Systeme eine
modulare Architektur aufweisen [Cosmina et al., 1993; Konz et al., 1997; Krause et al., 1985; Mootz & Marahiel, 1997;
Stachelhaus & Marahiel, 1995]. Ein Modul wird dabei als eine Einheit definiert, die alle
notwendigen Reaktionen für den Einbau einer Aminosäure in das wachsende Peptid
vereinigt (s. Abb.2-1). Die Anzahl der Module entspricht der Anzahl der einzubauenden
Reste und die Peptidsynthese erfolgt kolinear zum Proteintemplat [Haese et al., 1993; Marahiel,
1992; Scott-Craig et al., 1992; Weber et al., 1994]. Das Produkt wird durch eine schrittweise Kondensation
der aktivierten Aminosäuren von der N- in die C-terminale Richtung gebildet. Die
Abfolge der Module legt damit die Sequenz und Struktur des Produktes fest und nicht
die mRNA, sondern die Peptidsynthetasen dienen als Matrize zur Synthese des Peptids.
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Die Module können, je nachdem an welcher Position sie stehen bzw. welche Funktion
sie ausfüllen, analog zur ribosomalen Proteinbiosynthese in Initiations-, Elongations-
und Terminations-Modulen unterteilt werden, die sich aus spezifische Domänen
zusammensetzen [Mootz & Marahiel, 1997; Stachelhaus & Marahiel, 1995]. Diese Domänen sind strukturell
weitestgehend eigenständig und durch flexible Linkerregionen [Dieckmann et al., 1999; Mootz et al.,
2000] miteinander verbunden. Das Initiations-Modul startet die Peptidsynthese und
besteht in der Regel aus zwei Domänen. Die erste Domäne ist die Adenylierungs-(A)-
Domäne (s. Abb.2-1, rot markiert), die die Substrat-Aminosäure erkennt und aktiviert
[Turgay et al ., 1992]. Mit Hilfe der zweiten, der Peptidyl-Carrier-Protein-(PCP)-Domäne (auch
als Thioester-(T)-Domäne bezeichnet) wird das aktivierte, energiereiche Intermediat
durch eine kovalente Bindung als Thioester an einen 4´-Phosphopantethein-Rest
stabilisiert (s. Abb.2-1, grün markiert) [Schlumbohm et al., 1985; Stachelhaus et al., 1996; Stein et al., 1994].
Zuvor muß der 4´-PAN-Rest posttranslational kovalent an die PCP-Domäne gebunden
werden. Eine 4´-PAN-Transferase katalysiert den nukleophilen Angriff eines
invarianten Serinrestes der PCP-Domäne auf die β-3´-Phosphatgruppe von CoA [Lambalot
et al ., 1996; Schlumbohm et al ., 1985; Stachelhaus et al ., 1996; Stein et al ., 1994]. Ein Elongations-Modul, das einen
Elongationsschritt in der Peptidsynthese ausführt, besitzt neben der A- und der PCP-
Domäne eine Kondensations-(C)-Domäne (s. Abb.2-1, weiß markiert). In der von dieser
Domäne katalysierten Reaktion fungiert ein hochkonservierter Histidinrest als
katalytische Base bei der Bildung der Peptidbindung. Die Bindung entsteht durch den
nukleophilen Angriff der Aminogruppe der aktivierten Aminosäure im
Elongationsmodul auf die Carbonylgruppe des Thioesters im vorgelagerten Modul
(s. Abb.2-1) [Stachelhaus et al., 1998]. Ein Terminations-Modul enthält zusätzlich zur C-, A- und
PCP-Domäne eine Thioesterase-(Te)-Domäne (s. Abb.2-1, pink markiert), die die
Peptidsynthese durch Hydrolyse, Zyklisierung oder Übertragung auf eine funktionelle
Gruppe wie z. B. ein Phospholipid terminiert [Keating et al., 2001; Kleinkauf & von Döhren, 1990; Kleinkauf &
von Döhren, 1996; Shaw-Reid et al., 1999].
Desweiteren können die Module durch optionale Domänen erweitert und das Substrat
noch weiter modifiziert werden. Solche Domänen katalysieren die Epimerisierungs
(s. Abb.2-1, blau markiert) [Linne & Marahiel, 2000; Stachelhaus & Walsh, 2000], die N-Methylierung
[de Crecy-Lagard et al., 1997; Haese et al., 1993] sowie die Kondensierung zweier Aminosäuren unter
Bildung von Thiazolin- und Oxazolin-Heterocyclen (s. Abb.2-1, gelb markiert) [Konz et al.,
1997].
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2.3.1 Das Core-Enzym der Peptidsynthetasen – Die Adenylierungs-Domäne
Da die Adenylierungs-Domänen die Aktivierung der Substrate katalysieren, stellen sie
die Kerneinheit der Peptidsynthetasen dar. Anzahl und Abfolge der A-Domänen
innerhalb eines NRPS-Systems bestimmen die Primärsequenz des Produktpeptides
[Kleinkauf &  von Döhren, 1996; Marahiel et al., 1997; Stachelhaus & Marahiel, 1995].
Abb.2-2: Darstellung der von der A-Domäne durchgeführten Adenylierungsreaktion.
Für den Einbau der Aminosäuren in das Produktpeptid ist eine zweistufige Aktivierung
notwendig. Die erste Stufe wird von der A-Domäne katalysiert und besteht in der
Erkennung und Aktivierung der kognaten Substrat-Aminosäure als enzymassoziiertes
Aminoacyl-Adenylat unter ATP-Hydrolyse (s. Abb.2-2). Dieses energiereiche
Intermediat wird dann in einer zweiten Stufe als Thioester kovalent mit dem 4´-PAN-
Kofaktor des dazugehörigen PCP verknüpft. Damit ist diese Art der
Aminosäureaktivierung vergleichbar mit der Funktion der Aminoacyl-tRNA-
Synthetasen in der ribosomalen Proteinbiosynthese [Kleinkauf & von Döhren, 1996; Lipmann, 1980;
Lipmann et al., 1971; Stachelhaus & Marahiel, 1995]. Auch diese Enzyme aktivieren die jeweilige Substrat-
Aminosäuren mit Hilfe einer Adenylierungsreaktion. Hier wird die aktivierte
Aminosäure jedoch auf die 2´- oder 3´-Hydroxylgruppe der korrespondierenden tRNA
übertragen. Zwar bestehen zwischen den beiden Systemen keine Analogien in der
Primär- oder Tertiärstruktur der Enzyme [Conti et al., 1996; Conti et al., 1997; Cusack et al., 1996; Delarue, 1995;
Onesti et al., 1995], aber aufgrund der Ähnlichkeit der von ihnen katalysierten Reaktion
werden beide in die große Gruppe der Adenylat-bildenden Enzyme eingeordnet [Turgay et
al., 1992]. Auch die Acyl-CoA-Ligasen und die Luciferasen gehören zu dieser Gruppe.
Obwohl nur 16% Sequenzhomologie besteht, ist die Struktur der Phenylalanin-
aktivierenden Gramicidin S-Synthetase I A-Domäne (im folgenden PheA genannt,
s. Abb.2-3) [Conti et al., 1997] aus Bacillus brevis nahezu identisch mit der schon zuvor
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publizierten Kristallstruktur der Photinus pyralis-Luciferase [Conti et al ., 1996]. Beide Enzyme
bestehen aus einer kleinen C-terminalen und einer großen N-terminalen Untereinheit
(s. Abb.2-3). Dabei ist die große Untereinheit von PheA für die Bindung der Substrat-
Aminosäure verantwortlich, während die kleine nach der Substratbindung wie ein
Deckel über die Bindungstasche geschwenkt werden kann. Letzteres wurde aus einem
Vergleich der beiden Kristallstrukturen geschlossen. In der ohne Substrate
kristallisierten Luciferase ist die kleine Untereinheit um 94° von der putativen
Bindungsstelle weggedreht. Dagegen steht die kleine Untereinheit im PheA-Substrat-
Cokristall über der Bindungstasche und stabilisiert mit einem in A-Domänen
hochkonservierten Lysinrest (K517) die Carboxylgruppe des Phenylalanins (s. Abb.2-3).
Da die Sequenzen von A-Domänen aus verschiedenen NRPS-Systemen eine Identität
von 30% bis 60% aufweisen, wurde angenommen, daß die Struktur von PheA als
Prototyp für alle A-Domänen gelten kann [Marahiel et al., 1997].
Abb.2-3: Kristallstruktur der Gramicidin S-Synthetase I A-Domäne, PheA, aus B. brevis im ternären
Komplex mit seinen Substraten. Dabei sind AMP (rot) und Phenylalanin (braun)
raumfüllend dargestellt. Die Lokalisation der hochkonservierten Coremotive (A1-A10) wird
durch Pfeile und farbige Markierungen angezeigt [Conti et al., 1997].
Anhand der PheA-Kristallstruktur konnte gezeigt werden, daß sich die überwiegende
Mehrheit der hochkonservierten Coremotive in unmittelbarer, räumlicher
Nachbarschaft zu den gebundenen Substraten befindet (s. Abb.2-3, farbige Markierung).
Weiterhin war es mit Hilfe der PheA-Kristallstruktur möglich, zehn Aminosäure-Reste
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zu verifizieren, die maßgeblich an der Koordination der Substrat-Aminosäure beteiligt
sind. Diese Reste liegen mit einer Ausnahme (K517) in einem Bereich von ca.
100 Aminosäuren, der die Substrat-Bindungstasche ausbildet. Ein Vergleich der Reste in
verschiedenen A-Domänen führte zur Bestimmung eines Codes der nicht-ribosomalen
Peptidbiosynthese analog zu den 3-Basen-Kodons des genetischen Codes. Ausgehend
von diesem Code für die nicht-ribosomale Peptidbiosynthese ist es nun möglich,
aufgrund der Primärsequenz von A-Domänen deren Substrat-Aminosäuren mit
unbekannter Spezifität vorherzusagen und durch eine gezielte Mutagenese dieser zehn
bestimmenden Aminosäure-Reste die Spezifität von A-Domänen zu verändern [Stachelhaus
et al., 1999].
Durch Untersuchungen an Verkürzungsmutanten von TycA und GrsA [Dieckmann et al ., 1995;
Stachelhaus & Marahiel, 1995] und der heterologen Produktion von einzelnen A-Domänen in
E. coli [Konz et al ., 1999; Konz et al., 1997; Mootz & Marahiel, 1997] konnte aber nachgewiesen werden, daß
A-Domänen auch als eigenständige Proteine katalytisch aktiv sind. Dabei zeigte sich,
daß einzelne A-Domänen eine vergleichbare Aktivität wie die entsprechenden
modulgebundenden Domänen besitzen. Dies spricht für die Hypothese, daß NRPS als
eine Kette von semiautonomen Domänen verstanden werden können, die in einem
geordneten und gerichteten Ablauf eine Peptidsynthese durchführen [Marahiel, 1997; Mootz &
Marahiel, 1997].
2.4 Das Peptidantibiotikum Bacitracin
Der erste Bacitracin-produzierende Stamm wurde im Jahre 1943 von Johnson und
Mitarbeitern isoliert. Aus dem Namen des Mädchens, aus deren Wunde der Keim
stammte und der Gattung des Produzentenstammes Bacillus wurde dann später die
Bezeichnung des Antibiotikums abgeleitet [Hickey, 1964; Johnson et al., 1945].
2.4.1 Struktur und Bildung von Bacitracin
Bacitracin gehört zur Gruppe der Homopeptid-Antibiotika und wird von speziellen
Stämmen von Bacillus subtilis und Bacillus licheniformis gebildet. Das aus diesen
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Stämmen isolierte Produkt ist ein Polypeptid-Gemisch, das aus den Komponenten A (zu
70%), B, C, D, E, F1-3 und G besteht. Diese Varianten entstehen durch den Austausch
einzelner Aminosäuren in der Polypeptidkette oder durch Oxidation (z. B. am
Thiazolinring).
Bacitracin A ist ein verzweigt-zyklisches Dodecylpeptid, das aus einer N-terminalen
Pentapeptid-Kette (Ile1-Ile5) und einem C-terminalen Heptapeptid-Ring (Lys6-Asn12)
aufgebaut ist (s. Abb.2-4). Als strukturelle Besonderheit enthält es am N-Terminus einen
Thiazolinring, der als Kondensationsprodukt aus Ile1 und Cys2 schon auf der Stufe des
Dipeptids entsteht [Ishihara & Shimura, 1979; Ishihara & Shimura, 1988]. Neben proteinogenen
Aminosäuren (Ile, Cys, Leu, His, Asn) werden in Bacitracin auch vier Aminosäuren in
D-Konfiguration (Glu, Orn, Asp, Phe) und die nicht-proteinogene Aminosäure Ornithin
(Orn) inkorporiert.
Abb.2-4: Die Primärstruktur von Bacitracin A. In Gelb hervorgehoben ist der Thiazolinring.
Die Bacitracin-Biosynthese erfolgt an einem Multienzymkomplex, bestehend aus den
Peptidsynthetasen BacA, BacB und BacC (s. Abb.2-1) [Froyshov, 1974; Kleinkauf & von Döhren, 1990;
Konz et al., 1997]. Dabei ist BacA (598 kDa) für die Aktivierung der fünf N-terminalen
Aminosäuren verantwortlich, während BacB (297 kDa) und BacC (723 kDa) die
Aminosäuren des C-terminalen Heptapeptid-Ringes aktivieren und kondensieren. Die
schrittweise Biosynthese von Bacitracin ist in Abb.2-1 dargestellt.
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2.4.2 Wirkungsmechanismen und Wirkungsspektrum von Bacitracin
Die antibiotische Wirkung von Bacitracin beruht auf einer Inhibierung der
Zellwandbiosynthese. In den Zielorganismen komplexiert Bacitracin in Anwesenheit
divalenter Metallionen wie z. B. Cd2+, Mn2+ oder Zn2+ u. a. mit Hilfe des Thiazolinrings
den assoziierten Carrier C55-Isoprenylpyrophosphat (IPP) [Stone & Strominger, 1971; Storm &
Strominger, 1973]. IPP transportiert die sich wiederholenden Peptidoglykan-Einheiten durch
die Zellwand. Um wieder für einen neuen Transportzyklus zur Verfügung zu stehen,
muß IPP vorher zu C55-Isoprenylphosphat (IP) dephosphoryliert werden. Durch die
Bildung des ternären Komplexes aus Bacitracin, IPP und dem divalenten Kation wird
dieses „Recycling“ jedoch verhindert. Das führt zur Akkumulation von UDP-N-
Acetylmuramyl-Pentapeptid und der Unterbrechung der Peptidoglykansynthese.
Außerdem hat Bacitracin auch Einfluß auf die Proteinbiosynthese [Dancer, 1977 ], sowie auf
die Membranfunktion und auf einige hydrolytische Enzyme [Makinen, 1972; Rieber et al., 1969;
Schlechter et al., 1972]. Bacitracin ist hochwirksam gegen die meisten Gram-positiven Bakterien,
besonders Staphylococcus aureus und Streptococcus pyogenes, Neisserien, aber auch Gram-
negativen Organismen wie Salmonellen und Haemophilus influenzae werden inhibiert.
2.4.3 Anwendungen von Bacitracin
Bacitracin wurde in den 60er Jahren zunächst in Kombination mit anderen Antibiotika
in der Bekämpfung von Staphylokokken-Infektionen oder bei Infektionen mit Penicillin-
und Sulfonamid-resistenten Streptokokken als Breitbandtherapeutikum eingesetzt [Jawetz,
1968]. Aufgrund seiner hohen Nephrotoxizität (Nierentoxizität) und der steigenden
Anzahl neuer Antibiotika wird Bacitracin heutzutage jedoch nur noch als
Antiinfektikum für die lokale Anwendung bei Wundinfektionen, Verbrennungen und
Hauttransplantationen in Kombination mit Neomycin eingesetzt. Die wirtschaftlich
wichtigste Bedeutung von Bacitracin stellte bis 1999 die Verwendung als nutritiv
wirksame Substanz (Ergotropikum) in der modernen Tiermast dar. Schon in
Konzentrationen von 5-100 ppm führt es zu einer raschen und effizienten
Gewichtszunahme der so behandelten Tiere [Froyshov, 1984]. Die genauen Mechanismen
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dieses Effektes sind unbekannt, man vermutet, daß es zu einer besseren Glukose-
Ausnutzung und einer Verschiebung der Darmflora kommt [Walton, 1981].
2.5 Antibiotika-Resistenz
Seit dem Auftreten erster Sulfonamid-resistenter pathogener Keime Ende der 30er Jahre
wurde die Euphorie nach Beginn der breiten Antibiotika-Anwendung sehr schnell
gedämpft. Mit immer steigender Häufigkeit traten resistente Streptokokkenstämme auf.
Bereits 1960 waren mehr als 60% aller klinischen Isolate von Staphylokokken Penicillin-
resistent. Ausgehend von diesen Beobachtungen wurden die Ursachen der mikrobiellen
Resistenzentwicklung zu einem Brennpunkt der Forschung. Resistenzentwicklung
bedeutet, daß ein ursprünglich empfindlicher Keim durch die minimale
Hemmkonzentration des betreffenden Wirkstoffes nicht mehr inhibiert wird [Ley & Novick,
1986; Umezawa & Kondo, 1982]. Sehr schnell wurden die Risiken einer weiteren unkontrollierten
Anwendung von Antibiotika deutlich [Appelbaum, 1987; Bryan, 1988; Robinson, 1989; Slack, 1984].
Resistenz ist heute ein generelles klinisches Problem. Aufgrund der
Resistenzentwicklung hat ein Wettlauf zwischen Mensch und Mikrobe eingesetzt.
Mikroorganismen entwickeln Antibiotikaresistenzen als Teil ihres genetisch
programmierten Anpassungsmechanismus an wechselnde Umweltbedingungen unter
Dauereinwirkung sublethaler Antibiotikakonzentrationen. Gegen nahezu jeden neuen
antibiotischen Wirkstoff werden Resistenzen entwickelt [Gräfe, 1992].
Tritt bei der Resistenzentwicklung eines Organismus gegen einen bestimmten Wirkstoff
eine Kopplung mit der Resistenz anderer im Wirkungsmechanismus ähnlicher
Antibiotika, sogar strukturell abweichender Wirkstoffe auf, ohne daß die Keime vorher
diesen Wirkstoffen ausgesetzt waren, spricht man von Kreuzresistenz. So ist z. B. ein
gegen Neomycin unempfindlich gewordener Keim nun auch gegen die meisten anderen
Aminoglykoside wie z. B. Kanamycin resistent [Umezawa & Kondo, 1982].
Die Resistenzen, die bisher in Mikroorganismen und anderen Zellen identifiziert
wurden, lassen sich in acht Grundprinzipien aufteilen [Bolhuis & van Veen, 1996; Cundliffe, 1989;
Umezawa & Kondo, 1982; Walsh, 2000]: (1) Aufbau einer Penetrationsbarriere für den
entsprechenden Wirkstoff bzw. verminderte Wirkstoffaufnahme durch einen aktiven
Transport; (2) Veränderung der „Target“-Rezeptor-Struktur; (3) Synthese von Enzymen,
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die den Wirkstoff inaktivieren; (4) Überproduktion des „Target“-Enzyms; (5) Synthese
veränderter „Target“-Enzyme des Bausteinstoffwechsels; (6) Modifikation des „Targets“
bis hin zur fehlenden Affinität gegenüber dem Antibiotikum; (7) Verminderung der
physiologischen Bedeutung des „Targets“; (8) Expression alternativer Wege zur
Synthese des infolge Antibiotikaeinwirkung fehlenden Metaboliten (metabolischer „by-
pass“).
2.5.1 Resistenz-vermittelnde Transporter
Für eine Vielzahl strukturell sehr unterschiedlicher Substanzen scheinen Transporter
sehr effektiv zu arbeiten. Solche Transportsysteme konnten in vielen Organismen
identifiziert werden. Gerade in Prokaryoten sind sie oftmals für die Resistenz der
Stämme verantwortlich.
Im Gegensatz zu hydrophilen Substanzen können amphiphile Stoffe mit hoher
Fettlöslichkeit die Membran-Barriere überwinden. Deshalb werden von Resistenz-
vermittelnden Transportern vor allem lipophile kationischer Verbindungen mit geringer
Ladungsdichte unter Nutzung des Membranpotentials („secondary drug transporter“)
oder aktiv durch ATP-Hydrolyse („traffic-ATPasen“ oder ABC-Transporter) exportiert.
Damit arbeiten sie der Anreicherung von Kationen im Cytosol durch den sogenannten
„passive trapping“ Effekt entgegen [Bolhuis et al., 1997]. Durch die heterologe Expression
solcher Transporter konnte nachgewiesen werden, daß sie für sich allein genommen für
die Resistenzvermittlung verantwortlich und nicht Teil eines komplexeren
Resistenzmechanismus sind [van Veen & Callaghan, 1998].
2.5.2 Struktur und Organisation von ABC-Transportern
Abgesehen von den für die „traffic“-ATPasen charakteristischen Walkermotiven A und
B sowie dem sogenannten ABC-Motiv (s. Tab.2-2) sind die ATP-abhängigen
Transportersysteme in Nukleotid- und Aminosäuresequenz wenig konserviert [Linton &
Higgins, 1998].
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Tab.2-2: Die charakteristischen Motive einer ATP-Bindekassette.
Motiv Sequenz
Walker A SGxGKSTxxxL
Walker B RAxxRNPKILxLDEAT
ABC-Motiv VGxRGxxxSGGQxQRxA
Obwohl die Konservierung gering ist, bestehen große Ähnlichkeiten im strukturellen
Aufbau der Transporter. Wie in Abb.2-5 dargestellt, setzen sich die ABC-Transporter
aus vier Domänen zusammen. Dabei durchspannen zwei der Domänen, die
Transmembran-Segmente (TMS) mit zumeist sechs α-Helices die Membran und formen
so den Transportkanal [Loo & Clarke, 1994 ]. Sie enthalten zahlreiche aromatische Reste, die als
pi-Donatoren den Transport des Kations durch die Membran erleichtern [Bolhuis et al., 1997].
Die beiden anderen Domänen sind cytosolisch und enthalten jeweils eine ATP-
Bindekassette (ABC). Diese Einheiten liefern durch ATP-Hydrolyse die für den
Transport notwendige Energie. Mit Hilfe einer detaillierten Mutationsanalyse der
Walkermotive in den ABC-Domänen konnte eindeutig nachgewiesen werden, daß beide
Domänen für die Funktion des Transporters essentiell sind [Urbatsch & Sankaran, 1995].
Abb.2-5: Ein typisches ABC-Transportsystem in schematischer Darstellung. Es besteht aus zwei
cytosolischen ATP-Bindedomänen (ATP-Bindekassetten: ABC, hellgrün) und zwei
transmembranen Domänen mit meist jeweils sechs α-Helices (Transmembrane Segmente:
TMS, dunkelgrün). Darstellung als ein Peptid entsprechend der Organisation in Eukaryoten
wie z. B. das humane Mdr1.
Ganz anders als bei den Eukaryoten, bei denen ein Gen für den gesamten Transporter
kodiert, treten bei Prokaryoten unterschiedliche Organisationen auf (s. Abb.2-6). So ist
z. B. lmrA Gen aus Lactococcus lactis nur halb so groß wie das eukaryotische mdr1 und
kodiert für ein Protein, daß neben einem TMS auch noch eine ABC-Domäne enthält. Für
LmrA wurde gezeigt, daß es als Homodimer aktiv ist (s. Abb.2-6 (B)) [van Veen & Callaghan,
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1998]. In S. peucetius wurden für den als Tetramer vorliegenden Daunorubicin- und
Doxorubicin-Transporter zwei Gene identifiziert, von denen eines für eine ABC-
Domäne und das andere für eine transmembrane Domäne kodiert [Guilfoile & Hutchinson, 1991].
Hier setzt sich der Transporter aus zwei identischen ABC- und zwei identischen TMS-
Proteinen zusammen (s. Abb.2-6 (C)).
Abb.2-6: Schematische Darstellung der unterschiedlichen Organisationen für ABC-Transportsysteme.
Dargestellt sind ein Transportsystem bestehend aus einer Polypeptidkette (z. B. Mdr1) (A),
aus zwei Proteinen mit je zwei Domänen (B), aus vier Proteinen mit jeweils identischen ABC-
und TMS-Domänen (C), mit zwei identischen ABC-Domänen und zwei hetereologen TMS
(D), sowie mit vier nicht identischen einzelnen Domänen (E).
2.5.3 Funktionsmodelle der ABC-Transporter
Ausgehend von der Erkenntnis, daß die Substrate der Resistenz-vermittelnden
Transporter das Cytosol gar nicht erst erreichen, sondern schon in der Membran erkannt
und dann ausgeschleust werden [van Veen & Callaghan, 1998], wurden für den
Transportmechanismus zwei Modelle entwickelt.
Abb.2-7: Funktionsmodelle für ABC-Transporter: „flipase“- und „hydrophobic vacuum cleaner“-
Modell. Die Substrate werden beim Eindiffundieren im Innenblatt der Membran erkannt und
unter ATP-Hydrolyse exportiert.
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Das sogenannte „flipase“-Modell geht davon aus, daß die Transporter auch an der
Aufrechterhaltung der Membransymmetrie beteiligt sind, also die unterschiedlichen
Phospholipid-Zusammensetzungen der inneren und äußeren Schicht konstant halten
(s. Abb.2-7) [Voet, 1994]. Nach dem Flipase-Modell würden durch die Transporter nicht nur
die Phospholipide umgeflippt, sondern auch Fremdsubstanzen. So könnte deren
Konzentration in der cytosolischen Membranschicht, an dem eine Vielzahl von
Stoffwechselprozessen lokalisiert sind, niedrig gehalten werden.
Im Modell des „hydrophobic vacuum cleaners“ treibt der Transporter durch die
Membran und bindet seine Substrate vor allem in der inneren Membranschicht
(s. Abb.2-7). Diese werden dann unter Verbrauch von ATP ins Medium exportiert
[Gottesman & Pastan, 1993].
2.5.4 Prokaryotische „Multidrug-Resistance“-Transporter (MDR)
MDR-artige ABC-Transporter werden in Bakterien nicht nur zum Schutz vor
Fremdsubstanzen, sondern auch zum Export der selbstproduzierten Sekundärmeta-
boliten herangezogen (Autoresistenztransporter). Neben Antibiotika können das z. B.
Siderophore sein. Diese werden unter Eisenmangelbedingungen von den
verschiedensten Organismen produziert und dienen der Chelatisierung und  Aufnahme
von Eisenionen. Das in Pseudomonas aeruginosa vorliegende MexAB-Transportsystem ist
beispielsweise in der Lage, sowohl das Siderophor Pyoverdin als auch einige
Antibiotika zu exportieren [Ahmed & Borsch, 1994].
Häufig findet man eine Clusterung der für die Biosynthese der Sekundärmetaboliten
kodierenden Gene mit denen der Exportergene. Als Beispiele hierfür dienen die
Biosynthese Operons für Exochelin aus Mycobacterium smegmatis [Yu & Fiss, 1998] und für
Daunorubicin aus Streptomyces peucetius [Guilfoile & Hutchinson, 1991]. Desweiteren konnten in
der Nähe der Biosynthese Operons der Peptidantibiotika Tyrocidin (Bacillus brevis) [Mootz
& Marahiel, 1997] und Surfactin (Bacillus subtilis) [Rodriguez & Grandi, 1995] Gene identifiziert werden,
die möglicherweise für ABC-Transportsysteme kodieren. Auch in pilzlichen Systemen
findet sich eine gemeinsame Organisation von Biosynthese- und Resistenzgenen. So
fanden sich in Cochliobolus carbonum die Transportergene ebenfalls in direkter
Nachbarschaft zu den HC-Toxin Biosynthesegenen [Piktin & Panaccione, 1996] und in Proteus
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mirabilis identifizierte man bei der Untersuchung des ABC-Transportergens nrpAB
benachbarte Polypeptid- und Polyketidsynthetasegene [Gaisser & Hughes, 1997].
Über die Biochemie, Mechanismen und Regulation vieler dieser Transportsysteme ist
bis jetzt wenig bekannt. Durch die Genclusterung ist eine gemeinsame Kontrolle und
Expression von Peptidsynthetasen und Resistenz-vermittelnden Transportern denkbar.
Bei der Synthese eines cytotoxischen Produktes ohne rechtzeitige Expression eines
Resistenzmechanismus würde die Zelle selbst in Mitleidenschaft gezogen [Cundliffe, 1989].
Auch im Hinblick auf einen Gentransfer ist eine enge Gruppierung der Gene hilfreich.
2.5.5 Bacitracin-Resistenz
Bacillus licheniformis ATCC 10716 ist als Bacitracin-Produzent selbst nicht sensitiv gegen
sein eigenes Antibiotikum. Dieser Befund läßt darauf schließen, daß der Stamm einen
spezifischen Resistenzmechanismus besitzen muß. Mögliche Mechanismen wie z. B.
eine gesteigerte IPP-Produktion [Cain et al., 1993; Chalker et al., 2000] und die Sekretion von
Exopolysacchariden [Pollock et al., 1994] wurden schon früher beschrieben. Podlesek und
Mitarbeiter identifizierten das bcrABC Gencluster, das für einen ABC-Transporter
kodiert und Bacitracin-Resistenz in Bacillus subtilis und Escherichia coli vermittelt [Podlesek et
al., 2000; Podlesek et al., 1995; Podlesek et al., 1997]. Dabei zeigte das Genprodukt von bcrA hohe
Homologien zu den ATP-Bindekassetten von ABC-Transportern. Neben den beiden
hochkonservierten Walker-Motiven konnte innerhalb der BcrA Aminosäuresequenz
auch das charakteristische ABC-Motiv identifiziert werden. Die beiden anderen Gene
bcrB und bcrC kodieren für hydrophobe Proteine mit sechs bzw. fünf transmembranen
α-Helices und stellen vermutlich die beiden Membrandomänen des Transporters dar.
Somit könnte sich das Tetramer des Bacitracin-Resistenz vermittelnden ABC-
Transporters aus zwei identischen, cytosolischen ATP-Bindekassetten und aus zwei
heterologen transmembranen Komponenten zusammensetzen (s. Abb.2-8). Die
Funktion der Proteine als Bacitracin-Exporter wurde durch eine Analyse mit Hilfe von
Plasmiden in Bacillus subtilis durchgeführt. Dazu wurden Plasmide konstruiert, die
verschiedene Teile des bcrABC Genclusters trugen. Diese wurden in einen B. subtilis-
Stamm transformiert, der nicht resistent gegen Bacitracin ist. Die resultierenden Stämme
wurde anschließend hinsichtlich ihre Bacitracin-Sensitivität untersucht. Dabei zeigte
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sich, daß nur das Plasmid mit dem gesamten bcrABC Gencluster in der Lage war, durch
heterologe Expression in B. subtilis Bacitracin-Resistenz zu vermitteln.
Abb.2-8: Das Modell des Bacitracin ABC-Transporters nach Podlesek [Podlesek et al., 2000].
2.6 Zweikomponenten-Regulations-Systeme
Bei einer näheren Betrachtung der Antibiotika-Biosynthese Operons beobachtet man
häufig eine Assoziierung mit Genen, die für Zweikomponenten-Regulations-Systeme
kodieren. Solch eine Clusterung konnte z. B. für die Gramicidin S-, Lichenysin- und
Surfactin-Biosynthese Operons aus Bacilli gefunden werden [Cosmina et al., 1993; Konz et al., 1999;
Turgay & Marahiel, 1995].
Zweikomponenten-Systeme stellen eine große Familie innerhalb der Signal-
Transduktions Proteine dar. Sie sind in der Lage, schwankende Umweltbedingungen zu
erkennen, zu prozessieren und eine Zellantwort auszulösen [Hoch & Silhavy, 1995]. Solche
Systeme beinhalten normalerweise eine membrangebundene Sensor-Histidinkinase, die
die Änderung im Umfeld erkennt und durch diesen äußeren Reiz an einem
hochkonservierten Histidinrest autophosphoryliert wird (s. Abb.2-9, dunkelblaue
Kreise). Danach wird dieses Phosphat auf einen spezifischen Aspartatrest der zweiten
Komponente des Systems, dem cytoplasmatischen Response Regulatorprotein (s. Abb.2-
9, hellblaue Kreise), übertragen [Parkinson, 1993; Parkinson, 1995; Parkinson & Kofoid, 1992; Stock et al., 1995].
Der nun aktivierte Response Regulator initiiert die entsprechenden Änderungen im
Verhalten, der Struktur oder der Physiologie der Zelle. Oftmals agieren Response
Regulatoren als transkriptionelle Repressoren oder Aktivatoren [Bourret et al., 1991; Parkinson, 1993;
Parkinson & Kofoid, 1992; Stock et al., 1990] (s. Abb.2-9).
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Abb.2-9: Schematische Darstellung eines Zweikomponenten-Regulations-Systems. Nach der
Erkennung des äußeren Reizes durch die Sensor-Histidinkinase (S, dunkelblau) agiert das
Response Regulatorprotein (RR, hellblau) in diesem Modell als Aktivator der Expression
eines Gens.
Allein für Bacillus subtilis konnten mehr als 30 solcher Zweikomponenten-Regulations-
Systeme charakterisiert werden [Fabret et al., 1999]. Dabei gehören das ComP/ComA- und das
DegS/DegU-System zu den am besten untersuchten Systemen. Sie sind in die Kontrolle
der Transkription des Surfactin-Biosynthese Operons, die Entwicklung der natürlichen
Kompetenz bzw. der Synthese von Degradationsenzymen involviert. [Msadek et al., 1995]. In
Bacillus subtilis  ATCC 6633 wurden die Gene eines Zweikomponenten-Systems (spaRK)
in direkter Nachbarschaft eines Genclusters gefunden, der für das Propeptid und die
modifizierenden Enzyme des Lantibiotikums Subtilisin kodiert. Es konnte gezeigt
werden, daß dieses Zweikomponenten-System die Subtilisin-Synthese kontrolliert [Klein et
al., 1993]. Im Falle von Streptomyces coelicolor wiesen Champness und ihre Mitarbeiter nach,
daß das absA Zweikomponenten-System die Antibiotika-Produktion des Stammes
reguliert [Aceti & Champness, 1998; Adamidis et al., 1990; Anderson et al., 2001; Brian et al., 1996].
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2.7 Gerichtete Protein-Evolution
Enzyme spielen eine wichtige Rolle in vielen medizinischen, biotechnologischen und
industriellen Anwendungen. Neben der großen Anwendungsbandbreite hat die
Nutzung von Enzymen als Katalysatoren viele weitere Vorteile. So können die
Reaktionen zum einen bei moderater Temperatur bzw. Druck durchgeführt und auf
toxische Lösungsmittel verzichtet werden. Desweiteren verlaufen enzymatische
Reaktionen meistens stereospezifisch. Auch die in der herkömmlichen chemischen
Synthese angewandte Schutzgruppen-Technik, die häufig zu einem Ausbeuteverlust
führt, wird nicht benötigt [Minshull & Stemmer, 1999].
Doch obwohl in drei Billionen Jahren Evolution eine Vielzahl an Protein-Katalysatoren
entstanden sind, sind Wildtypenzyme zumeist nicht für den industriellen Gebrauch
geeignet. Durch die natürliche Selektion haben sich Enzyme herauskristallisiert, die nur
in einer komplexen Umgebung aus vielen Molekülen (nämlich in Zellen) arbeiten und
nicht in Bioreaktoren. Um den gewünschten Anforderungen zu entsprechen, ist eine
weitere Optimierung der Proteine notwendig. Zur Verbesserung der Enzymfunktionen
können z. B. ausgehend von einer Kristallstruktur gezielte Mutationen eingeführt
werden [Hellinga, 1997; Rubingh, 1997; Shao & Arnold, 1996]. So konnte mit Hilfe der Informationen aus
der GrsA-Kristallstruktur [Conti et al., 1997] die Aspartat-aktivierende SrfA-B2-Domäne durch
eine einzige Mutation (H332E) in eine Asparagin-aktivierende Domäne umgewandelt
werden [Stachelhaus et al., 1999]. Diese Methode ist jedoch sehr zeitaufwendig. Eine Alternative
dazu bietet die Einführung von Mutationen durch die gerichtete Protein-Evolution.
Zum einen sind für diese Methode keine Strukturinformationen notwendig und zum
anderen können so auch Mutationen charakterisiert werden, die ausgehend von einer
Strukturanalyse eher „unerwartet“ sind.
In der gerichteten Protein-Evolution wird der natürliche Prozeß von Mutation und
Selektion nachgeahmt. Um Peptide oder Proteine mit der richtigen Funktion in diesen
Zyklen zu isolieren, muß jedoch die genetische Information topologisch mit dem Protein
verbunden werden und zwar am besten als kodierende Sequenz in Form von RNA oder
DNA, so daß man nach dem Protein-„Screening“ direkt auf die genetische Information
zugreifen kann [Liu et al., 2000]. Deshalb macht man sich einige Methoden der Natur wie z. B.
die Funktion des Translations-Inhibitors Puromycin (s. 2.7.2.2) zunutze.
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Abb.2-10: Generelle Vorgehensweise der gerichteten Protein-Evolution. Die einzelnen Schritte sind im
Text erklärt.
Generell wird zunächst eine randomisierte Biobliothek von der Gensequenz erstellt, die
für das entsprechende Protein kodiert (s. Abb.2-10 (1)). Für diese Mutagenese können
unterschiedliche Methoden wie z. B. die „Error-prone“-PCR [Beckman et al ., 1985; Cadwell & Joyce,
1992], „DNA-Shuffling“ (s. 2.7.1) [Chang et al., 1999; Crameri et al., 1998; Stemmer, 1994] oder die „Random-
Priming-Recombination“(RPR)-Methode [Shao et al., 1998], sowie kombinierte Verfahren
angewandt werden. Danach wird diese Nukleotid-Sequenz-Bibliothek in eine
Aminosäure-Sequenz-Bibliothek überführt (2). Das kann sowohl in vivo wie z. B. durch
den Einbau in Phagen („phage display“) [Cwirla et al., 1990; Devlin et al., 1990; Scott & Smith, 1990; Smith, 1985 ]
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bzw. durch eine in vitro Translation („ribosomal display“ s. 2.7.2.1 bzw. PROfusion
s. 2.7.2.2) [Liu et al., 2000; Roberts, 1999; Roberts & Szostak, 1997] erfolgen. Anschließend folgt das
Durchmustern der Bibliothek (3), wobei man zwischen zwei verschiedene Methoden
unterscheidet, dem „Screening“ (zellbasiert, häufig durch an Überlebensdruck
gekoppelte Assays) und der Selektion (Anreicherung durch Bindung). Weiter verbreitet
ist das Selektions-Verfahren. Hier kann die Bindung des Protein-Nukleotid-Hybrids
z. B. mit Hilfe eines BIACORE-Gerätes gemessen werden. Die Selektion stellt immer
eine entscheidende Hürde in der gerichteten Protein-Evolution dar, denn für jedes
Protein muß zunächst ein geeignetes Selektionsverfahren gefunden werden. Wenn man
ein geeignetes Verfahren gefunden hat, kann das evolutiv veränderte Protein durch sich
wiederholende Zyklen der Mutation und Selektion angereichert (4) und schließlich
charakterisiert werden (5).
2.7.1 „DNA-Shuffling“
Abb.2-11: Die Flexibilität in der „Shuffling“-Reaktion. Dabei können (A) verwandte Gene aus
unterschiedlichen Spezies, (B) synthetische Oligonukleotide basierend auf strukturellen
Erkenntnissen und (C) ein randomisiertes Gen für die „Shuffling“-Reaktion eingesetzt
werden.
Für in vitro Selektions-Experimente ist der erste Schritt die Generierung einer Population
von vielen unterschiedlichen Sequenzen. Während bei der „Error-Prone“-PCR durch die
Zugabe von 0.5 mM Manganchlorid die Spezifität der DNA-Polymerase herabgesetzt
und damit die Fehlerrate während der PCR erhöht wird, greift man bei der „DNA-
shuffling“-Methode wieder auf ein Verfahren der Natur, die Rekombination, zurück
Einleitung 27
[Stemmer, 1994]. Als Ausgangssequenzen in dieser auch als „Molecular breeding“
bezeichneten Methode können zum einen für das Protein kodierende homologe Gene
aus unterschiedlichen Organismen („family shuffling“ s. Abb.2-11 (A)) oder auch ein
z. b. durch „Error-Prone“-PCR randomisiertes Gen („single-gene-shuffling“ s. Abb.2-11
(C)) sowie synthetische Oligonukleotide für spezifische Mutationen (s. Abb.2-11 (B)), die
auf den strukurellen Erkenntnissen basieren, zum Einsatz kommen.
Abb.2-12: in vitro Rekombination durch „DNA-shuffling“. Die Gene werden fragmentiert und wieder
zusammengebaut durch eine Reaktion, in der homologe Fragmente untereinander als Primer
dienen.
Für die in vitro Rekombination werden die Templatsequenzen zunächst fragmentiert
und denaturiert, so daß im Anschluß homologe Bereiche der Fragmente
unterschiedlichen Ursprungs miteinander hybridisieren und gegenseitig als Primer
dienen können (s. Abb.2-12) [Stemmer, 1994 ]. In einer anschließenden PCR werden die Gen-
Bereiche entsprechend verlängert und einem neuen Anlagerungs-Prozeß mit
homologen Sequenzen aus anderen Fragmente unterworfen. Bis man schließlich ein
DNA-Fragment mit der richtigen Größe erhält, das nun Abschnitte mit
unterschiedlichen Urspüngen trägt (s. Abb.2-12). So wurde z. B. von der Arbeitsgruppe
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Stemmer eine chimere β-Lactamase mit einer 270fach verbesserten Moxolactamase-
Aktivität aus den entsprechenden β-Lactamase-Gensequenzen des Klebsilla-
(181 Aminosäuren), des Citrobacter- (102 Aminosäuren), des Enterobacter-
(142 Aminosäuren) und des Yersinia-Enzyms (196 Aminosäuren) erhalten [Crameri et al., 1998].
2.7.2 in vitro Translation-Verfahren
Das Problem bei der Entwicklung der in vitro-Protein-Selektions-Schemen liegt im
iterativen Zyklus von Selektion und Anreicherung. In der Natur sind Protein und
Erbgutinformationen voneinander getrennt, aber in der gerichteten Protein-Evolution ist
genau das Gegenteil erforderlich. Bis vor kurzem waren in vivo und in vitro Protein
Selektions-Experimente (z. B. das „yeast-two-hybrid“-System [Fields & Song, 1989] und das
„phage-display“ [Cwirla et al., 1990; Devlin et al., 1990; Scott & Smith, 1990; Smith, 1985]) aufgrund ihrer
Komplexibilität auf eine Millionen bis eine Billionen Sequenzen limitiert. Diese
Limitierung resultierte hauptsächlich aus der Transfektions-Effizienz der
randomisierten cDNA-Bibliothek in den ausgewählten Organismus. Dagegen lassen
sich mit Hilfe von in vitro RNA- und DNA-Selektions-Techniken Bibliotheken von über
1015 unabhängigen Sequenzen generieren und durchsuchen. Zur totalen in vitro
Selektion von Peptiden und Proteinen wurden u. a. das „ribosome display“ und die
mRNA-Proteinfusion entwickelt.
2.7.2.1 „Ribosome display“
Das „ribosome display“ wurde schon 1961 als Selektionstechnik untersucht [Cowie et al., 1961]
und seitdem immer weiter optimiert [Hanes & Plückthun, 1997; Mattheakis et al ., 1994; Mattheakis et al ., 1996 ].
Mit Hilfe von Reticulocytenlysat werden die in der randomisierten Bibliothek
enthaltenen Gen-Sequenzen in vitro transkribiert und anschließend in vitro in ihre
entsprechenden Proteine translatiert (s. Abb.2-13). Die Translation wird durch Zugabe
von Mg2+-Ionen, einer Inkubation bei niedrigen Temperaturen oder mit Inhibitoren
gestoppt. Danach erfolgt die Selektion des ternären Komplexes aus mRNA, Ribosom
und Protein an z. B. immobilisierten Antikörpern. So gelingt es Genotyp und Phänotyp
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aneinander zu koppeln, um nach der Selektion direkt auf die genetische Information
zugreifen zu können.
Abb.2-13: Schematische Darstellung des „Ribosome display“ [Hanes & Plückthun, 1997].
2.7.2.2 mRNA-Proteinfusion - PROfusion
Ein Problem des beschrieben „ribosome display“ ist die mangelnde Stabilität des
Komplexes aus mRNA, Ribosom und Protein, die ja nicht kovalent miteinander
verbunden sind. In der mRNA-Proteinfusions-Technik ist dagegen die Proteinsequenz
über seinen C-Terminus kovalent mit dem 3´-Ende seiner eigenen mRNA verknüpft
[Roberts & Szostak, 1997].
Zur Darstellung der mRNA/Proteinfusionen ist es zunächst notwendig über eine PCR
eine T7-Promotor-Sequenz und eine Erkennungssequenz (Translationsinitiation) für das
verwendete Translationssystem in das zuvor randomisierte DNA-Fragment einzuführen
(für das „ribosome display“ gilt dasselbe). Mit Hilfe der T7-RNA-Polymerase wird der
DNA-Pool (s. Abb.2-14 (1)) in vitro in den entsprechenden mRNA-Pool transkribiert (2).
Bevor der so erzeugte mRNA-Pool durch Reticulocytenlysat in vitro translatiert wird,
verknüpft man die mRNA an ihrem 3´-Ende mit einem DNA-Puromycin-Linker (3).
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Abb.2-14: Der PROfusions-Zyklus. Die Nukleotidsequenzen sind als Linien (RNA, schwarz; DNA,
grau), das Puromycin-Molekül als blauer Kreis und der Proteinanteil in rot dargestellt. Die
Zahlen markieren die Reihenfolge der im Zyklus durchgeführten Reaktionen bzw.
Experimente, die im Text näher erläutert werden [Liu et al., 2000].
Puromycin (s. Abb.2-15) ist ein strukturelles Analogon des 3´-Terminus einer
Aminoacyl-tRNA, das wie der natürliche Baustein an den Akzeptor-(A)-Ort sowohl pro-
als auch eukaryotischer Ribosomen bindet. Dabei greift die Aminogruppe des
Puromycins nukleophil an der Carboxylgruppe der Peptidylesterbindung des
naszierenden Peptids unter Bildung von Peptidylpuromycin an. Dadurch wird die
Peptidsynthese unterbrochen [Gräfe, 1992].
Abb.2-15: Puromycin.
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Für die Erzeugung einer PROfusion ist es wichtig, daß der kodierenden Sequenz kein
Stopkodon folgt, da eine kovalente Bindung des neusynthetisierten Polypeptids an das
Puromycin erfolgen soll. Dazu muß das Puromycin in das Ribosom diffundieren, um
dort den Peptidyl-Anteil zu übernehmen. Wird die mRNA in vitro translatiert (4),
kommt das Ribosom an dem Übergang mRNA-DNA zum Stillstand und das Puromycin
kann so in A-Stelle des Ribosom binden und das neusynthetisierte Peptid kovalent
binden (5). Die mRNA/Proteinfusion ist gebildet. Nach der Aufreinigung dieser
PROfusion aus dem Translationsansatz (6) wird der mRNA-Anteil revers transkribiert
(7) und das so entstandene Hybrid-Molekül, das neben dem kodierenden RNA/DNA-
Doppelstrang auch das entsprechende Protein enthält, einer Selektion unterworfen (8).
Dazu wird das entsprechend evaluierte Selektionsmotiv wie beispielsweise Inhibitoren
der evolutiv veränderten Enzyme an einer Festphase immobilisiert. Nach der Selektion
mit Hilfe eines BIACORE-Gerätes dient die erhaltene genetische Information in Form
des RNA/DNA-Anteils als Matrize für einen neuen Zyklus. Dieser wird solange
wiederholt, bis das Material für eine Charakterisierung der optimierten Enzymvariante
ausreicht.
Mit Hilfe der PROfusions-Methode lassen sich Bibliotheken mit mehr als 1013
verschiedenen Gen-Sequenzen generieren und durchsuchen. Die Größe der Bibliothek
ist limitiert durch die Translationseffizienz und die Effizienz der Fusionsbildung an den
Ribosomen. Bis heute konnten Proteine mit einer Größe von 1 bis 30 kDa als PROfusion
synthetisiert werden [Liu et al., 2000]. Durch die kovalente Bindung des veränderten Proteins
an seine genetische Information ist das PROfusions-Verfahren viel robuster als der
Komplex aus RNA-Ribosom-Protein im herkömmlichen „ribosome display“.
2.8 Aufgabenstellung
Das Ziel dieser Arbeit war zunächst die Lokalisierung des Bacitracin-Resistenz
vermittelnden bcrABC Genclusters im Genom von Bacillus licheniformis ATCC 10716. Da
über den Selbst-Schutz bzw. die Regulation dieses Schutzes in Antibiotika-
produzierenden Mikroorganismen bisher nur wenig bekannt ist, sollten danach durch
die Konstruktion entsprechender Unterbrechungsmutanten der Bacitracin-
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Resistenzmechanismus und die Regulation der Resistenz in Bacillus licheniformis ATCC
10716 näher charakterisiert werden.
Desweiteren sollte evaluiert werden, ob die PROfusions-Technik der gerichteten
Protein-Evolution dazu geeignet ist, die katalytischen Eigenschaften von
Adenylierungs-Domänen aus nicht-ribosomalen Peptidsynthetasen zu verändern.
Hierfür sollten zunächst die folgenden Voraussetzungen geklärt werden:
(1) Sind die A-Domänen als rekombinante Strep-tag-Fusionsproteine katalytisch
aktiv?
(2) Sind die in vitro translatierten Enzyme katalytisch aktiv?
(3) Sind die in vitro translatierten PROfusionen katalytisch aktiv?
(4) Wie können die evolutiv veränderten Proteine selektiert werden?
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3 Material
3.1 Mikroorganismen
Tabelle 3-1:  Verwendete Mikroorganismen
Stamm Genotyp
B. licheniformis ATCC 10716 Wildtyp-Stamm, Bacitracin-Produzent
[Johnson et al., 1945]
B. licheniformis AK1 Unterbrechungsmutante des bac Operons
[Konz et al., 1997]
B. licheniformis AK20 Unterbrechungsmutante des bacRS Zweikompo-
nenten-Systems (diese Arbeit)
B. brevis ATCC 9999 Wildtyp-Stamm, Gramicidin S-Produzent
[Gauze & Brazhnikova, 1944]
B. subtilis ATCC 21332 Wildtyp-Stamm, Surfactin-Produzent
[Cooper et al., 1981]
E. coli JM105 thi-1, rpsL, endA1, sbcBC, hsdR4, (lac-proAB), [F´
traD36, proAB, lacIq lacZ∆M15]
[Yanish-Perron et al., 1985]
E. coli XL1-Blue supE44, hsdR17, recA1, endA1, gyrA96, thi-1, relA1,
lac[F´ proAB+, lacIq lacZ∆M15, Tn10 (Tetr)]
[Bullock et al., 1987]
E. coli TOP 10F´ F´ [lacIq, Tn10 (Tetr)], mcrA, ∆(mrr-hsdRMS-mcrBC),
Φ80lacZ∆M15, ∆lacX74, deoR, recA1, araD139, ∆(ara-
leu)7697, galU, galK, rpsL(Strr), endA1, nupG
[Grant et al., 1990]
E. coli M15 nals, strs, rifs, lac, ara, gal, mtl, F´
[Zamenhof & Villarejo, 1972]
Micrococcus luteus ATCC 10240 [Schleifer et al., 1972]
3.2 Medien
Als Vollmedium zur Anzucht von E. coli, M. luteus und B. licheniformis wurde LB-
Medium verwendet.
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LB-Medium Bacto tryptone 10 g
Hefeextrakt 5 g
NaCl 10 g
ad H2O 1 L
Im folgenden sind die Medien zur Protoplastierung und Protoplasten-Transformation
von B. licheniformis aufgeführt. Dabei diente das NBSG-X-Medium zur Kultivierung von
B. licheniformis. Es setzt sich aus Lösung A, Lösung B und einigen Spurenelementen
zusammen.
Lösung A K2HPO4 112 g
KH2PO4 48 g
(NH4)2SO4 4 g
ad H2O 1 L
Auf pH 8.0 einstellen und 20 min bei 121°C autoklavieren.
Lösung B Beef extract 6 g
Bacto peptone 10 g
MgSO4 ⋅ 7 H2O 1.2 g
Na3Citrat ⋅ 2 H2O 12 g
ad H2O 1 L
Für 20 min bei 121°C autoklavieren.
FeCl3-Lösung FeCl3 ⋅ 6 H2O 80 mg
ad H2O 10 mL
Sterilfiltrieren.
MnSO4-Lösung MnSO4 ⋅ 4 H2O 25 mg
ad H2O 10 mL
Sterilfiltrieren.
Glyzerol Glyzerol 2.5 g
ad H2O 10 mL
Sterilfiltrieren.
NBSG-X- Medium Lösung A 50 mL
Lösung B 50 mL
FeCl3-Lösung 50 µL
MnSO4-Lösung 10 µL
Glyzerol-Lösung 200 µL
Zur Regenerierung der mit DNA transformierten Protoplasten wurde das MRG-
Medium eingesetzt [Gray & Chang, 1981].
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MRG-Medium Casamino acids 5 g
Hefeextrakt 5 g
Gelatine 250 g
Mannit 91.1 g
Glukose 5 g
K2HPO4 5 g
MgCl2 ⋅ 6 H2O 4.1 g
ad H2O 1 L
Für 15 min bei 105°C autoklavieren.
Für den mikrobiellen Nachweis von Bacitracin wurden die Medien I-III verwendet [Rieder
et al., 1975].
Medium I Nutrient broth 4 g
Hefeextrakt 3 g
Bacto peptone 3 g
Glukose 1 g
ad H2O 1 L
Für 15 min bei 105°C autoklavieren.
Medium II Nutrient broth 4 g
Hefeextrakt 3 g
Bacto peptone 3 g
Agar Nr.1 15 g
ad H2O 1 L
Für 20 min bei 121°C autoklavieren.
Medium III Medium I 50 mL
Casamino acids 0.2 g
Agar Nr.1 0.75 g
Für 15 min bei 105°C autoklavieren.
M. luteus-Übernachtkultur 40 µL
Zur Bacitracin-Produktion wurden die entsprechenden B. licheniformis-Stämme in M20-
Medium angezogen [Haavik, 1974].
M20-Medium L-Glutaminsäure 20 g
L-Alanin 0.2 g
Zitronensäure 1 g
NaH2PO4 ⋅ 2 H2O 20 g
KCl 0.5 g
Na2SO4 0.5 g
MgCl2 ⋅ 6 H2O 0.2 g
CaCl2 0.01 g
FeSO4 ⋅ 7 H2O 0.01 g
MnSO4 ⋅ H2O 0.01 g
ad H2O 1 L
Auf pH 6.0 einstellen und 20 min bei 121°C autoklavieren.
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Um die Medien und sonstigen Lösungen zu sterilisieren, wurde 20 min bei 121°C und
1.5 bar autoklaviert (zuckerhaltige Lösungen: 105°C, 15 min). Hitze-empfindliche
Substanzen (Antibiotika, X-Gal und IPTG) wurden sterilfiltriert und dem autoklavierten
Medium nach Abkühlung auf ca. 50°C in den folgenden Konzentrationen zugesetzt:
Ampicillin 50-100 µg/mL
Kanamycin 10-25 µg/mL
Tetracyclin 10 µg/mL
Chloramphenicol 10 µg/mL
X-Gal 40 µg/mL
IPTG 50 µg/mL
3.3 Chemikalien und Enzyme
Chemikalien, die in der nachfolgenden Tabelle nicht aufgeführt sind, wurden von den
Firmen Merck (Darmstadt), Roth (Karlsruhe) oder Sigma (Deisenhofen) in p. a. Qualität
bezogen.
Tabelle 3-2:  Chemikalien und Enzyme
Hersteller Produkt
ABI (Forster City, USA) ABI Prism Dye Terminator Cycle Sequencing
Ready Reaction Kit
Amersham Pharmacia Biotech
(Freiburg)
Nylonmembran Hybond N+, Restriktionsendo-
nukleasen, ECL Random Prime Labeling And
Detection System, Attophos, DNA-modifizierende
Enzyme, RNase A, Lysozym, Ampicillin,
Kanamycin, Tetracyclin, Chloramphenicol, IPTG, X-
Gal, λ-DNA, Proteinase K
Boehringer Mannheim
(Mannheim)
Expand Long Range PCR Kit, DIG RNA Labeling
Kit (SP6/T7), Blockierungsreagenz, Anti-
Digoxigenin-AP, Fab-Fragmente
Difco (Detroit, USA) Hefeextrakt, Neopeptone, Bacto peptone, Beef
extract, Casamino acids, Nutrient broth, Bacto
penassy broth
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Firma Produkt
Eurogentech (Seraing, Belgien) Agarose, primäre Antikörper von BacR und BcrA,
Elektroporationsküvetten
Gibco (Eggenstein) 10 kDa-Proteinleiter, Acrylamid, Bisacrylamid
IBA (Göttingen) StrepTactin-Sepharose, pASK-IBA-Vektoren
Kodak (Rochester, USA) Röntgenfilm X-omat AR und Biomax MR
Merck (Darmstadt) Gelantine, DEPC
Millipore (Molsheim) Membranen (Porengröße 0.025 µm, ∅ 47 mm)
MWG Biotech (Ebersberg) Oligonukleotide
NEN (Köln) [32P]-Pyrophosphat
New England Biolabs
(Beverly, USA)
Restriktionsendonukleasen, hochkonzentrierte T4-
DNA-Ligase, RNA-Leiter
Novex (Groningen) Tris-Glyzin-SDS-Fertiggele, E. coli TOP 10F´
Oxoid (Wesel) Agar Nr.1, Trypton
Promega (Mannheim) Pwo-DNA-Polymerase, Flexi Rabbit Reticulocyten
Lysat System, RNasin, RiboMax Large Scale RNA
Production System
Qiagen (Hilden) QIAquick-spin PCR Purification Kit, tip20- und
tip100-Anionentauschersäulen, Ni2+-NTA-Agarose
Roth (Karlsruhe) Ethidiumbromid, Ethanol, Methanol, Isopropanol,
Szintillationsflüssigkeit, Acetonitril
Schleicher & Schüll (Dassel) Whatman-3MM-Filterpapier, Sterilfilter (Poren-
größe 0.0025 und 0.45 µm)
Serva (Heidelberg) Bromphenolblau, Xylencyanol, Triton X-100, Tween-
20
Sigma (Deisenhofen) BSA, Bacitracin, saures Phenol, Desthiobiotin,
HABA
Stratagene (Heidelberg) pBluescript Vektoren, QuikChange Site Directed
Mutagenesis Kit
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3.4 Geräte
Tabelle 3-3:  Verwendete Geräte, Hersteller und Typenbezeichnung
Gerät Hersteller und Typenbezeichnung
DNA-Sequenzer PE Applied Biosystems ABI Prism 310 Genetic
Analyser
Blot-Apparatur Stratagene Posiblot Pressure Blotter & Pressure
Control Station
Dokumentation von DNA-
Agarose-Gelen
Videokamera Cybertech CS 1
Thermoddrucker Mitsubishi Video Copy Processor
Elektroporationssystem Biorad Gene Pulser II
HPLC-System Hewlett Packard HP1100 Series mit DAD-Detektor,
Vakuumentgaser, quarternärer Pumpe, Auto-
sampler und HP-Chemstation, Säule: Sephasil TM
C18, 5 µm Partikelgröße und 120 Å Porengröße
Hybridisierungsofen Bachofer Hybridisierungsofen Mini 38
Luftschüttler New Brunswick Scientific Series 25 Incubator Shaker
Mikrotiterplattenlesegerät Dynatech MR7000
Phosphoimager Fujifilm Fluorescent Image Analyser FLA-2000
Photometer Pharmacia Ultrospec 3000 UV/Visible Spectrophoto-
meter
Reinstwasseranlage Seral Seralpur Pro 90 CN
Rotationsverdampfer Büchi Rotationsverdampfer
Speed-Vac Uniequip Univapo 150 H,
Savant Speed Vac Concentrator
Szintillationszähler Packard 1900CA TRI-CARB Liquid Scintillation
Analyser
Thermo-Cycler Perkin Elmer Thermal Cycler 480
Perkin Elmer GeneAmp PCR System 9700
Ultraschallbad Bandelin Sonorex Super RK103H
UV-Inkubator Stratagene Stratalinker® UV Crosslinker Model 1800
Vakkuumpumpe Vacuubrand Membran-Vakuumpumpe MZ2C
Wasserbad Infors Aquatron Rundschüttelmaschine
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Gerät Hersteller und Typenbezeichnung
Zellaufschluß SLM Aminco French® Pressure Cell Press
Zentrifugen Beckmann Spinco L2 65 B
Hereaus Microfuge pico
Hereaus Minifuge RF
Sorvall RC 26 Plus
3.5 Vektoren
3.5.1 pBluescriptII SK(-)-Vektor
Der pBluescriptII SK(-)-Vektor ist ein 2961 bp großes Phagemid. Er trägt den E. coli-
Replikationsursprung ColE1 und den f1-Replikationsstartpunkt des Bakteriophagen f1,
der in Anwesenheit eines Helferphagen die Präparation von ssDNA erlaubt. Außerdem
besitzt pBluescript® das bla Gen, das für die β-Lactamase kodiert, die Ampicillin-
Resistenz vermittelt. Desweiteren sind noch der Lac-Repressor lacI und das lacZ-Gen in
der kodierenden Sequenz des Phagemids enthalten. Letzteres kodiert für ein
Genprodukt, welches α-Komplementationen der β-Galaktosidase ermöglicht. Der
dazwischen liegende Klonierungsbereich („multiple cloning site“, MCS) beinhaltet
zahlreiche Schnittstellen von Restriktionsendonukleasen, die den Vektor nur an einer
Stelle hydrolysieren und somit für das Klonieren von DNA-Fragmenten besonders
geeignet ist. Die MCS wird durch die Promotoren T3 und T7 eingerahmt, so daß eine
gezielte Expression der klonierten Gene möglich ist [Alting-Mess & Short, 1989].
3.5.2 pLTV1
Das pLTV1-Plasmid (20.6 kb) [Camilli et al., 1990] trägt ein für die Transposition befähigtes
Derivat des Tn917, einem Transposon aus der Tn3-Familie. Tn917 ist ein 5.2 kb
Transposon, welches zuerst in Enterococcus faecalis, als Plasmid assoziiertes mobiles
Element mit induzierbarer Erythromycin-Resistenz, entdeckt wurde [Tomich et al., 1980].
Neben seinen eigenen 5.2 kb besitzt es zusätzlich den 5.1 kb großen pDG5-Vektor als
Insert, der unter anderem eine „Multiple Cloning Site“ beinhaltet. Neben der MCS liegt
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auf dem pDG5-Insert auch der aus E. coli stammende ColE1-Replikationsstartpunkt.
Nach einer Insertion des Transposons ins Chromosom wird durch entsprechende
Excicion ein Fragment erhalten, welches diesen Replikationsstartpunkt trägt. Ligiert
man nun die Enden dieses Fragments zusammen und transformiert den Ligationsansatz
in E. coli , wachsen auf Ampicillin-haltigen Platten nur Kolonien, die Plasmide mit dem
Replikationsursprung und somit das richtige DNA-Fragment tragen. Zusätzlich kann
auf Ampicillin selektiert werden, da das bla Gen neben dem E. coli ori lokalisiert ist. So
ist es möglich die dem Transposon benachbarte DNA zu präparieren, zu sequenzieren
und damit den genauen Ort der Mutation zu erfassen, wenn die Sequenz des
unterbrochenen Genes bekannt ist.
Zusätzlich liegen im Transposon die erm und cat Gene, deren Genprodukte im Anschluß
an die Transposition die Selektion auf die Antibiotika Chloramphenicol und
Erythromycin ermöglichen. Als Transposon-externer Resistenzmarker ist zudem ein
Gen vorhanden, welches ein Protein kodiert, das Tetracyclin-Resistenz vermittelt.
Innerhalb des 5.1 kb Inserts im Transposon befinden sich außerdem ein M13-
Replikationsursprung und das promotorlose lacZ Gen, so daß eine Insertion ins
Chromosom des Wirts eine transkriptionale lacZ-Fusion erzeugen kann und so die
Transposition leicht zu detektieren ist.
Außerhalb des Transposons liegt ein hochtemperatursensitiver Bacillus-
Replikationsursprung, pE194Ts, eine Mutante des Staphylococcus aureus
Replikationsstartpunktes [Villafane et al., 1987]. Dieser erlaubt eine ebenso einfache wie
schnelle Integration des Transposons in das Chromosom des Zielorganismus. Schon
eine Temperatur von 37°C schaltet den Replikationsurprung vollkommen aus, d. h.
Bakterien, die daraufhin eine Insertion im Chromosom tragen, können durch einfaches
Ausplattieren auf die entsprechenden Antibiotika-haltigen Agarplatten kultiviert
werden.
3.5.3 pDG782
Der pDG782-Vektor stammt aus einer von Patrick Stragier und seinen Mitarbeitern
konstruierten Plasmid-Kollektion, deren Plasmide verschiedenste Antibiotika-Resistenz-
Kassetten tragen [Guerout-Fleury et al., 1995]. Diese Kassetten sind von Restriktionsbereichen
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flankiert, die eine Klonierung der Kassetten in andere Vektoren oder Gene von z. B. B.
licheniformis erleichtern.
Auf pDG782 liegt eine Kanamycin-Resistenz-Kassette, die vom Streptococcus faecalis
Plasmid pAT21 aus der Arbeitsgruppe von Msadek stammt. Die Km-Kassette wurde
durch eine ClaI-Hydrolyse aus dem pMTL22-Vektor [Chambers et al., 1988] erhalten und ist
1489 bp lang. In der MCS von pDG782 liegen stromaufwärts der Km-Kassette die
Schnittstellen für folgende Restriktionsendonukleasen: NruI, StuI, XhoI, BglII und ClaI.
Stromabwärts liegen: HindIII, ClaI, NsiI, SphI, NcoI, Asp718, SmaI, SacI, EcoRI, XbaI, PstI,
MluI, SalI, AccI, AatI, NdeI und BamHI.
3.5.4 pQE60 und pQE70
Die pQE60- und pQE70-Vektoren gehören zur Familie der pDS-Plasmide [Bujard et al., 1987]
und basieren auf dem Plasmid pDS56/RBSII [Stüber et al., 1990]. Sie werden zur Klonierung
von PCR-Fragmenten herangezogen und gestatten die Expression dieser DNA-
Fragmente in Fusion mit sechs repetitiven, C-terminalen Histidinkodons (His6-tag). Die
Plasmide tragen das β-Lactamase-Gen und den Replikationsursprung für E. coli aus
pBR322 [Sutcliffe, 1979]. Sie besitzen darüber hinaus ein optimiertes Promotor/Operator-
Element bestehend aus dem T5-Promotor des entsprechenden E. coli-Phagen sowie zwei
lac-Operatorsequenzen. Die synthetische ribosomale Bindungsstelle RBS II wurde im
Hinblick auf eine optimale mRNA-Erkennung und –Bindung konstruiert. Die MCS
enthält drei Restriktionsendonukleasen-Erkennungssequenzen, wobei das ATG-
Startkodon in eine NcoI(pQE60)- bzw. eine SphI(pQE70)-Erkennungssequenz integriert
wurde und sich in bestmöglichem Abstand zur RBS befindet. Hinter dem Polylinker
befindet sich die Kodierungssequenz des His6-tag, gefolgt von Translationsstopkodonen
in allen drei Leserastern. Ergänzend besitzt das Plasmid den Transkriptionsterminator t0
des λ-Phagen [Schwartz et al., 1987].
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3.5.5 pREP4
Das Plasmid pREP4 enthält einen Ursprung der Replikation (ori) für E. coli, das neo Gen,
dessen Genprodukt die Resistenz gegen das Antibiotikum Kanamycin vermittelt und
das lacI-Gen [Farabough, 1978], das für den lac-Repressor kodiert. Die Genexpression in den
pQE-Derivaten ist aufgrund der optimierten Promotor/Operator-Region sehr effizient
und kann nur in Gegenwart extrem hoher lac-Repressorkonzentrationen vollständig
unterdrückt werden. Ist pREP4 zusätzlich zu dem pQE-Derivat im Expressionsstamm
M15 enthalten, können die Mengen des lac-Repressors synthetisiert werden, die für die
effiziente Repression der Expression ausgehend von der T5-Promotor-lac-Operator-
Region nötig sind.
3.5.6 pASK-IBA3
pASK-IBA3 ist ein 3286 bp großer Vektor und ermöglicht die Expression von
rekombinanten Proteinen mit einer C-terminalen Strep-tag II-Fusion [Schmidt et al ., 1996; Skerra,
1994]. PCR-Fragmente des zu exprimierenden Strukturgens werden über die in der MCS
liegenden SacII- und NcoI-Restriktionsschnittstellen in den Vektor kloniert. Dabei
werden unter Verwendung des auf dem Vektor liegenden ATG-Startkodons neben dem
Strep-tag 4 zusätzliche Aminosäuren an den N-Terminus des Proteins angehängt. Das
Expressionssystem steht unter transkriptioneller Kontrolle des tet-Promotors. Der
ebenfalls auf dem Plasmid kodierte tet-Repressor wird konstitutiv durch den β-
Lactamase-Promotor exprimiert. Diese besondere Anordnung garantiert eine
ausbalancierte Stöchiometrie zwischen der Anzahl an Repressor Molekülen und der
Plasmidkopienzahl. Die Expression des Strukturgenes wird solange stringent reprimiert
bis eine effiziente chemische Induktion mit Anhydrotetracyclin vorgenommen wird. Die
effiziente Initiation der Translation wird durch die sich an den tetA-Promotor/Operator
anschließende Tandem-Ribosomenbindungstelle gewährleistet. Der zusätzlich
integrierte Terminator des Lipoprotein Gens verhindert ein mögliches Durchlesen.
Neben dem Expressionsystem tragen die Vektoren auch die intergenische Region des
filamentösen Phagen f1, welche zur Produktion einzelsträngiger Plasmid-DNA genutzt
werden kann. Dies ermöglicht die direkte ortsspezifische Mutagenese des
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rekombinanten Strukturgens nach den gängigen Verfahren. Für die Replikation und
Selektion in E. coli trägt der Vektor einen entsprechenden Replikationsursprung und das
β-Lactamase Gen bla, dessen Genprodukt eine Ampicillin-Resistenz vermittelt.
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4 Methoden
4.1 DNA/RNA-Präparation
4.1.1 Präparation chromosomaler DNA aus Bacillus
Die Präparation genomischer DNA aus Bacillus licheniformis, Bacillus subtilis und Bacillus
brevis wurde mit Hilfe von Qiagen-Anionentauschersäulen vorgenommen. Die Methode
geht auf eine Publikation von Cox zurück und erfolgt unter Verwendung von
Guanidinsalzen [Cox, 1968]. Bei dieser Aufreinigungsmethode wird die Sekundärstruktur
der Proteine zerstört, so daß sie ausfallen, wohingegen die DNA in Lösung bleibt.
Außer midi-Präparationen aus den Wildtypstämmen Bacillus licheniformis ATCC 10716,
Bacillus subtilis ATCC 21332 und Bacillus brevis ATCC 9999 wurden nur mini-
Präparationen durchgeführt. Die daraus erhaltenen DNA-Mengen reichen für
analytische Zwecke aus [Die Angaben in den eckigen Klammern stehen für die midi-
Präparation.].
Die Zellen einer 2 mL [10 mL] Übernachtkultur (LB-Medium, 37°C) wurden 5 min bei
5000 U/min und RT abzentrifugiert und in 1 mL [3.5 mL] B1-Puffer resuspendiert. Zu
dieser Suspension wurden 20 µL [80 µL] einer Lysozym-Lösung (100 mg/mL) und 45 µL
[100 µL] Proteinase K-Lösung (20 mg/mL) pipettiert und anschließend zur Lyse der
Zellen mindestens 45 min bei 37°C inkubiert. Die Lösung wurde dann mit 350 µL
[1.2 mL] B2-Puffer versetzt, vorsichtig gemischt und nochmals 30 min bei 37°C
inkubiert.
Die nun klare und viskose Lösung wurde vorsichtig bei maximaler Geschwindigkeit
vortexiert und auf eine mit 2x 1 mL [2x 4 mL] QBT-Puffer äquilibrierte Qiagen-tip20
[Qiagen-tip100]-Anionentauschersäule aufgetragen. Die Gelmatrix wurde 4x 1 mL [2x
10 mL] QC-Puffer gewaschen, ehe die chromosomale DNA mit 2x 1 mL [1x 5 mL] QF-
Puffer eluiert werden konnte. Die durch Zugabe von 0.7 Volumenanteilen Isopropanol
gefällte DNA wurde durch dreißigminütige Zentrifugation bei 13000 U/min und RT
abgetrennt, das DNA-Pellet mit 1 mL 70%igem EtOH gewaschen, an der Luft getrocknet
und in 80 µL bis 120 µL [300-600 µL] Tris-Puffer aufgenommen. Danach wurde die DNA
ca. 1 bis 2 h bei 56°C gelöst.
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B1-Puffer Tris/HCl, pH 8.0 50 mM
EDTA 50 mM
Triton X-100 0.5 %(v/v)
Tween-20 0.5 %(v/v)
RNase A 200 µg/mL
B2-Pufer GuHCl 3 M
Tween-20 20 %(v/v)
QBT-Puffer NaCl 750 mM
MOPS, pH 7.0 50 mM
Ethanol 15 %(v/v)
Triton X-100 0.15 %(v/v)
QC-Puffer NaCl 1 mM
MOPS, pH 7.0 50 mM
Ethanol 15 %(v/v)
QF-Puffer NaCl 1.2 M
MOPS, pH 8.2 50 mM
Ethanol 15 %(v/v)
Tris-Puffer Tris/HCl, pH 8.5 10 mM
4.1.2 Plasmid-DNA aus E. coli
Die Aufreinigung von Plasmid-DNA aus E. coli wurde unter Verwendung einer
modifizierten Methode nach Birnboim und Doly durchgeführt [Birnboim & Doly, 1979]. Durch
die Neutralisation eines alkalischen Zell-Lysates mit Kaliumacetat wurde ein Komplex
aus Zelltrümmern, Proteinen und genomischer DNA ausgefällt, während die Plasmid-
DNA im Überstand verblieb und später durch Isopropanol ausgefällt wurde.
Zur Isolierung der Plasmid-DNA wurden die Zellen einer 2 mL Übernachtkultur (LB-
Medium, 37°C) 2 min bei 13000 U/min und RT abzentrifugiert und in 300 µL P1-Puffer
resuspendiert. Die so erhaltene Lösung wurde dann mit 300 µL P2-Puffer versetzt,
vorsichtig gemischt und 5 min bei RT inkubiert. Danach wurden 300 µL P3-Puffer
(eisgekühlt) zugegeben, 10 min auf Eis inkubiert und der Niederschlag bei 13000 U/min
und RT abzentrifugiert. Der Überstand wurde sofort zur Fällung der DNA mit 600 µL
Isopropanol versetzt. Anschließend wurde 30 min bei 13000 U/min und RT
zentrifugiert. Das DNA-Pellet wurde mit 1 mL 70%igem EtOH gewaschen, 5 min über
Kopf auf der Laborbank und 20 min in einem Heizblock bei 56°C getrocknet, bevor es in
40 µL Tris-Puffer aufgenommen wurde.
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Um Plasmid-DNA in hochreiner Qualität (z. B. für die DNA-Sequenzierung) zu
erhalten, konnte die gelöste Plasmid-DNA nachgereinigt werden. Dazu wurde sie mit
800 µL QBT-Puffer gemischt und auf eine zuvor mit 2x 1 mL QBT-Puffer äquilibrierte
Qiagen-tip20-Anionentauschersäule aufgetragen. Dann wurde die Säule mit 4x 1 mL
QC-Puffer gewaschen und die Plasmid-DNA mit 2x 1 mL QF-Puffer eluiert. Zur Fällung
der DNA wurde das Eluat mit 0.7 Volumenanteilen Isopropanol versetzt und wie oben
abzentrifugiert, gewaschen und getrocknet. Das Pellet konnte dann in 20 µL Tris-Puffer
gelöst werden.
Zur Präparation größerer Plasmidmengen wurden die Zellen einer 50 mL
Übernachtkultur (LB-Medium, 37°C) aufgearbeitet. Die Aufreinigung des Zellpellets
erfolgte mit je 4 mL P1-, P2- und P3-Puffer wie oben beschrieben. Der resultierende
Überstand der Zentrifugation wurde auf eine mit 5 mL äquilibrierte Qiagen-tip100-
Aniontauschersäule aufgetragen und diese nachfolgend zweimal mit jeweils 5 mL QC-
Puffer gewaschen. Durch Zugabe von 5 mL QF-Puffer wurde die Plasmid-DNA eluiert,
mit 0.7 Volumenanteilen Isopropanol gefällt und das erhaltene Pellet mit 70%igem
EtOH gewaschen. Nach dem Trocknen konnte das Plasmidpellet in einem geeigneten
Volumen Tris-Puffer aufgenommen werden.
P1-Puffer Tris/HCl, pH 8.0 50 mM
EDTA 10 mM
RNase A 100 µg/mL
P2-Puffer NaOH 200 mM
SDS 1 %(v/v)
P3-Puffer KOAc, pH 4.8 2.55 M
QBT-, QC-, QF- und Tris-Puffer siehe Kapitel 4.1.1
4.1.3 Plasmid-DNA aus Bacillus
Die Präparation der Plasmid-DNA aus dem Genus Bacillus wurde nach der sogenannten
„rapid boiling method“ [Holmes & Quigley, 1981] durchgeführt. Diese Methode beruht darauf,
daß alle anderen Zellbestandteile außer der Plasmid-DNA durch Aufkochen in
Gegenwart von Detergentien wie Triton X-100 denaturiert werden.
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Von einer 4 mL Bacillus-Übernachtkultur (LB-Medium, 30 oder 37°C) wurden 1.2 mL
entnommen und deren Zellen 1 min bei 13000 U/min und RT abzentrifugiert.
Anschließend wurde das Zellpellet mit 1.2 mL TSE-Puffer gewaschen, wiederum durch
einminütige Zentrifugation bei RT und 13000 U/min pelletiert und schließlich in 350 µL
STET-Puffer aufgenommen. Nach der Zugabe von 25 µL Lysozym-Lösung (20 mg/mL
TE-Puffer) wurde die Suspension vorsichtig gemischt und für mindestens 30 min bei
37°C und ca. 100 U/min inkubiert, bis die Lösung klar und viskos war. Die Deckel der
verwendeten Eppendorffreaktionsgefäße wurden nun zweimal perforiert und die
Lösung 90 s bei 95°C in einem Wasserbad aufgekocht. Nach Abkühlen auf RT wurde die
Lösung mit 100 µL eines Chloroform-Isoamylalkohol-Gemisches (24:1) versetzt, 10 s
vortexiert und 10 min bei RT und 13000 U/min zur Ausbildung der Phasentrennung
zentrifugiert. Die obere Phase wurde in ein frisches Eppendorffreaktionsgefäß
überführt, das dann bei 4°C gelagert werden konnte.
Aufgrund des hohen Detergentienanteils im STET-Puffer ist die erhaltene
Plasmidlösung nicht für enzymatische Reaktionen geeignet. Für eine Retransformation
(s. 4.4.3) in E. coli und eine Größenbestimmung mit Hilfe der Agarose-Gelelektrophorese
(s. 4.3.1) ist sie aber verwendbar.
TSE-Puffer Tris/HCl, pH 8.0 10 mM
NaCl 300 mM
EDTA 10 mM
20 min bei 121°C autoklavieren.
STET-Puffer Tris/HCl, pH 8.0 50 mM
EDTA 50 mM
Saccharose 8 %(v/v)
Triton X-100 2 %(v/v)
15 min bei 105°C autoklavieren.
TE-Puffer Tris/HCl, pH 8.0 10 mM
EDTA 1 mM
4.1.4  DNA-Konzentrationsbestimmung
Durch die Bestimmung der OD260 einer DNA-Probe kann deren Konzentration ermittelt
werden. Eine Absorption von 1.0 entspricht einer DNA-Konzentration von 50 ng/µL.
Um einen möglichst geringen Probeverlust zu erhalten, wurde normalerweise eine 1:100
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Verdünnung der DNA-Lösung in Wasser gemessen. Somit läßt sich die DNA-
Konzentration wie folgt berechnen:
cdsDNA[ng/µL] = OD260 ⋅ 100 ⋅ 50 ng/µL.
4.1.5 Präparation der Gesamt-mRNA aus Bacillus
Die Präparation von Gesamt-mRNA aus B. licheniformis erfolgte mit Hilfe der „sauren
Phenol“-Methode, modifiziert nach Majundar und Ambulos [Ambulos et al., 1987; Majumdar et al.,
1991]. Nach der Protoplastenbildung werden die Zellen durch Überführung in
Lysispuffer mit SDS lysiert. Bei der Behandlung mit saurem Phenol gelangt die DNA in
die organische Phase, die RNA bleibt in der wässrigen Lösung und kann weiter
aufgereinigt werden. Für die RNA-Präparation müssen alle Geräte und Lösungen
weitgehend RNase-frei sein.
10 mL der relevanten Kultur wurden bei einer OD600 von ca. 0.6 abgenommen und
direkt auf 5 mL Killing-Eis (zerstoßenes Killing-Eis in 50 mL-Falcon-Röhrchen) pipettiert
und bei 4500 U/min und 4°C für 10 min zentrifugiert. Der Überstand wurde komplett
mit ausgebrannten Pasteurpipetten entfernt und das Pellet bis zur RNA-Präparation bei
–80°C gelagert. Für die Aufreinigung wurden die Zellen auf Eis in 1 mL Lysis I-Puffer
resuspendiert, vorsichtig mit 50 µL Lyzozym-Lösung (20 mg/mL) versetzt und 5 min
bei 4°C inkubiert. In der Zwischenzeit wurden Eppendorffreaktionsgefäße mit Lysis II-
Puffer vorbereitet, d. h. es wurden 270 µL Lysis II-Puffer mit 30 µL 10 %(w/v) SDS
gemischt und bei 95°C vorinkubiert. Die in der Lysozymbehandlung entstehenden
Protoplasten wurden bei 7300 U/min und 4°C für 5 min abzentrifugiert, sofort auf Eis
gestellt und der Überstand abgezogen. Das Pellet wurde bei 4°C mit 300 µL Lysis II-
Puffer resuspendiert, zu der vorbereitetem Lysis II/SDS-Lösung gegeben und für
10 min bei 95°C inkubiert. Danach wurde 600 µL saures Phenol zugegeben und 5 min
bei RT geschüttelt. Nach einer Zentrifugation für 5 min bei 13000 U/min und RT
wurden 500 µL der oberen wäßrigen Phase in ein neues Eppendorffreaktionsgefäß
überführt und erneut mit 600 µL saurem Phenol extrahiert. Beim Überführen der RNA-
haltigen Lösung ist darauf zu achten, die Interphase nicht zu berühren, um eine
Kontamination mit chromosomaler DNA zu vermeiden. Nach fünfminütigem Schütteln
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bei RT wurde die Lösung wieder zur Trennung der Phasen 5 min bei 13000 U/min und
RT zentrifugiert. 400 µL der oberen wäßrigen Phase wurden in ein neues
Eppendorffreaktionsgefäß überführt und mit 1 Volumenanteilen eines
Chloroform/Isoamylalkohol-Gemisches (24:1) 5 min bei RT ausgeschüttelt. Die nach
einer fünfminütigen Zentrifugation bei 13000 U/min und RT erhaltene obere wäßrige
Phase wurde erneut in ein frisches Eppendorffreaktionsgefäß überführt und die RNA
mit 0.1 Volumenanteilen Natriumacetat-Lösung und 2.5 Volumenanteilen absolutem
EtOH bei –80°C gefällt. Ab diesem Zeitpunkt ist darauf zu achten, RNase-frei zu
arbeiten, d. h. die verwendeten Lösungen sollten DEPC-behandelt und die Spitzen
RNase-frei sein. Nach ungefähr 30 min wurde die gefällte RNA durch eine
Zentrifugation für 30 min bei 13000 U/min und 4°C pelletiert, mit 500 µL 70%igem
EtOH gewaschen und noch einmal 15 min bei 13000 U/min und 4°C zentrifugiert. Das
RNA-Pellet wurde anschließend getrocknet, in 40 µL DEPC-behandeltem Wasser
aufgenommen und über Nacht bei 4°C gelöst.
Killing-Eis Tris/HCl, pH 7.5 20 mM
MgCl2 5 mM
NaN3 20 mM
Lysis I-Puffer Tris/HCl, pH 8.0 50 mM
Saccharose 25 %(w/v)
EDTA 0.25 mM
Lysis II-Puffer EDTA 3 mM
NaCl 200 mM
Na-Acetat-Lsg. Natriumacetat, pH 5.2 3 M
Saures Phenol Firma Sigma, mit 0.1 M Citrat-Puffer gesättigtes Phenol, pH 4.3.
DEPC-Behandlung Die entsprechenden Lösungen werden mit 0.1 Volumenanteilen DEPC
versetzt, über Nacht bei 37°C inkubiert und dann zur Beseitigung des
DEPCs 20 min bei 121°C autoklaviert.
4.1.6  RNA-Konzentrationsbestimmung
Ähnlich wie die DNA-Konzentration läßt sich auch der RNA-Gehalt einer wie oben
beschrieben präparierten RNA-Probe bestimmen. Eine OD260 von 1.0 entspricht einer
RNA-Konzentration von 40 ng/µL. Um den Probeverlust gering zu halten, wurde
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normalerweise eine Verdünnung von 1:100 der RNA-Lösung in Wasser gemessen.
Danach laßt sich die RNA-Konzentration wie folgt berechnen:
cRNA[ng/µL] = OD260 ⋅ 100 ⋅ 40 ng/µL.
4.2 Klonierungstechniken
4.2.1 Polymerase-Kettenreaktion (PCR)
Die Polymerase-Kettenreaktion ist eine sehr effektive Methode, um in vitro große
Mengen eines spezifischen DNA-Fragmentes zu erzeugen [Mullis & Faloona, 1987; Saiki et al ., 1985 ].
Hierbei wird doppelsträngige Matrizen-DNA zunächst durch Erhitzen auf 94°C in die
Einzelstränge überführt. Zwei synthetische Oligonukleotide, die zu den 3´-Enden beider
DNA-Stränge des jeweils zu amplifizierenden DNA-Fragmentes komplementär sind,
werden im großen Überschuß zu der denaturierten DNA gegeben und die Temperatur
auf 50-60°C gesenkt. Dabei bleibt die Matrizen-DNA denaturiert, weil die
komplementären Stränge in einer zu geringen Konzentration vorliegen, um während
der Inkubationsdauer aufeinanderzutreffen. Die spezifischen Oligonukleotide jedoch,
die in sehr hohen Konzentrationen vorhanden sind, hybridisieren mit ihren
komplementären Sequenzen in der Matrizen-DNA. Die Oligonukleotide dienen nun in
Gegenwart einer thermostabilen DNA-Polymerase als Primer für die Synthese des
komplementären DNA-Stranges. Das Enzym kann die Primer bei einer optimalen
Temperatur von 68-72°C effizient in 3´-Richtung verlängern. Nach Beendigung der
Synthese wird das gesamte Gemisch erneut auf 94°C erhitzt, um die gerade gebildeten
DNA-Doppelstränge aufzuschmelzen. Wird die Temperatur wieder verringert, so findet
eine neue Syntheserunde statt, da die Oligonukleotide immer noch im großen
Überschuß vorliegen. In wiederholten Zyklen von Hybridisierung der Primer (50-60°C),
DNA-Synthese (68-72°C) und DNA-Aufschmelzen (94°C) wird die gewünschte Sequenz
amplifiziert. In jeder Runde wird die Anzahl der Kopien von der zwischen den Primern
synthetisierten Sequenz verdoppelt. Somit können theoretisch in n Zyklen 2n Kopien des
doppelsträngigen DNA-Fragmentes produziert werden.
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In der vorliegenden Arbeit kamen die Taq-DNA-Polymerase aus Thermus aquaticus
sowie die rekombinante Pwo-DNA-Polymerase aus dem hyperthermophilen, marinen
Archeabakterium Pyrococcus woesei zum Einsatz. Die Pwo-DNA-Polymerase besitzt
neben einer hohen 5´→3´-Polymerase-Aktivität auch eine 3´→5´-„Korrektur“-
Exonuklease-Aktivität, die im Vergleich zu der Taq-DNA-Polymerase eine etwa
zwölfmal höhere Synthesegenauigkeit (ungefähr ein Fehler auf 106 Basen) besitzt. Dies
ist insbesondere bei der Amplifikation größerer DNA-Fragmente von Vorteil.
Die Polymerase-Kettenreaktion wurde nicht nur zur Amplifikation, sondern auch zu
terminalen Modifikation von DNA-Fragmenten eingesetzt. Hierzu wurden 5´-
modifizierte Oligonukleotide eingesetzt, die die gezielte Einführung terminaler
Restriktionsschnittstellen in die amplifizierten DNA-Fragmente ermöglichte. Die
Oligonukleotide hybridisierten während der ersten Zyklen nur unvollständig mit ihrem
komplementären 3´-Enden an die Matrize. Durch die Synthese der Gegenstränge
wurden die terminalen Schnittsequenzen jedoch Bestandteil der Matrize, so daß die
Startermoleküle in den folgenden Zyklen der PCR vollständig an die neu-synthetisierten
Matrizen hybridisierten. Aus den genannten Gründen wurde eine mehrstufige Technik
zur Amplifikation definierter DNA-Abschnitte mit neu zu generierenden terminalen
Schnittsequenzen eingesetzt. Die Temperatur für die Anlagerung der Oligonukleotide in
den ersten fünf Zyklen der PCR wurde so gewählt, daß nur die sich tatsächlich
anlagernden Basen berücksichtigt wurden. Die Hybridisierungstemperatur (THyb.)
wurde nach folgender Formel abgeschätzt:
                                           THyb. = [4 ⋅ (G+C)]+ [2 ⋅ (A+T)] in °C
Im folgenden sind die typischen Temperaturzyklen einer PCR zur Amplifikation eines
DNA-Fragmentes aufgeführt, bei dem terminale Schnittstellen eingeführt wurden:
94 °C 2 min
5 Zyklen 94°C 1 min
x°C (mit x = 45-55°C) 1 min
68-72°C 40 s/kb
10 Zyklen 94°C 1 min
y°C (mit y = 50-60°C) 1 min
68-72°C 40 s/kb
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20 Zyklen 94°C 1 min
y°C (mit y = 50-60°C) 1 min
68-72°C 40 s/kb + 20 s/Zyklus
Die PCR wurde größtenteils mit dem Expand™ Long Range PCR-Kit (Boehringer
Mannheim) nach den Angaben des Herstellers durchgeführt. Der in diesem Kit
enthaltene DNA-Polymerase-Mix enthält ein Gemisch der schnellen Taq-Polymerase
und der fehlerkorrigierenden Pwo-Polymerase. Als DNA-Matrize dienten entweder
Plasmid-DNA oder chromosomale DNA von B. licheniformis, B. subtilis und B. brevis. Für
einen PCR-Ansatz (50 µL) wurden 25 µL Mix I und 25 µL Mix II unmittelbar vor dem
Reaktionsbeginn gemischt.
Die Reaktion wurde im Thermal Cycler 480 bzw GeneAmp PCR System 9700  (Perkin
Elmer) durchgeführt.
Mix I DNA-Matrize 0.1-10 ng
5´-Primer (5 pmol/µL) 3 µL
3´-Primer (5 pmol/µL) 3 µL
dNTPs (2 mM) 7 µL
ad H2O 25 µL
Mix II Puffer 3 5 µL
DNA-Polymerase-Mix 0.25 µL
ad H2O 25 µL
Puffer 3 Tris/HCl, pH 9.2 500 mM
(NH4)2SO4 160 mM
MgCl2 22.5 mM
DMSO 20 %(v/v)
Tween-20 1 %(v/v)
4.2.2 Gezielte Mutagenese durch PCR
Für die gezielte Mutagenese durch PCR wurde der QuikChange Site Directed
Mutagenesis Kit (Stratagene) verwendet. Dabei wurden die Primer so ausgewählt, daß
sie sich beide an dieselbe Sequenz auf den gegenüberliegenden Strängen anlagern und
durch sie eine einzigartige Restriktionsschnittstelle in das entstehende Amplifikat
eingeführt wurde. Die gewünschte Mutation lag jeweils in der Mitte des Primers. Als
Matrize diente zirkuläre Plasmid-DNA, die den zu mutierenden Genabschnitt trugen.
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Nach der PCR enthielt die Reaktionsmischung neben dem amplifizierten die Mutation
tragendem Plasmid auch noch das als Matrize eingesetzte Plasmid vor, welches die
Mutation nicht enthielt. Um diese nicht-mutierte Matrizen-DNA zu entfernen, wurde
eine Hydrolyse mit der Restriktionsendonuklease DpnI durchgeführt. Dieses Enzym
schneidet selektiv methylierte DNA, wie die aus E. coli isolierte Plasmid-DNA. Dazu
wurde der Ansatz nach einer Überprüfung durch ein Agarosegel mit 0.5 µL DpnI
(10 U/µL) versetzt und 1 h bei 37°C inkubiert.  Anschließend wurden 1 µL des so
behandelten PCR-Ansatzes in CaCl2-superkompetente E. coli XL1 Blue-Zellen
transformiert (s. 4.4.4), komplett auf LB-Agarplatten mit den entsprechenden
Antibiotika ausplattiert und über Nacht bei 37°C inkubiert.
PCR-Ansatz 10x reaction buffer 2.5 µL
DNA-Templat 5-50 ng
5´-Primer (5 pmol) 1 µL
3´-Primer (5 pmol) 1 µL
dNTPs (12.5 mM) 0.5 µL
PfuTurbo-DNA-Polymerase 0.5 µL
ad H2O 25 µL
PCR-Programm 95°C 30 s
16 Zyklen 95°C 30 s
55°C 1 min
68°C 2 min/kb
4.2.3 DNA-Präparation aus PCR-Ansätzen
Durch PCR amplifizierte DNA mußte, bevor sie zur Klonierung eingesetzt werden
konnte, von Primern, Nukleotiden, Polymerasen und Salzen gereinigt werden. Diese
Verunreinigungen wurden über QIAquick-spin PCR Purification Kit (Qiagen)
abgetrennt.  Das Prinzip der Reinigung geht auf eine von Vogelstein beschriebene
Methode zurück [Vogelstein & Gillespie, 1979] und beruht auf der unter Hochsalzbedingungen
erfolgenden Fällung von DNA an Silicagel. Die hohe Konzentration an chaotropen
Salzen (z. B. GuHCl oder Perchlorat) bewirkt eine Veränderung der Wasserstruktur und
zwingt die DNA durch Entzug der Wassermoleküle an der Oberfläche des Silicagels zu
präzipitieren [Hamaguchi & Geiduschek, 1962]. Die auf der Matrix befindliche DNA wird
nachfolgend mit einer ethanolischen Lösung gewaschen, ehe sie mit Tris-Puffer
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rehydratisiert wird und hierdurch vom Silicagel eluiert werden kann. Die QIAquick
Silicagel-Membran ist geeignet zur Abtrennung von DNA sowohl aus wäßrigen
Lösungen als auch aus Agarose (s. 4.2.7) und kann bis zu 10 µg DNA pro Säule binden.
Alle beschriebenen Zentrifugationen erfolgten bei 13000 U/min und RT mit einer
Tischzentrifuge. Der PCR-Ansatz wurde mit 5 Volumenanteilen PB-Puffer versetzt und
durchmischt. Die Spin-Säulen wurden in die ebenfalls im Kit vorhandenen
Sammelgefäße gestellt und die Probe auf die Säule aufgetragen. Anschließend wurde
für 60 s zentrifugiert, der Durchfluß verworfen und die Säule 2-5 min mit 0.75 mL PE-
Puffer inkubiert. Nach einer weiteren Zentrifugation für 60 s wurde der Durchfluß
verworfen und durch abermaliges Zentrifugieren für 60 s der restliche, auf der
Membran zurückgebliebene Puffer, entfernt. Die Säule wurde nun in ein
Eppendorffreaktionsgefäß überführt, mit 30-40 µl Tris-Puffer beladen und 5 min bei
37°C inkubiert. Durch eine erneute Zentrifugation für 60 s wurde die DNA-haltige
Lösung eluiert und in ein frisches Eppendorffreaktionsgefäß pipettiert.
PB-Puffer, keine Hersteller-Angaben
PE-Puffer
Tris-Puffer s. 4.1.1
4.2.4 Hydrolytische Spaltung von DNA mit Restriktionsendonukleasen
Typ II-Restriktionsendonukleasen erkennen spezifische, meist palindromische DNA-
Sequenzen. An einer definierten Position einer solchen Sequenz, die meistens aus 4 bis
8 Nukleotiden besteht, wird die DNA von den aus verschiedenen Bakterienstämmen
gewonnenen Restriktionsendonukleasen hydrolysiert, wobei glatte („blunt ends“) oder,
bei versetzter Spaltung, einzelsträngige 3´- bzw. 5´-überstehende Enden („sticky ends“)
entstehen. Das 3´-Ende trägt immer eine Hydroxyl- und das 5´-Ende eine
Phosphatgruppe. Der für eine hydrolytische Spaltung verwendete Reaktionspuffer (L-,
M- oder H-Puffer) und die gewählte Inkubationstemperatur (RT, 30 oder 37°C)
variierten in Abhängigkeit des Enzyms. Nach einer Inkubationszeit von mindestens 2 h
wurden die DNA-Fragmente über eine Agarose-Gelelektrophorese (s. 4.2.6) aufgetrennt
und auf Vollständigkeit der Spaltung überprüft. Die Menge der eingesetzten
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Restriktionsendonuklease ergab sich aus der Definition der Enzymaktivität: 1 U eines
Enzyms schneidet 1 µg λ-DNA bei 37°C innerhalb 1 h vollständig.
L-Puffer Tris/HCl, pH 8.0 100 mM
MgCl2 100 mM
DTT 10 mM
M-Puffer Tris/HCl, pH 8.0 100 mM
MgCl2 100 mM
NaCl 500 mM
DTT 10 mM
H-Puffer Tris/HCl, pH 8.0 100 mM
MgCl2 100 mM
NaCl 1000 mM
DTT 10 mM
4.2.5 Dephosphorylierung von DNA-Fragmenten
Bei der Ligation von DNA-Fragmenten in einen Vektor ist die intramolekulare
Konkurrenzreaktion bevorzugt. Der Anteil an Religationen des Vektors kann jedoch
wesentlich herabgesetzt werden, wenn durch hydrolytische Abspaltung die 5´-
Phosphatgruppen der Vektor-DNA entfernt werden. Die Reaktion wird katalysiert
durch die hitzelabile Phosphatase von Shrimps (Pandalus borealis). Dadurch fehlen der
T4-DNA-Ligase die für die Verknüpfung notwendigen Phosphatgruppen. Die Ligase
kann nun lediglich die 5´-Phosphatgruppen der zu insertierenden DNA-Framente mit
den 3´-Hydroxylgruppen der Vektoren verknüpfen.
Die Dephosphorylierung erfolgte nach der vollständigen hydrolytischen Spaltung und
Aufreinigung der Vektoren-DNA (s. 4.2.3) durch Versetzen mit 0.1 Volumenanteilen 10x
SAP-Puffer, 1 U alkalische Shrimp-Phosphatase (SAP) und anschließend wird 30 min
bei 37°C inkubiert.
10x SAP-Puffer Tris/HCl, pH 8.0 200 mM
MgCl2 100 mM
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4.2.6 Glätten überstehender DNA-Enden
Überstehende einzelsträngige DNA-Fragemente, die durch Restriktion entstanden sind,
können mit Hilfe der T4-DNA-Polymerase geglättet („blunten“) werden. Da dieses
Enzym in Abwesenheit von Nukleotiden eine 3´→5´-Exonukleaseaktivität und in
Gegenwart von Nukleotiden eine 5´→3´-Polymeraseaktivität besitzt, konnten sowohl 3´-
, als auch 5´-Enden geglättet werden [Sambrook et al., 1989].
Nach Zugabe von 0.5 µl T4-DNA-Polymerase (1 U/µL) und 0.1 Volumenanteilen
10x T4-DNA-Polymerase-Puffer wurden die Ansätze zunächst 5 min bei 37°C inkubiert.
Im folgenden wurden 0.05 Volumenanteilen dNTP-Mix (2 mM) zupipettiert und weitere
15 min bei 37°C inkubiert. Die DNA wurde wie in 4.2.2 beschrieben aus dem
Reaktionsansatz isoliert.
10x Polymerase-Puffer Tris/HCl, pH 7.9 330 mM
Mg(OAc)2 100 mM
KOAc 660 mM
DTT 5 mM
BSA 1 mg/mL
4.2.7 Präparation von DNA-Fragmenten aus Agarosegelen
Bei einer Agarose-Gelelektrophorese werden DNA-Fragmente nicht nur nach ihrer
Größe aufgetrennt, sondern auch von Protein- und Enzymbestandteilen, sowie von
hohen Salzkonzentrationen aus vorhergehenden Reaktionsansätzen befreit. Dies kann
für nachfolgende Modifizierungen wie Ligationen oder Fluorescein-Markierungen von
Bedeutung sein (s. 4.2.8 und 4.3.5). Zur Isolierung der DNA aus dem Gel wurde
ebenfalls der QIAquick-spin PCR Purification Kit (Qiagen) verwendet (s 4.2.2).
Das betreffende DNA-Fragment wurde nach elektrophoretischer Auftrennung in einem
Agarosegel unter UV-Licht sichtbar gemacht, die zu präparierende Bande mit einem
Skalpell herausgeschnitten und nach dem Zerkleinern des Gelstückes in ein
Eppendorffreaktionsgefäß überführt. Zur Visualisierung der DNA wurde weniger
energiereiches langwelliges UV-Licht (365 nm) benutzt, um Doppelstrang-Brüche der
DNA zu verhindern. Pro 100 mg Gelstück wurde dieses mit 300 µL (max. 800 µL) QG-
Puffer versetzt. Nach 10 min Inkubation bei 50°C unter leichtem Schütteln hatte sich das
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Gelstück aufgelöst und die Suspension konnte auf die Silicagel-Membran der QIAquick-
spin Säule aufgetragen werden. Desweiteren wurde wie unter 4.2.2 verfahren.
QG-Puffer keine Hersteller-Angaben
4.2.8 Ligation von DNA-Fragmenten
Die Verknüpfung von DNA-Fragmenten mit dephosphorylierter Vektor-DNA wurde
mit T4-DNA-Ligase durchgeführt. Dieses Enzym katalysiert in Anwesenheit von ATP
die Bildung von Phosphodiesterbindungen zwischen 3´-Hydroxyl- und 5´-
Phosphatgruppen [Sambrook et al. , 1989 ]. Zur Ligation wurde Vektor-DNA mit Insert-DNA in
einem Verhältnis von 1:3 bis 1:5 gemischt, 1 U T4-DNA-Ligase, 0.1 Volumenanteilen 10x
Ligationspuffer zugesetzt und mit H2O auf ein Endvolumen von 10 µL aufgefüllt. Im
Falle einer Ligation überstehender einzelsträngiger Enden („sticky ends“) erfolgte eine
Inkubation bei 16°C für mindestens 12 h, während bei einer Verknüpfung glatter Enden
(„blunt ends“) 3 h bei RT inkubiert wurde.
Aufgrund der hohen Ionenstärke konnten etwa nur 0.1 Volumenanteilen eines
Ligationsansatzes für eine Elektroporation eingesetzt werden (s. 4.4.3). Um die
Ausbeute an Transformanten zu erhöhen, wurde in einigen Fällen eine
„Tröpfchendialyse“ durchgeführt. Hierzu wurde ein Filterplättchen (Millipore, Filtertyp
VS, Porengröße 0.025 µm und ∅ 47 mm) vorsichtig in einer Petrischale auf die
Oberfläche von sterilem H2O gelegt und der Ligationsansatz auf die schwimmende
Membran pipettiert. Während einer Inkubation von 2 h bei RT konnten kleine, geladene
Moleküle durch das Filterplättchen in das Wasserreservoir diffundieren, wohingegen
die DNA auf der Filteroberfläche zurückgehalten wurde. der so erhaltene salzfreie
Ligationsansatz konnte nun komplett für eine Elektrotransformation eingesetzt werden.
10x Ligationspuffer Tris/HCl, pH 7.6 500 mM
MgCl2 100 mM
DTT 10 mM
ATP 10 mM
PEG 50 mM
Methoden58
4.3 DNA/RNA-Analyse
4.3.1 Agarose-Gelelektrophorese
Durch Elektrophorese in horizontalen Agarosegelen können DNA-Fragmente zu
analytischen und präparativen Zwecken aufgetrennt werden. Mit Hilfe von
Ethidiumbromid, welches sich zwischen GC-Basenpaare einlagert und mit der DNA
einen Komplex bildet, können diese Fragmente sichtbar gemacht werden [Sharp et al., 1973].
Hierzu wurden überlicherweise 0.8%ige (w/v) Agarosegele verwendet. Die Agarose
wurde mit Ethidiumbromid-haltigem TB-Puffer versetzt und aufgekocht. Nach dem
Abkühlen wurde die nun klare Lösung in eine Horizontalgelkammer, die mit einem
Kamm zur Ausbildung von Probentaschen versehen war, gegossen. Kleine Kammern
(90 x 140 mm) faßten 50 mL, große Kammern (140 x 140 mm) entsprechend 75 mL
Gelvolumen. Nach dem Erstarren des Gels wurde es mit TB-Laufpuffer überschichtet
und der Kamm vorsichtig entfernt, wodurch Taschen entstanden, die maximal 20 µL
Probenlösung aufnehmen konnten. Die DNA-Proben wurden mit 0.2 Volumenanteilen
6x Probenpuffer zur Erhöhung der Dichte versetzt und in die Probentaschen pipettiert.
Als Größenstandard wurde mit HindIII bzw. PstI verdaute λ-DNA, die Banden im
Größenbereich von 125 bp bis 23.1 kb lieferte, verwendet. Das Fortschreiten der bei 60
bis 120 mA durchgeführten Gelelektrophorese konnte anhand des Farbstoffes
Bromphenolblau im Probenpuffer verfolgt werden. Die DNA-Proben werden in diesem
Verfahren umgekehrt proportional zu ihrer Größe aufgetrennt [Maniatis et al., 1975]. Nach
Abschluß der Elektrophorese konnten die DNA-Fragmente unter kurzwelligem Licht
(312 nm) identifiziert werden, da die angeregten DNA-EtBr-Komplexe im orangeroten
Bereich (590 nm) des sichtbaren Lichtes fluoreszieren. Die Gele wurden zur
Dokumentation unter Verwendung eines Orangefilters mit Hilfe einer Videokammera
fotografiert. Die Ausgabe der Bilder erfolgte durch einen Videodrucker (Mitsubishi) auf
Thermopapier.
TB-Gelpuffer Tris-Base 90 mM
Borsäure 90 mM
EtBr 1%ige Lösung (w/v) 0.04 ‰(v/v)
TB-Laufpuffer Tris-Base 90 mM
Borsäure 90 mM
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6x Probenpuffer Bromphenolblau 0.25 %(v/v)
Ficoll 400 15 %(v/v)
4.3.2 Markierung von DNA-Fragmenten
Die intramolekulare DNA-Markierung wurde mit dem ECL™ Random prime labeling
and detection-Kit (Amersham Pharmacia Biotech) durchgeführt. Dieses System ist eine
Kombination aus einem Verfahren zur Markierung von DNA-Fragmenten [Feinberg &
Vogelstein, 1983] und einer Chemilumineszenz-Detektion. Mit der denaturierten Matrizen-
DNA hybridisieren zufällig synthetisierte Nonanukleotide. Diese dienen als Primer für
das Klenow-Fragment der DNA-Polymerase I, die nun den Gegenstrang synthetisieren
kann. Im Reaktionsgemisch ist neben dATP, dCTP, dGTP und dTTP auch Fluorescein-
11-dUTP vorhanden, welches zum Teil als Ersatz für dTTP eingebaut wird. Die
Detektion des mit Fluorescein markierten Produktes wird unter 4.3.4 beschrieben.
Die zur Markierung eingesetzte DNA (ca. 50 ng) wurde mit Wasser auf ein Endvolumen
von 34 µL aufgefüllt und 5 min bei 95°C denaturiert. Zu dieser Lösung wurden nun
10 µL 5x Nukleotid-Mix, 5 µL Nonanukleotide und 1 µL Enzym (Klenow-Fragment,
5 U/µL) gegeben und mindestens 3 h bei 37°C inkubiert. Diese Lösung konnte bei –20°C
gelagert oder sofort nach nochmaliger Denaturierung für 5 min bei 95°C zur
Hybridisierung eingesetzt werden.
5x Nukleotid-Mix Tris/HCl, pH 7.8
Fluorescein-11-dTTP
dNTPs
2-Mercaptoethanol
MgCl2
(keine Konzentrationsangaben des Herstellers)
Primer Zufalls-Nonamere in wäßriger Lösung
(keine Konzentrationsangaben des Herstellers)
4.3.3 Markierung von RNA-Fragmenten
Zur Markierung von RNA-Sonde für die Northern-Blot-Analyse wurde der DIG RNA
Labeling Kit (Boehringer Mannheim) verwendet. Das nicht-radioaktive DIG-System
benutzt Digoxigenin, ein Steroid-Hapten, zur Markierung von RNA. Der der Sonde
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entsprechende Genabschnitt wird durch eine PCR amplifiziert. Dabei enthält der 3´-
Primer neben den zum Genabschnitt komplementären Basen die Sequenz des T7-RNA-
Polymerase Promotors (5´-TAA TAC GAC TCA CTA TAG GGA GG-3´), so daß das
amplifizierte Fragment mit Hilfe der T7-RNA-Polymerase in vitro transkribiert werden
kann [Dunn & Studier, 1983; Höltke & Kessler, 1990; Kassavetis et al ., 1982]. Während der Transkription dient
DIG-UTP als eines der Substrate und wird in das Transkript eingebaut. Unter
Standardbedingungen werden von 1 µg „Template-DNA“ ca. 10 µg DIG-markierte RNA
voller Länge transkribiert. DIG-markierte RNA Sonden können nach der
Hybridisierung immunologisch mit Anti-Digoxigenin, Fab-Fragmenten, die mit
alkalischer Phosphatase konjugiert sind, detektiert und mit dem Chemilumineszenz-
Substrat CDP-Star, den Farbsubstraten NBT/BCIP oder Attophos und der Hilfe eines
Phosphoimagers nachgewiesen werden.
Für die eigentliche Sondenherstellung benötigt man DNA, die RNase-frei mit dem
QIAquick-spin PCR Purification Kit (Qiagen) aufgereinigt (s. 4.2.2) und in 30 µL DEPC-
behandeltem Wasser aufgenommen wurde. Von der so präparierten DNA wurde nun
1 µg (aber max. 13 µL) für die in vitro Transkription eingesetzt. Auf Eis wurden folgende
Lösungen zusammenpipettiert: 1 µg DNA, 2 µL 10x NTP-labeling-Mix, 2 µL 10x
Transkriptionspuffer, 1 µL RNase-Inhibitor (20 U/µL), x µL H2O (das Volumen sollte
jetzt 18 µL sein) und 2 µl T7-RNA-Polymerase (20 U/µL). Durch vorsichtiges Auf- und
Abpipettieren wurde der Ansatz gemischt und für 2 h bei 37°C inkubiert. Im Anschluß
daran wurde zum Abbau der „Template“-DNA 2 µL DNase I (10 U/µL) zugegeben und
für weitere 15 min bei 37°C inkubiert. Anschließend wurde die RNA durch Zugaben
von 2.5 µL LiCl und 90 µL absolutem EtOH bei –20°C über Nacht gefällt. Durch eine
Zentrifugation für 15 min bei 13000 U/min und RT wurde die RNA pelletiert und nach
dem Trocknen in 100 µL DEPC-behandeltem Wasser aufgenommen. Vor der ersten
Benutzung mußte die Sonde 10 min bei 95°C erhitzt, auf Eis abgeschreckt und die Sonde
direkt in die Prähybridisierungslösung gegeben werden. Die Sonde konnte nach der
Benutzung bei –20°C gelagert und nach erneutem Erhitzen wiederverwendet werden.
10x NTP-Mix ATP, CTP, GTP 10 mM
UTP 6.5 mM
DIG-UTP 3.5 mM
pH 7.5
10x Transcrip.-Puffer keine Herstellerangaben
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Lithiumchlorid-Lösung LiCl 4 M
4.3.4 Southern-Transfer
Die Southern-Blot-Analyse dient zur Charakterisierung von DNA. Gelelektrophoretisch
aufgetrennte DNA-Fragmente, wie verdaute Plasmide oder chromosomale
B. licheniformis-DNA, können nach Denaturierung auf eine Nylonmembran transferiert
und dort immobilisiert („Blotting“) werden [Southern, 1975]. Um einen Größenvergleich zu
erhalten, wurde das verwendete Agarosegel, üblicherweise mit den Ausmaßen 140 x
140 mm, vor dem Transfer mit einem Zentimetermaß unter UV-Licht fotografiert. Da
nur DNA-Fragmente bis zu einer Größe von etwa 10 kb transferiert werden können,
wurden die Gele zur Einführung von Strangbrüchen zunächst 5 min mit 0.25 M HCl
behandelt, um eine vollständige Übertragung zu gewährleisten. Anschließend wurde
das Gel nacheinander 2x 15 min in Southern I (Denaturierung), 2x 15 min in Southern II
(Neutralisierung) und 5 min in 2x SSC geschwenkt. Der Transfer konnte auf zwei Arten
erfolgen.
Für den Transfer über Nacht bei RT wurden auf eine Glasplatte 8 auf Gelgröße
zugeschnittene und mit 20x SSC getränkte Whatman-3MM-Filterpapiere gelegt, die über
einen Filterpapierstreifen mit einem Reservoir an 20x SSC verbunden waren. Es folgte
das Agarosegel mit den Taschen nach unten. Die in 2x SSC getränkte, auf Gelgröße
zurechtgeschnittene Nylonmembran (Hybond-N+) wurde dann möglichst blasenfrei auf
das Gel gelegt und mit 4 in 2x SSC getauchte Whatman-3MM-Filterpapieren und
mehreren Lagen Zellstoff beschichtet. Um einen weitestgehend vollständigen Transfer
zu gewährleisten, wurde der Aufbau mit einem ca. 1 kg schwerem Gewicht versehen.
Durch die aufsteigende Flüssigkeit wurde so die DNA aus dem Gel auf die Membran
übertragen. Nach Beendigung der Übertragung am nächsten Tag wurde die Membran
5 min in 6x SSC geschüttelt und danach die DNA durch dreimaliges UV-Crosslinking
mit einem Stratalinkergerät (Stratagene) auf der Membran fixiert.
Bei der zweiten Methode erfolgte der Transfer der DNA mit Hilfe eine Pressure Blotters
(Stratagene). Durch einen Kompressor wurde ein Flüssigkeitsdruck aufgebaut und die
DNA-Moleküle konnten so aus dem Gel auf die Membran übertragen werden. Hierzu
wurden ein, das Gel überlappendes und in 10x SSC getränktes Whatman-3MM-
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Filterpapier, auf die Gaze in der Apparatur positioniert. Darauf wurde nun zunächst die
ebenfalls in 10x SSC getränkte Nylonmembran (Hybond-N+) und dann das Gel gelegt.
Letzteres wurde noch mal mit zwei überlappenden und in 10x SSC getauchte Whatman-
3MM-Filterpapiere überschichtet, bevor mit einem in 10x SSC getränktem großen
Schwamm der Abschluß des Aufbaus gebildet wurde. Die Apparatur konnte dann
geschlossen und mit Hilfe des Kompressors ein Überdruck von 75 Torr erzeugt werden,
der den Flüssigkeitsstrom und damit auch die DNA-Fragmente durch das Gel auf die
Membran überführte. Nach 2-3 h wurde der Transfer beendet und die DNA wurde
wiederum durch dreimaliges Crosslinken auf der Membran fixiert [Church & Gilbert, 1984].
Southern I NaOH, pH 12.3 0.9 M
NaCl 1.5 M
Southern II Tris/HCl, pH 7.5 0.5 M
NaCl 3 M
20x SSC Natriumcitrat, pH 7.0 3 M
NaCl 0.3 M
4.3.5 Southern-Hybridisierung
Mit Hilfe dieses Verfahrens konnten an Nylonmembranen immobilisierte
Nukleinsäuren über die Hybridisierung mit einer markierten homologen DNA-Sonde
(s. 4.3.2) identifiziert werden. Die Stringenz der Hybridisierungsbedingungen richtet
sich dabei nach Länge und Homologie der eingesetzten DNA-Sonde.
Die Hybridisierung und Detektion einer Fluorescein markierten DNA-Sonde erfolgte
mit dem ECL™ Random prime labeling and detection system (Amersham Pharmacia
Biotech). Bei diesem Verfahren wird die Fluorescein-markierte DNA-Sonde nach
erfolgter Hybridisierung durch einen Fluorescein-Antikörper, der mit einer Peroxidase
konjugiert ist (HRP-Konjugat: horseradish peroxidase), erkannt und gebunden. In einem
zweiten Reaktionsschritt wird dann mit einer H2O2 und Luminol enthaltenden
Detektionslösung inkubiert. Dabei wird H2O2 als Substrat von HRP reduziert und
gleichzeitig Luminol zu 3-Aminophthalat oxidiert wird (vgl. Abb.4-1). Bei dieser
Redoxreaktion wird Energie in Form von blauem Licht abgegeben, welches auf einem
Röntgenfilm durch die Schwärzung des Films detektiert werden kann.
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Abb.4-1: Die ECL Detektionsreaktion.
Für die Hybridisierung wurde der Southern-Blot zusammen mit 0.125 mL
Prähybridisierungslösung pro 1 cm2 Membranfläche in ein Hybridisierungsröhrchen
gegeben und mindestens 1 h bei 60°C in einem Hybridisierungsofen (Bachofer) unter
ständiger Rotation inkubiert. Zur Hybridisierung wurde die markierte DNA-Sonde
direkt in die Prähybridisierungslösung pipettiert und die Inkubation unter den gleichen
Bedingungen über Nacht fortgesetzt. Die Hybridisierungslösung konnte anschließend
bei –20°C aufbewahrt werden und stand für weitere Hybridisierungen zur Verfügung.
Der Southern-Blot wurde zunächst 15 min bei 55°C in ECL-Waschlösung I geschwenkt,
bevor er für 15 min ebenfalls bei 55°C in ECL-Waschlösung II gewaschen wurde. Die
Membran wurde nun für 1 min in Puffer A äquilibriert und dann für 30 min in
„blocking“-Lösung geschwenkt (0.2 mL pro 1 cm2 Membranfläche). Nachfolgend mußte
die Membran für 30 min in Anti-Fluorescein-HRP-Konjugat-Lösung inkubiert (0.125 mL
pro 1 cm2 Membranfläche) und dann dreimal für je 10 min mit 0.1 %(v/v) Tween–20 in
Puffer A gewaschen werden. Abschließend wurde der Southern-Blot für 1 min mit einer
1:1-Mischung aus Detektionslösung 1 und 2 benetzt, die Oberfläche mit Whatman-
3MM-Papier abgetupft, in Frischhaltefolie eingewickelt und in einer Doppelscreen-
Kassette autoradiographiert. Nach einer Inkubation von 2-20 min bei RT konnte der
Film entwickelt werden.
Sollte ein Southern-Blot anschließend für Hybridisierungen mit anderen DNA-Sonden
benutzt werden, so wurde zur Entfernung der alten Sonde 5 min mit 5x SSC gewaschen,
mit kochender ECL-Waschlösung III übergossen (5 mL pro 1 cm2 Membranfäche), 2 h
bei RT abgekühlt und abschließend erneut für 5 min in 5x SSC gewaschen. Der
Southern-Blot konnte so bis zur nächsten Hybridisierung bei –20°C aufbewahrt werden.
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Prähybridisierung- Dextransulfat 25 g
Lösung Liquid Block 25 mL
SDS 20 %(v/v) 2.5 mL
20x SSC 125 mL
ad H2O 500 mL
ECL-Waschlösung I 20x SSC 25 mL
SDS 20 %(v/v) 2.5 mL
ad H2O 500 mL
ECL-Waschlösung II 20x SSC 12.5 mL
SDS 20 %(v/v) 2.5 mL
ad H2O 500 mL
ECL-Waschlösung III SDS 0.1 %(v/v)
Puffer A Tris/HCl, pH 7.5 100 mM
NaCl 600 mM
„blocking“-Lösung Liquid Block 5 mL
ad Puffer A 100 mL
Anti-Flourescein- BSA 150 mg
HRP-Konjugat-Lsg. HRP-Konjugat 30 µL
ad Puffer A 30 mL
4.3.6 Northern-Transfer
In gleicher Weise wie man DNA auf eine Nylonmembran transferiert, können auch
RNA-Moleküle durch Gelelektrophorese getrennt und spezifische Sequenzen nach dem
Transfer auf die Nylonmembran Hybond N+ (Amersham Pharmacia Biotech) durch
Hybridisierung identifiziert werden. Dieses dem Southern-Blot analoge Verfahren wird
Northern-Blotting genannt.
Für das Gelingen des Northern-Blots ist es absolut notwendig alle Geräte, Substanzen
und Lösungen vollständig RNase-frei zu halten. Deshalb wurden Gelapparatur und
Kamm (mit großen 50 µL-großen Taschen) zunächst über Nacht in Detergenz-haltigem
Wasser eingelegt und vor dem Gebrauch gründlich mit DEPC-Wasser gespült. Für das
Gel wurde 1 g Agarose in 90 mL Wasser aufgekocht, nach etwa fünfminütigem
Abkühlen mit 10 mL 10x MOPS-Puffer versetzt und in die mit dem Kamm versehene
Apparatur gegossen. Nachdem das Gel auspolymersiert war, wurde es mit 1x MOPS-
Puffer überschichtet und ein fünfzehnminütiger Vorlauf ohne Proben bei 30 V gestartet.
Während dieses Gelvorlaufs wurden die Proben vorbereitet. Dazu wurden 2-5 µg RNA
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mit Wasser auf 9 µL aufgefüllt und auf Eis mit 21 µL Denaturierungsmix versetzt. Als
Marker dienten jeweils 9 µL Standard-RNA-Leiter (New England Biolabs), die ebenfalls
mit 21 µL des Denaturierungsmixes gemischt wurden. Anschließend wurden alle
Proben inklusive Marker 5 min bei 70°C inkubiert und danach auf Eis abgeschreckt. Die
so behandelten Proben wurden dann auf das Gel aufgetragen, wobei zwischen Marker
und eigentlichen Proben eine Spur freigelassen wurde. Der Gellauf wurde bei 70 V
durchgeführt. Nach ungefähr 1 3/4 h mußte der 1x MOPS-Laufpuffer gegen frischen
Puffer ersetzt werden, bevor die Elektrophorese für weitere 1 1/2 h weitergeführt
wurde. In der letzten 1/2 h des Gellaufes wurden die exakt auf Gelgröße abgeglichene
Membran und Whatman-3MM-Papiere vorbereitet. Auf einen großen Stapel Zellstoff
wurden zunächst 4 trockene und dann ein in 10x SSC getränktes Filterpapier gelegt. Auf
letzteres wurde die ebenfalls in 10x SSC getauchte Membran geschichtet. Nach
Beendigung des Gellaufes wurde die Markerbande ausgeschnitten, in EtBr-Lösung für
die Größenbestimmung eingefärbt und mit einem Lineal mit Hilfe einer Videokamera
fotografiert. Das die relevanten RNA-Proben enthaltene Gelstück wurde ebenfalls
ausgeschnitten und auf die auf dem Papier liegende Membran blasenfrei überführt.
Nachdem weitere vier in 10x SSC getränkte Whatman-3MM-Filterpapiere auf das Gel
gelegt wurden, konnte der Aufbau mit Hilfe eines langen Streifens Filterpapier mit dem
danebenstehenden 10x SSC-Pufferreservoir verbunden werden. Um einen vollständigen
Transfer zu gewährleisten wurde der Aufbau mit der Gelapparatur beschwert, komplett
mit Folie abgedeckt und über Nacht geblottet. Am anderen Morgen wurde alles
abgebaut und die Membran dreimal zur Fixierung der RNA einem UV-Crosslinken
unterzogen (120 mJ).
10x MOPS-Puffer MOPS 200 mM
NaAc 50 mM
EDTA 10 mM
Mit DEPC-Wasser ansetzen und auf pH 7.0 einstellen (ca. 9 mL 10 M
NaOH).
Denaturierungs-Mix Formamid 250 µL
Formaldehyd, 37% 83 µL
10x MOPS 50 µL
Glyzerin, 80% 60 µL
Bromphenolblau 0.1 mg
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4.3.7 Northern-Hybridisierung
Auch bei der Northern-Hybridisierung ist auf eine RNase-freie Arbeitsweise zu achten.
Mit Hilfe dieses Verfahrens konnten an Nylonmembranen immobilisierte RNA über die
Hybridisierung mit einer markierten homologen RNA-Sonde (s. 4.3.3) identifiziert
werden. Dazu wurde die Membran in ein RNase-freies 50 mL-Falcon-Röhrchen
überführt, 5 mL Prähybridisierungslösung zugegeben und das verschlossene Falcon-
Röhrchen in ein Hybridisierungsröhrchen plaziert. Anschließend wurde für mindestens
1 h bei 68°C unter ständiger Rotation im Hybridisierungsofen (Bachofer) inkubiert.
Danach wurde die zuvor für 10 min bei 95°C denaturierte RNA-Sonde direkt in die
Prähybridisierungslösung pipettiert und der Blot über Nacht bei 68°C hybridisiert. Am
nächsten Tag wurden zunächst Waschlösung 1 und 2 zusammen gemischt und 30 min
bei 68 °C vortemperiert. Nachdem die Sonde in ein neues Röhrchen überführt und bei
–20°C gelagert wurde, konnte mit dem Waschen des Blotes begonnen werden. Dazu
wurde er zunächst 2x für 5 min bei 68°C mit Waschlösung 1 und dann 2x für 15 min bei
68°C mit Waschlösung 2 gewaschen. Danach wurde die Membran für 1 min in MS-
Puffer bei RT äquilibriert, bevor sie 30 min bei RT mit 10 mL Puffer 1 behandelt wurde
(„Blocking“). Im Anschluß daran wurde sie ebenfalls für 30 min bei RT mit Puffer 2
inkubiert, der den Antikörper gegen DIG enthielt (Anti-Digoxigenin-AP, Fab-Fragmente
vom Schaf). Dieser Antikörper ist mit einer alkalischen Phosphatase gekoppelt, die
durch die enzymatische Dephosphorylierung des dargebotenen Substrates (in diesem
Falle Attophos) zur Bildung eines metastabilen Dioxetan Phenolat-Anions führt,
welches zerfällt und in gepufferter Lösung Licht bei 466 nm emittiert. Nachdem die
Membran der Antikörperbehandlung unterworfen, 2x 15 min mit MS-Puffer und mit
Tris-Puffer bei RT gewaschen wurde, konnte man nun die Detektion mit Hilfe eines
Phosphoimagers durchführen. Dazu wird der Blot aus dem Röhrchen geholt und durch
800 µL Attophos (Amersham Pharmacia Biotech) gezogen, direkt auf den Phosphoimager
gelegt und gescannt.
„Blocking“-Reagenz Blocking Reagent (Boehr. M.) 5 g
ad MS-Puffer 50 mL
RNase-frei ansetzen!
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MS-Puffer Maleinsäure 11.6 g
NaCl 8.8 g
In ca. 800 mL H2O lösen, mit NaOH-Plätzchen auf pH 7.5 einstellen, auf
1 L auffüllen. Kann DEPC-behandelt werden.
10% SDS SDS 10 g
In ausgebrannte Flasche einwiegen und mit DEPC-Wasser auf ca. 80 mL
auffüllen. Bei 70°C lösen und Volumen auf 100 mL einstellen.
Prähybridisierungs- Formamid 50 %(v/v)
Lösung 20x SSC 10 mL
„Blocking“-Reagenz 2 %(v/v)
N-Laurylsarcosin 0.1 %(w/v)
SDS 7 %(w/v)
Waschlösung 1 20x SSC 2 mL
10% SDS 0.2 mL
ad H2O 20 mL
Waschlösung 2 20x SSC 0.2 mL
10% SDS 0.2 mL
ad H2O 20 mL
Puffer 1 MS-Puffer 9.9 mL
„Blocking“-Reagenz 0.1 mL
Puffer 2 MS-Puffer 9.9 mL
„Blocking“-Reagenz 0.1 mL
Anti-Digoxigenin-AP 1 µL
4.3.8 Das allgemeine Prinzip der DNA-Sequenzierung
Für die Analyse der Sequenzierung der DNA-Proben nach der Kettenabbruchmethode
[Sanger et al., 1977] wurde der ABI Prism 3100 Genetic Analyser (Perkin-Elmer/ABI)
verwendet. Die DNA wurde zunächst mit einem geeigneten Primer, den notwendigen
Desoxynukleosidtriphosphaten (dNTPs) und einer DNA-Polymerase inkubiert. Durch
zusätzlich anwesende Didesoxynukleosidtriphosphate (ddNTPs), die aufgrund der
fehlenden 3´-Hydroxylgruppe nach ihrem Einbau keine weitere Strangverlängerung
ermöglichten, erfolgte die Termination statistisch an jeder Base des neusynthetisierten
Stranges.
An die vier verschiedenen ddNTPs ist jeweils ein anderer fluoreszierender Farbstoff
gebunden, der nach dem Einbau in den Strang für die entsprechende Markierung sorgt
und eine Detektion bei verschiedenen Emissionswellenlängen ermöglicht. Ein Vorteil
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dieser Methode ist, daß die Sequenzierungsreaktion für alle vier Basen in einem
Reaktionsansatz durchgeführt werden kann und des weiteren nur terminierte DNA-
Stränge detektiert werden können, da unspezifische Abbrüche keine Markierungen
tragen.
Die automatische DNA-Sequenzanalyse wurde auf dem ABI Prism 310 durchgeführt.
Dazu wurde die Probe mit Hilfe einer elektrokinetischen Injektion in eine Kapillare mit
Polymermatrix überführt, in der die DNA-Fragmente elektrophoretisch nach ihrer
Länge getrennt werden. Die Detektion erfolgt mit einem Fluoreszensdetektor mit
Argon-Neon-Laser, wobei unter gleichzeitiger Anregung aller 4 Fluorophore die
spezifisch markierten Fragmente bei verschiedenen Emissionswellenlängen detekiert
werden.
4.3.9 Probenvorbereitung für die DNA-Sequenzierung
Die Sequenzierung erfolgte mit Hilfe des Cycle Sequencing. Diese Methode ähnelt einer
PCR, da der Gegenstrang des zu sequenzierenden DNA-Abschnittes wiederholt
gebildet wird. Da nur ein Primer verwendet wurde und der neusynthetisierte Strang
nicht als Vorlage dienen kann, steigt auch die Fehlerrate nicht an.
Für die Sequenzreaktion wurde der ABI Prism Dye Terminator Cycle Sequencing Ready
Reaction-Kit herangezogen. Hierzu wurden 100 ng/1 kb DNA (gelöst in Tris-Puffer
oder Wasser), 5 pmol Primer und 3 µL Terminations-Mix miteinander vermischt und
mit Wasser auf eine Endvolumen von 10 µL aufgefüllt. Der Terminations-Mix enthält
neben den dNTPs und ddNTPs die AmpliTaq-DNAPolymerase FS. Die
Reaktionsbedingungen für das Cycle Sequencing im TC 480 oder GeneAmp PCR
System 9700 (Perkin-Elmer) waren wie folgt:
96 °C 2 min
25 Zyklen 96°C 10 s
x°C (mit x = 45-55°C) 15 s
60°C 4 min
Zur Probenaufarbeitung wurde jeder Ansatz in einem Eppendorffreaktionsgefäß mit 1
µL 3 M NaOAc-Lösung (pH 5.5) und 25 µL 95% EtOH gemischt, 10 min auf Eis inkubiert
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und dann 20 min bei 13000 U/min und 4°C zentrifugiert. Anschließend wurde das
DNA-Pellet mit 250 µL 70% EtOH gewaschen, mindestens 30 min bei 37°C getrocknet
und in 25 µL TSR oder 40 µL HPLC-grade Wasser aufgenommen. Vor dem möglichst
blasenfreien Überführen in die Probetubes wurde die Lösung 2 min bei 95°C
denaturiert. Die Probetubes wurden dann mit Septen zum Schutz vor Verdunstung
verschlossen und die Proben zur Analyse mit dem ABI Prism 310 Gentic Anylser
verwendet.
4.4 Transformation
4.4.1 Präparation elektrokompetenter E. coli-Zellen
Mit Kompetenz bezeichnet man die Fähigkeit von Zellen Fremd-DNA aufzunehmen.
Um kompetente E. coli-Zellen zu erhalten wurden 400 mL LB-Medium mit 4 mL einer
Übernachtkultur des gewünschten E. coli Stammes (XL1 Blue, Top 10 F´, JM 105 oder
GM 48) angeimpft und bis zu einer OD600 von etwa 0.5 bis 0.7 bei 37°C und 250 U/min
inkubiert. Nachdem die Zellkultur für ca. 30 min auf Eis gestellt wurde, konnten die
Zellen 10 min bei 4500 U/min und 4°C abzentrifugiert werden. Das Pellet wurde dann
nacheinander mit 400 mL, 200 mL und 8 mL eisgekühltem Wasser und 10%igem (v/v)
Glyzerol gewaschen. Dabei war es wichtig, das Zellpellet immer gründlich zu
resuspendieren. Nach jedem Waschschritt wurden die Zellen durch eine Zentrifugation
für 10 min bei 4°C und 4500 U/min pelletiert. Am Ende wurden die Zellen in 1 mL
eisgekühltem 10%igem (v/v) Glyzerol aufgenommen, in flüssigem Stickstoff (-196°C)
schockgefroren und in 40 µL-Aliquots bei –80°C bis zur Transformation gelagert [Dower et
al., 1988].
4.4.2 CaCl2-kompetente E. coli-Zellen
Der Zustand der Kompetenz kann bei E. coli  auch künstlich durch die Behandlung mit
CaCl2 induziert werden [Dagert & Ehrlich, 1979]. Dazu wurden je 50 mL LB-Medium 1:100 mit
einer Übernachtkultur der entsprechenden E. coli-Zellen angeimpft und wieder bis zu
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einer OD600 von ungefähr 0.5 bis 0.7 bei 37°C im Luftschüttler angezogen. Danach wurde
die Kultur in ein 50 mL-Falcon-Röhrchen überführt und 10 min zentrifugiert
(4000 U/min und 4°C). Das Zellpellet wurde in 15 mL eisgekühlter 50 mM CaCl2-
Lösung resuspendiert und 90 min bei 0°C inkubiert. Nach erneuter Zentrifugation
(10 min, 4000 U/min und 4°C) wurden die Zellen in 1 mL 50 mM CaCl2-Lösung
suspendiert und entweder direkt zur Transformation eingesetzt oder in 150 µL-Aliquots
aufgeteilt, in flüssigem Stickstoff (-196°C) schockgefroren und bis zum Gebrauch bei
–80°C gelagert.
4.4.3 Transformation von E. coli-Zellen durch Elektroporation
Zur Transformation elektrokompetenter Zellen wird ein Gemisch aus Zellen und
Plasmid bzw. Ligationsansatz kurzzeitig elektrischen Spannungen ausgesetzt. Da starke
elektrische Felder Membranen vorübergehend für große Moleküle passierbar machen,
kann die Fremd-DNA in die Zelle eindringen [Dower et al., 1988; Taketo, 1988].
Die elektrokompetenten Zellen wurden auf Eis aufgetaut, mit maximal 1.5 µL eines
nicht dialysierten bzw. dem gesamten Volumen eines zuvor dialysierten
Ligationsansatzes (s. 4.2.8) versetzt und in gekühlte Elektrotransformationsküvetten
(2 mm Elektrodenabstand) pipettiert. Die Elektroporation wurde mit einem Gene-Pulser
II (Biorad) bei einer Spannung von 2.5 kV (elektrische Feldstärke 12.5 kV/cm), 200 Ω
Widerstand und 5 µF Kondensatorkapazität durchgeführt. Sofort nach der Entladung
des Kondensators wurden die Zellen mit 1 mL LB-Medium versetzt, in ein 1.5 mL-
Eppendorffreaktionsgefäß überführt und 1 h bei 37°C in einem Luftschüttler
(250 U/min) inkubiert. In dieser Zeit konnten die Zellen einerseits die plasmidkodierte
Antibiotikaresistenz ausbilden und andererseits ihre durch die Transformation
geschädigten Zellwände und –membranen regenerieren. Anschließend wurde auf
Agarplatten mit dem entsprechenden Antibiotikum ausgestrichen und über Nacht bei
37°C inkubiert.
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4.4.4 Transformation von CaCl2-kompetenter E. coli-Zellen
Es wurden 50 µL kompetenter E.coli-Zellen mit maximal 20 ng Plasmid-DNA versetzt
und 30 min auf Eis inkubiert. Dann erfolgte eine Hitzeschockbehandlung bei 42°C für
2 min, während der die angebotene DNA von den Zellen aufgenommen wurde. Zu
diesem Transformationsansatz gab man 1 mL LB-Medium und inkubierte 1 h bei 37°C.
In dieser Zeit konnte sich die von der Fremd-DNA kodierte Antibiotikaresistenz
ausbilden. Daraufhin konnte der Ansatz auf LB-Agarplatten, die das entsprechende
Antibiotikum enthielten, ausplattiert werden. Bei einer Inkubation über Nacht bei 37°C
konnten nur die Zellen wachsen, die die Fremd-DNA aufgenommen hatten.
4.4.5 Protoplasten-Transformation von Bacillus licheniformis
Die Protoplastierung und anschließende Transformation von B. licheniformis-
Protoplasten wurde nach einer modifizierten Variante der von Chang und Cohen
etablierten Protoplasten-Transformation von B. subtilis durchgeführt [Chang & Cohen, 1979;
Imanaka et al., 1981].
Anders als zahlreiche andere Mikroorganismen besitzen B. licheniformis ATCC 10716
und seine Abkömmlinge keine natürliche Kompetenz und auch Methoden wie z. B. die
Elektroporation führen hier nicht zum gewünschten Erfolg, so daß eine Alternative zur
Transformation von Fremd-DNA angewendet werden mußte. Dabei erwies sich die
Protoplasten-Transformation als erfolgreich. Hierbei wird zunächst die Zellwand der
Bakterienzelle durch Zugabe von Lysozym abgebaut und der entstehende Protoplast
(Sphäroplast) bleibt durch die Verwendung einer hypertonischen Lösung stabil. Diesen
Vorgang bezeichnet man als Protoplastierung. Eine Zugabe von Polyethylenglykol
induziert die DNA-Aufnahme des Protoplasten, indem es die Permeabilität der
Zytoplasmamembran heraufsetzt bzw. die Zellfusion induziert (s. 4.4.6).
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4.4.5.1 Protoplastierung von B. licheniformis-Zellen
Für die Protoplastierung wurde zunächst 3 mL LB-Medium mit dem entsprechenden
frisch ausgestrichenen B. licheniformis Stamm angeimpft und einige Stunden bei 37°C
und 250 U/min inkubiert. Mit dieser Vorkultur wurden wiederum 2x 10 mL frisch
angesetztes NBSG-X-Medium im Verhältnis 1:1000 angeimpft und über Nacht bei 37°C
und 250 U/min inkubiert. Am folgenden Tag wurde dann jeweils eine dieser
Vorkulturen in 2x 100 mL frisches NBSG-X-Medium überführt und diese bis zu einer
OD575 von ungefähr 1.0 bei 37°C und 250 U/min angezogen. Anschließend wurden die
beiden Ansätze gemeinsam 30 min bei 4500 U/min und 4°C zentrifugiert. Das erhaltene
Pellet konnte nun in 10 mL 1x SSM-Puffer resuspendiert, mit 1.1 mL Lysozym-Lösung
(20 mg/mL 1x SSM) versetzt, vorsichtig gemischt und bei 37°C und ca. 100 U/min
inkubiert werden. In Intervallen von jeweils 30 min wurden je 25 µL der Suspension
unter dem Mikroskop (Carl Zeis, Universal Pol) analysiert, dabei ließen sich die kleinen
runden Protoplasten gut von den wesentlich größeren stäbchenförmigen B. licheniformis-
Zellen unterscheiden. Nach 90 bis 120 min wurde die Suspension 20 min bei
4000 U/min und 4°C zentrifugiert. Bis zu diesem Zeitpunkt sollten 99% der Zellen
protoplastiert sein. Im Anschluß an die Zentrifugation wurde der Überstand vorsichtig
mit sterilen, abgeschnittenen Spitzen abpipettiert und das Pellet ebenso vorsichtig in
10 mL SMMP+-Puffer resuspendiert. Danach wurde erneut bei 4000 U/min und 4°C
zentrifugiert, der Überstand vorsichtig abgenommen und das Pellet in 2.5 mL SMMP+-
Puffer aufgenommen. Die Protoplasten waren nun einsatzbereit und konnten ca. eine
Woche bei 4°C gelagert werden.
2x SSM-Puffer Saccharose 1 M
Maleinsäure, pH 6.5 0.04 M
MgCl2 ⋅ 6 H2O 0.04 M
15 min bei 105°C autoklavieren.
4x PAB-Medium Bacto penassy broth 7 g
ad H2O 100 mL
20 min bei 121°C autoklavieren.
SMMP-Puffer 2x SSM-Puffer 25 mL
4x PAB 25 mL
SMMP+-Puffer SMMP-Puffer 200 mL
BSA, 20 %(w/v), steril 200 µL
Lösung A, Lösung B, NBSG-X-Medium s. 3.2
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4.4.5.2 Transformation von B. licheniformis-Protoplasten
In 1.5-mL-Eppendorffreaktionsgefäße wurde eine kleine Menge der zu
transformierenden DNA (< 25 µL) mit dem gleichen Volumen an 2x SSM gemischt und
dann mit 500 µL der Protoplasten-Suspension (s. 4.4.5.1) versetzt. Diese Lösung wurde
anschließend in vorher mit 1.5 mL PEG-Lösung befüllte 50-mL-Falcon-Röhrchen
pipettiert, sofort vorsichtig gemischt und 2 min bei RT inkubiert. Nun wurde 5 mL
SMMP+-Puffer zugegeben, gemischt und 10 min bei 4000 U/min und 4°C zentrifugiert.
Wie schon bei der Protoplastierung mußte auch hier darauf geachtet werden, die
Protoplasten möglichst wenig äußeren Krafteinwirkungen (z. B. Scherkräften)
auszusetzen. Der Überstand wurde vorsichtig abgeschüttet und das Pellet in 1 mL
SMMP+-Puffer aufgenommen. Um die DNA-Aufnahme zu forcieren, wurde mindestens
2 h bei 30°C und ca. 100 U/min inkubiert. Danach wurden jeweils 50, 100 und 150 µL
der Suspension auf die entsprechenden antibiotikahaltigen MRG-Platten ausplattiert.
Zur Kontrolle des Protoplastierungsgrades wurden zudem weitere 100 µL-Aliquots und
100 µL mit Wasser im Verhältnis 1:100 (Protoplasten:Wasser) versetzte Protoplasten-
Suspension auf MRG-Platten ohne Selektionsmarker ausplattiert. Die Platten wurden 3-
5 d bis zur vollständigen Regeneration der Bacillus-Kolonien im Brutschrank bei 30°C
inkubiert.
PEG-Lösung PEG 8000 (Sigma) 10 g
1x SSM 25 mL
15 min bei 105°C autoklavieren.
MRG-Medium s. 3.2
2x SSM-, s. 4.4.5.1
SMMP+-Puffer
4.5 Protein-Techniken
4.5.1 Genexpression im pQE-Vektorsystem
Zur Expression der bacR und bcrA Genfragmente wurden 400 mL LB-Medium
(Amp100Km25) 1:100 mit einer Übernachtkultur des entsprechenden pQE-Derivates in
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einem E. coli M15[pREP4]-Stamm angeimpft. Diese Kulturen wurden bei 30°C und
250 U/min in einem Wasserbadschüttler bis zum Erreichen einer OD600 von 0.6-
0.8 inkubiert, dann zur Induktion der Genexpression mit IPTG (0.1 mM Endkonz.)
versetzt und für weitere 2 h unter gleichen Bedingungen inkubiert. Abschließend
wurden die Zellen für 10 min abzentrifugiert (6000 U/min und 4°C), das Zellpellet in
10 mL HEPES A-Puffer aufgenommen und bis zur weiteren Verwendung bei –20°C
gelagert werden.
HEPES A-Puffer HEPES, pH 8.0 50 mM
NaCl 300 mM
4.5.2 Genexpression im Strep -tag-Vektorsystem
Zur Expression der pheA und leuA Genfragmente wurde das Strep-tag-Vektorsystem
(IBA) herangezogen. Sie erfolgte mit dem tet-Promotor System und ist weitgehend
unabhängig vom E. coli Wirtsstamm [Skerra, 1994]. Es wurden 3 mL LB-Medium (Amp100)
mit dem entsprechenden Expressionsstamm angeimpft und bei 37°C und 250 U/min
über Nacht geschüttelt. Am nächsten Tag wurde dann eine 100 mL LB-Kultur (Amp100)
1:100 mit der Übernachtkultur angeimpft und bei 30°C und 250 U/min bis zu einer
OD550 von 0.5 angezogen. Bei Erreichen dieser optischen Dichte wurde die
Genexpression mit der Zugabe von 5 µL einer Anhydrotetracyclin-Lösung (2 mg/mL
DMF) induziert und unter den gleichen Bedingungen für weitere 3 h inkubiert.
Anschließend wurden die Zellen durch Zentrifugation geerntet (15 min bei 4500 U/min
und 4°C). Das resultierende Zellpellet wurde in 1.5 mL Puffer W aufgenommen und bei
–20°C bis zur Aufreinigung des Proteins gelagert.
Puffer W Tris/HCl, pH 8.0 100 mM
EDTA 1 mM
4.5.3 SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese
Die SDS-Polyacrylamid-Gelelktrophorese (SDS-PAGE) diente zu Auftrennung von
Proteinfraktionen. Dabei werden die mit SDS komplexierten Proteine in einem
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Polyacrylamidgel einem elektrischen Feld ausgesetzt. Aufgrund der denaturierenden
Bedingungen ist die Laufstrecke der Größe der Proteine proportional.
Das verwendete Laemmli-System [Laemmli, 1970] besteht aus einem kurzen Sammelgel und
einem längeren Trenngel. Hierbei besitzt das obere Sammelgel einen um zwei Einheiten
niedrigeren pH-Wert. Diese Differenz umfaßt die pH-Bereiche in denen die
Pufferkomponente Glyzin in einer formal ungeladenen zwitterionischen Form (pH 6.8,
Sammelgel) und als einfach negativ-geladenes Glyzinat (pH 8.8, Trenngel) vorliegt. Im
elektrischen Feld wandern nun die Chloridionen und die Proteine in Richtung der
Anode, während das im Sammelgel ungeladene zwitterionische Glyzin zurückbleibt.
Der hieraus resultierende Mangel an beweglichen Ionen wird durch eine erhöhte
Spannung zwischen den Komponenten größter (Chlorid) und niedrigster (Glyzin)
Mobilität im elektrischen Feld ausgeglichen. Die hohe Mobilität der stark negativ
geladenen SDS-Protein-Komplexe in diesem lokal hohen elektrischen Feld wird durch
die größeren Poren des Sammelgels unterstützt. Sobald die Proteine die Chloridionen
erreichen, werden sie umgehend abgebremst, da eine hohe Leitfähigkeit und somit eine
geringe elektrische Feldstärke vorliegt. Hierdurch entsteht ein Sammeleffekt, der sich in
einer Anhäufung der Proteine innerhalb einer schmalen Bande bemerkbar macht. Beim
Übergang ins Trenngel gehen die ungeladenen Glyzin-Zwitterionen in den geladenen
Zustand über, so daß die Wandergeschwindigkeit aller Komponenten ausschließlich
von ihrer Größe abgehängt. Im Trenngel, das eine geringere Porengröße als das
Sammelgel aufweist, werden die Proteine somit nach ihrer Größe aufgetrennt.
Die Gelelektrophoresen wurden in „mighty small“-Vertikalkammern (Hoefer Scientific)
durchgeführt. Die Abmessung eines Trenngels betrug 90 x 60 x 0.75 mm3. Die
angegebenen Mengen Acrylamid-Lösung, Tris/HCl-Puffer und Wasser mußten
zunächst gemischt und im Wasserstrahlvakuum entgast werden. Nach Zugabe der
übrigen Bestandteile (SDS-Lösung, TEMED und APS-Lösung) wurde das Gel in eine mit
1%iger Agarose abgedichtete Kammer gegossen und zur Erzeugung einer glatten
Oberfläche mit Isopropanol überschichtet. Das Isopropanol mußte nach der
Polymerisation des Gels durch sorgfältiges Spülen mit destilliertem Wasser entfernt
werden. In das analog präparierte Sammelgel wurde zur Ausbildung von
Probentaschen eine Kamm eingesetzt. Im Anschluß an die Polymerisation des
Sammelgels konnte die Elektrophoresekammer mit Laufpuffer gefüllt werden, wobei
auch das Gel mit Puffer überschichtet wurde. Abschließend konnte der Kamm entfernt,
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die hierdurch entstandenen Probetaschen mit Laufpuffer gespült und die Proben
aufgetragen werden. Die Auftragung der Proben erfolgte bei 10 mA/Gel, und die
eigentlich Elektrophorese bei 20 mA/Gel (Sammelgel) und 40 mA/Gel (Trenngel). Zur
Herstellung von zwei Gelen wurden folgende Lösungen benötigt:
Acrylamid-Lösung Acrylamid 30 %(v/v)
N-N´-Methylenbisacrylamid 0.8 %(v/v)
12.5%iges Trenngel Acrylamid-Lösung 4.16 mL
1.5 M Tris/HCl, pH 8.8 2.5 mL
H2O 3.18 mL
TEMED 5 µL
10%ige SDS-Lösung 100 µL
10%ige APS-Lösung 50 µL
4%iges Sammelgel Acrylamid-Lösung 0.66 mL
0.5 M Tris/HCl, pH 6.8 1.25 mL
H2O 3.01 mL
TEMED 5 µL
10%ige SDS-Lösung 50 µL
10%ige APS-Lösung 25 µL
SDS-PAGE- Laufpuffer Tris-Base 25 mM
GLyzin 192 mM
SDS 7 mM
4.5.4 Präparation von E. coli Vollzellextrakten
Die Zellen aus 1 mL einer Expressionskultur wurden 2 min abzentrifugiert
(13000 U/min), das Zellpellet in 75 µL Tris-Puffer resuspendiert und mit 25 µL
4x Probenpuffer gemixt. Durch 10 min Inkubation bei 95°C wurden die Zellen lysiert,
die Proteine denaturiert sowie Cysteingruppen durch β-ME gespalten. Von einer Probe,
die bei einer OD600 von 1.0 genommen wurde, wurden 10 µL auf ein SDS-Gel
aufgetragen. Die Volumina der bei einer anderen OD600 genommenen Proben wurden
entsprechend angepaßt.
4x Probenpuffer Tris/HCl, pH 6.8 500 mM
SDS 8 %(v/v)
Glyzerin 40 %(v/v)
β-ME 20 %(v/v)
Bromphenolblau 5 mg/L
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4.5.5 Präparation von B. licheniformis Vollzellextrakten
Die Zytoplasmamembran Gram-positiver Bakterien ist von einem mehrschichtigen
Murein-Sacculus umgeben, dessen Rückgrat aus dem Peptidoglykan-Murein gebildet
wird. Dieses Makromolekül ist ein Heteropolymer und besteht aus Ketten, in denen N-
Acetylglukosamin und N-Acetylmuraminsäure, dem Milchsäureether des N-
Acetylglukosamin, in alternierender Folge β-1,4-glykosidisch miteinander verknüpft
sind. Darüber hinaus sind die einzelnen Mureinketten noch über Peptidbindungen
miteinander quervernetzt. Dadurch ist die Zellwand dieser Bakterien so stabil, daß sie
durch einfaches Aufkochen nicht vollständig denaturiert werden kann. Durch die
Behandlung mit Lysozym hingegen, das die glykosidische Bindung zwischen dem C1-
Atom der N-Acetylmuraminsäure und dem C4-Atom des Acetylglukosamins spaltet,
kann die Zellwand abgebaut werden.
Zur Präparation von B. licheniformis  Vollzellextrakten wurden je 1 mL Zellkultur 5 min
bei 13000 U/min und RT zentrifugiert und das Zellpellet in 120 µL bzw. der optischen
Dichte entsprechenden Menge an SMM+-Puffer suspendiert. Danach wurden die Proben
30 min bei 37°C inkubiert und 0.25 Volumenanteilen 4x Probenpuffer zugesetzt.
Anschließend wurde wie unter 4.5.4 beschrieben weiterverfahren.
SMM+-Puffer Natriummaleat, pH 6.5 20 mM
MgCl2 20 mM
Saccharose 500 mM
Lyozym 0.5 mg/mL
4.5.6 Western-Transfer
Bei diesem Verfahren werden elektrophoretisch aufgetrennte Proteine aus der
Acrylamidgelmatrix durch die Einwirkung eines elektrischen Feldes auf eine
Nitrocellulose-Membran transferiert und hier immunologisch identifiziert.
Nach einer Methode von Tobwin [Tobwin et al., 1979] erfolgte der Proteintransfer im
„semidry“-Verfahren mit Hilfe einer Sartoblot-Apparatur (Satorius). Dazu mußte zuerst
das ungefärbte Acrylamidgel in Transferpuffer getränkt werden und in die Apparatur
auf einen Stapel von drei ebenso behandelten Whatmann-3MM-Filterpapieren von der
Größe des Gels gelegt werden. Auf das Gel wurde die mit Transferpuffer befeuchtete
Methoden78
Nitrocellulose-Membran gelegt und diese wiederum mit drei getränkten Filterpapieren
überdeckt. Auf das Vermeiden von Luftblasen in dem Stapel und auf ein Nicht-
Verrutschen der Membran war besonders zu achten. Nach Verschließen der Apparatur
mit der Anodenplatte wurde über Nacht bei 20 mA geblottet.
Der immunologische Proteinnachweis erfolgte durch Komplexierung mit einem
spezifischen Antikörper, welcher über einen sekundären, gegen den ersten gerichteten
Antikörper mit Hilfe der schon bei der Southern-Analyse verwendeten
Chemilumineszenz-Reaktion nachgewiesen wurde (s. 4.2.12). Auch hier handelt es sich
um einen Fluorescein-Antikörper, der mit einer Peroxidase konjugiert ist (HRP-
Konjugat: horseradish peroxidase). Die Detektion erfolgt analog der in Abschnitt 4.2.12
beschriebenen.
Die eingesetzten primären Antikörper (gerichtet gegen den putativen Response
Regulator BacR und die ATP-Bindekassette BcrA) stammten aus Kaninchen-Seren. Die
konstante schwere Kette (Fc) dieser primären Immunoglobuline G wird, nach Erkennen
der Zielepitope, von den sekundären Antikörpern erkannt, die mit der oben erwähnten
Peroxidase gekoppelt sind. Eine durch dieses Enzym vermittelte Chemilumineszenz-
Reaktion macht auf dem Film die Stellen der Membran sichtbar, an denen sich der
primäre Antikörper (und damit auch das zugehörige Antigen) befindet.
Nach Abschluß des Proteintransfers wurde die Membran zur Absättigung der
proteinfreien Bereiche für 1 h bei RT unter leichtem Schütteln mit „Blocking“-Puffer
behandelt. Danach wurde die Membran mit 10 mL „Blocking“-Puffer und dem
primären Antikörper (Verdünnung je nach verwendetem Antikörper 1:1000 bzw.
1:10000) luftblasenfrei in Folie eingeschweißt und 1 h bei RT unter ständigem
Schwenken inkubiert. Nach dreimaligem, etwa zehnminütigem Waschen in PBS-Tween-
Puffer wurde die Membran mit 5 mL „Blocking“-Puffer und 0.5 µL sekundärem
Antikörper erneut luftblasenfrei in Folie eingeschweißt und wieder 1 h bei RT
geschwenkt. Vor dem Entwickeln wurde der Blot dreimal für 10 min mit PBS-Tween-
Puffer gewaschen und schließlich in TE-Puffer überführt. Abschließend wurde der
Western-Blot für 1 min mit einer 1:1-Mischung aus Detektionslösung 1 und 2 benetzt,
die Oberfläche mit Whatman-3MM-Papier abgetupft, in Frischhaltefolie eingewickelt
und in einer Doppelscreen-Kassette autoradiographiert. Nach einer Inkubation von 2-
20 min bei RT konnte der Film entwickelt werden.
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Transferpuffer Tris-Base, pH 9.2 48 mM
Glyzin 39 mM
SDS 1.3 mM
MeOH 20 %(v/v)
PBS-Tween-Puffer NaH2PO4, pH 7.4 1.83 g
NaCl 8 g
Tween-20 3 mL
ad H2O 1 L
„Blocking“-Puffer BSA in PBS-Tween-Puffer 5 %(w/v)
TE-Puffer Tris/HCl, pH 8.0 10 mM
EDTA 1 mM
4.5.7 Proteinfärbung in SDS-Polyacrylamidgelen
Nach erfolgter Gelelektrophorese wurde das Gel in Färbelösung eingelegt, in der
Mikrowelle kurz erhitzt und auf Raumtemperatur abgekühlt. Danach wurde es in
Entfärber überführt und unter Schütteln entfärbt. Es wurde solange in Entfärber
geschwenkt, bis der Gelhintergrund vollständig entfärbt war und die blau gefärbten
Proteinbanden sichtbar wurden. Der Entfärbevorgang konnte durch mehrmaliges
Erneuern des Entfärbers beschleunigt werden.
Färbelösung EtOH 50 %(v/v)
AcOH 10 %(v/v)
Coomassie Brilliant Blue R205 0.25 ‰(v/v)
Entfärber EtOH 50 %(v/v)
AcOH 10 %(v/v)
4.5.8 Visualisierung von radioaktiv-markierten Proteinproben
Die Analytik der durch die in vitro Translation entstanden und später aufgereinigten
[35S]-markierten Proteine wurde durch Gelelektrophorese mit 4-20%igen Tris-Glyzin-
Fertiggelen (Novex) und anschließendes „Scannen“ in einem Phosphoimager
durchgeführt. Nach der Elektrophorese wurden die Gele zunächst 10 min in
Fixierlösung geschwenkt, dann 3x für 5 min mit Wasser gewaschen und zum Schluß 5
min in 1%iger Glyzerin-Lösung geschüttelt. Anschließend wurde das Gel 2 h bei 80°C in
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einem Vakuumtrockner getrocknet. Das getrocknete Gel wurde dann in einer
geeigneten Kassette 30 min auf einen Fluoroscreen gelegt, der dann mit Hilfe des
Fluorescent Image Analyser FLA 2000 (Fujifilm) ausgewertet werden konnte.
10x Laufpuffer Tris 29 g
Glyzin 144 g
SDS 10 g
Fixierer AcOH 10 %(v/v)
MeOH 10 %(v/v
4.5.9 Präparation von Rohzellextrakten
E. coli Zellen wurden mit Hilfe einer French Press-Apparatur (SLM Aminco)
aufgeschlossen. Dazu wurde das Zellpellet 3 Kompressions-/Dekompressionszyklen
unterzogen. Hierbei wurde die Zellsuspension unter hohem Druck (1000 MPa) durch
einen kleinen Spalt gepreßt, so daß die Zellen durch die dadurch auftretenden
Scherkräfte aufgeschlossen wurden. Die Zelltrümmer und unlöslichen Proteine wurden
durch eine Zentrifugation für 30 min bei 13000 U/min und 4°C abgetrennt.
4.5.10 Ni2+-NTA-Säulenchromatographie im batch-Verfahren (denaturierend)
Die Aufreinigung von unlöslichen mit sechs Histidin-Resten fusionierten Proteinen
erfolgte unter denaturierenden Bedingungen über Ni2+-NTA-Affinitätschromatographie
im batch-Verfahren. Die verwendeten Säulen besaßen eine Durchmesser von 1 cm, eine
Kapazität von 10 mL und wurden mit 1 mL Ni2+-NTA-Agarose gefüllt. Die Elution der
Proteine erfolgte durch eine pH-Gradienten. Das Verfahren erlaubte nach einmaliger
Rechromatographie die Herstellung von hochsauberem Protein, das für die
Antikörperproduktion herangezogen werden konnte.
Das Zellpellet wurde in 5 mL Puffer B resuspendiert und über Nacht bei 4°C gerührt.
Unlösliche Bestandteile wurden daraufhin noch einmal abzentrifugiert. Der Überstand
wurde auf eine Ni2+-NTA-Säule (Bettvolumen ca. 1 mL) gegeben, die vorher mit 10 mL
Puffer B äquilibriert wurde. Es wurde nacheinander mit 5 mL Puffer B und 5 mL Puffer
C gewaschen, ehe durch Zugabe von 15 mL Puffer D und 15 mL Puffer E das spezifisch
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gebundene Protein eluiert werden konnte. Es wurden 1.5 mL-Fraktionen gesammelt
und die harnstoffhaltigen Lösungen mittels SDS-PAGE untersucht.
Das Säulenmaterial wurde durch Zugabe von 10 mL Puffer F von verunreinigenden
Resten befreit, mit Wasser gewaschen und stand so für bis zu drei weitere Läufe bereit.
Puffer B Tris/HCl, pH 8.0 10 mM
Harnstoff 8 M
NaH2PO4 100 mM
Puffer C wie B, pH 6.3
Puffer D wie B, pH 5.9
Puffer E wie B, pH 4.5
Puffer F GuHCl 6 M
AcOH 0.2 M
4.5.11 Aufreinigung über StrepTactin-Affinitätssäulen
Die Aufreinigung der mit dem Strep-tag II fusionierten Proteine erfolgte durch
Affinitätschromatographie über „Gravity-flow“-Säulen. Hierbei ist StrepTactin (IBA)
kovalent an die Säulenmatrix gebunden. Das Strep-tag II bindet StrepTactin mit einer
Affinitätskonstante von Kd = ca. 1 µM [Schmidt et al., 1996; Voss & Skerra, 1997], die für die schonende
Einschritt-Affinitätsreinigung besonders günstig ist. Während der ganzen
Chromatographie können physiologische Bedingungen verwendet werden (z. B. Tris-
Puffer). Die Elution der Proteine erfolgt durch eine Desthiobiotin-haltigen Puffer.
Desthiobiotin bindet an die StrepTactin-Matrix und verdrängt das Fusionsprotein.
Der Proteinextrakt von E. coli Zellen wurde auf die zuvor mit 2x 2.5 mL Puffer W
äquilibrierte StrepTactin-„Gravity-flow“-Säule (Bettvolumen ca. 1 mL) aufgetragen.
Nachdem die Probe vollständig in die Matrix eingedrungen war, wurde zunächst 5x mit
1 mL Puffer W gewaschen und das Eluat in 1 mL-Fraktionen aufgefangen. Die Elution
des rekombinanten Proteins erfolgte durch Zugabe von 6x 0.5 mL Puffer E mit dem
spezifischen Kompetitor Desthiobiotin. Es wurden 0.5 mL-Fraktionen aufgefangen.
Anschließend wurden von jeder gesammelten Fraktion 10 µl für eine Analyse durch
SDS-PAGE eingesetzt.
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Zur Regenerierung wurde die Säule mit 3x 5 mL Puffer R gespült. Die Farbe des Puffers
R schlägt im Falle freier Bindungsstellen auf der Matrix nach rot um. Dieser
Farbumschlag zeigt sowohl den Regenerierungsprozess als auch den Aktivitätsstatus
der StrepTactin-Säule an. Anschließend wurde Puffer R durch Spülen der Säule mit 2x
4 mL Puffer W entfernt. Dann wurde die Säule mit 2 mL Puffer W überschichtet und bis
zur nächsten Anwendung bei 4°C gelagert.
Puffer W siehe 4.5.2
Puffer E Tris/HCl, pH 8.0 100 mM
EDTA 1 mM
Desthiobiotin 2.5 mM
Puffer R Tris/HCl, pH 8.0 100 mM
EDTA 1 mM
HABA 1 mM
4.5.12 StrepTactin-Aufreinigung im batch-Verfahren
Für die Aufreinigung der aus der in vitro Translation resultierenden Proteine wurde ein
batch-Verfahren mit StrepTactin-Sepharose durchgeführt. Dazu wurden 0.75 mL der
StrepTactin-Sepharose Suspension in eine 10 mL Biorad Säule (Bettvolumen ca. 0.5 mL)
gefüllt und mit 2 mL Puffer W äquilibriert. Anschließend wurde der mit 1 mL Puffer W
verdünnte Translationsansatz aufgetragen, die Säule oben und unten verschlossen und
1 h bei 4°C rotiert. Nach Ablauf der Inkubationszeit wurde die Säule wieder geöffnet, so
daß die Lösung durch die Matrix tropfen konnte. Der Durchlauf wurde noch einmal auf
die Säule gegeben und nach dem zweiten Durchtropfen verworfen. Die Matrix wurde
nun mit 5x 0.5 mL Puffer W gewaschen und 0.5 mL-Fraktionen gesammelt. Danach
wurde das Protein mit 6x 0.25 mL Puffer E eluiert, auch diese Fraktionen wurden
einzeln gesammelt. Die Säulenmatrix konnte dann wie unter 4.5.11 beschrieben
regeneriert werden. Der Proteingehalt der gesammelten Fraktionen wurde im Falle
einer nicht-radioaktiven Translation durch einen Bradford-Test bestimmt bzw. jeweils
5 µL der radioaktiven Fraktionen mit Hilfe eines Szintillationszählers ausgezählt.
Puffer W, E und R siehe 4.5.11
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4.5.13 Entsalzen von Proteinlösungen (Dialyse)
Zur Entfernung von eventuell mitaufgereinigten an dem Enzym haftenden
Aminosäuren, und zur Einstellung definierter Pufferbedingungen wurden die
Fraktionen mit dem entsprechenden Protein mehrmals für mindestens 1 h gegen das
100-fache Volumen des Puffers W dialysiert. Hierzu mußte der Dialyseschlauch
zunächst zur Entfernung von Nukleasen, Proteasen und Schwermetallionen in 10 mM
EDTA-Lösung ausgekocht und anschließend gründlich mit Wasser gespült werden.
Nachfolgend wurde die Probe in den Dialyseschlauch überführt und bei 4°C dialysiert.
4.5.14 Proteinbestimmung nach Bradford
Zur Bestimmung der Proteinkonzentration wurde eine Methode nach Bradford [Bradford,
1976] angewandt, die darauf beruht, daß das Absorptionsmaximum des Farbstoffes
Coomassie Blue durch Bindung an Proteine von 465 nach 595 nm verschoben wird. Mißt
man die OD595 einer Proteinlösung, der eine Coomassie Blue-Lösung zugesetzt wurde,
so steht diese in linearer Abhängigkeit zur Konzentration der Proteinlösung, sofern
diese im Bereich zwischen 10 und 100 mg/mL liegt.
Zur Erstellung einer Eichgeraden wurde die OD595 von BSA-Lösungen herangezogen,
die Konzentrationen von 0, 10, 20, 40, 60, 80 und 100 mg/mL besaßen. Die Bestimmung
der Proteinkonzentration erfolgte in Mikrotiterplatten in einem Titertec Multiscan Plus
Photometer (Flow Laboratories). In den Vertiefungen der Mikrotiterplatten wurden je
10 µL Proteinlösung unterschiedlicher Verdünnung mit 100 µL Bradford-Lösung
vereinigt und nach 5 min Inkubation bei RT einer Absorptionsmessung bei 595 nm
unterzogen.
Bradford-Lösung EtOH 5 %(v/v)
Phosphorsäure (85%) 10 %(v/v)
Coomassie Brilliant Blue G250 0.01 %(v/v)
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4.5.15 ATP/PPi-Austauschreaktion
Die Substratspezifität der nicht-ribosomalen Peptidsynthese wird determiniert durch
die Adenylierungsreaktion, in der kognate Aminosäuren unter ATP-Verbrauch und
Pyrophosphat-Abspaltung adenyliert werden [Grevers et al., 1968; Lee & Lipmann, 1975]. Diese
Reaktion ist reversibel; sie wird ausgenutzt, um Aminosäure-aktivierende Eigenschaften
der A-Domäne zu verfolgen. Wird die A-Domäne in Gegenwart ihrer Substrate
Aminosäure und ATP (sowie dem Kofaktor Mg2+) inkubiert und dem Ansatz geringe
Mengen an [32P]-PPi zugesetzt, so führt die Rückreaktion zur Bildung von radioaktiv-
markiertem ATP. Die Reaktion wird durch einen Aktivkohle-haltigen Mix abgestoppt,
der zur selektiven Absorption des ATPs führt. Die Inkorporation von [32P]-markierten
ATPs in den präzipitierten Aktivkohle-Niederschlag in Abhängigkeit der zugehörigen
Substrat-Aminosäure kann somit als Maß für die Aktivität der A-Domäne gelten. Da die
ATP/PPi-Austauschreaktion die Rückreaktion verfolgt (die Hydrolyse des Adenylats),
kann diese Reaktion kein direktes Maß für die Verfügbarkeit des Adenylats darstellen.
Allerdings ist die Menge der in ATP eingebauten Radioaktivität proportional zur
ATP/PPi-Austauschrate und somit zu spezifischen Aminosäure-aktivierenden
Eigenschaft der Enzymprobe. Blindwerte können in Reaktionsansätzen ohne zugesetzte
Aminosäure beziehungsweise ohne ATP bestimmt werden.
In Eppendorffreaktionsgefäßen wurde jeweils in parallelen Ansätzen die zu testenden
Aminosäuren und Enzyme vorgelegt und mit Puffer W auf das halbe Reaktionsvolumen
aufgefüllt. In ein zweites Volumen Puffer W wurden dATP, PPi, MgCl2 und radioaktiv-
markiertes [32P]-PPi pipettiert. Nach Vermischen beider Volumina wurde für 10 min bei
37°C inkubiert, bevor durch Zugabe von 500 µL eiskalter Terminationslösung die
Reaktion abgestoppt wurde. Der Ansatz wurde vortexiert. Anschließend wurde die
Aktivkohle durch Zentrifugation für 1 min bei 13000 U/min und RT pelletiert, zweimal
durch Resuspension in 1 mL Wasser und erneuter Zentrifugation gewaschen und in
500 µL Wasser aufgenommen. Nach Überführung des Ansatzes in ein mit 3.5 mL
Szinitillationsflüssigkeit Rotiszint Eco Plus (Roth) befülltes Szintillationsröhrchen
wurden die Zählraten der Proben in einem Szintillationszähler gemessen.
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ATP-PPi-Austausch Enzym 200 nM
Aminosäure 0.5 mM
dATP 2 mM
PPi 0.05 mM
MgCl2 10 mM
[32P]-PPi 0.15 µCi
ad Puffer W 100 µL
Terminationsmix Natriumpyrophosphat 100 mM
Perchlorsäure 560 mM
Aktivkohle (Norit A) 1.2 %(w/v)
Zur Bestimmung der kinetischen Konstanten der ATP-PPi-Austauschreaktion wurden
die Meßwerte dreifach bestimmt. Der Enzymmix wurde jeweils 1 min bei 37°C
vorinkubiert, bevor der Radioaktivmix zugegeben wurde. Das Abstoppen der Reaktion
erfolgte jeweils nach 1 min Inkubation bei 37°C durch Zugabe der Terminationslösung.
Das Aktivkohlepellet wurde außerdem dreimal statt zweimal mit 1 mL Wasser
gewaschen.
4.6 Arbeitstechniken der PROfusion zur gerichteten Protein-
Evolution
4.6.1 in vitro Tanskription
Die in vitro Transkription der A-Domänen kodierenden Gene wurde mit dem
RiboMax Large Scale RNA Production System (Promega) durchgeführt. Mit diesem
System ist es möglich Milligrammausbeuten an RNA zu erzielen, wie sie für eine
spätere in vitro Translation notwendig sind. Außerdem ist die produzierte RNA von
hoher Qualität. Letzteres ist eine Voraussetzung für eine in vitro Translation der RNA
durch Kaninchen-Reticulocytenlysat [Beckler, 1992 ]. Das relevante DNA-Fragment wird mit
Hilfe der T7-RNA-Polymerase in einem speziellen HEPES-Puffer, dem aus Hefe
gewonnes PPi zugesetzt wurde, in RNA transkribiert. Dazu muß das DNA-Fragment in
einer vorausgehenden PCR zunächst mit Hilfe eines entsprechenden 5´-Oligonukleotids
mit dem T7-Promotor versehen werden. Das erhaltene Amplifikat wurde dann
anschließend RNase-frei aufgereinigt und für die in vitro Transkription eingesetzt.
Für den Reaktionsansatz werden bei RT folgende Substanzen zusammenpipettiert:
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Reaktionsansatz 5x T7-Transcription-Buffer 40 µL
rNTPs (jedes 25 mM) 60 µL
DNA-Template (20 µg) x µL
T7-Enzym-Mix 20 µL
ad DEPC-H2O 200 µL
Enzymmix T7-RNA-Polymerase
rRNasin Ribonuclease-Inhibitor
Hefe PPi
keine Konzentrationsangaben des Herstellers
Der Ansatz wurde dann 3 h bei 37°C inkubiert. Anschließend wurde die DNA-Matrize
durch einen DNase I-Verdau (1 U/µL) unter Zugabe von 1 U DNase I/µg DNA und
einer weiteren Inkubation für 15 min bei 37°C entfernt.
4.6.2 Aufreinigung der in vitro transkribierten RNA
Die aus der in vitro Transkription resultierende RNA-Lösung wurde dann mit
1 Volumenanteilen Phenol/Chloroform/Isoamylalkohol (25:24:1) 1 min vortexiert,
2 min bei 13000 U/min und RT zentrifugiert und die obere wäßrige RNA-haltige Phase
in ein neues Eppendorffreaktionsgefäß überführt. Die organische Phase wurde mit
100 µL DEPC-Wasser versetzt, wieder 1 min extrahiert und zur Phasentrennung 2 min
bei 13000 U/min und RT zentrigugiert. Danach wurde die obere wäßrige Phase
abgenommen, mit der zuvor gewonnenen Lösung vereinigt und auf ein vorher mit
200 µl TE-Puffer äquilibriertes G25-Säulchen gegeben. Diese Säulchen dienen zur
Abtrennung von Salzen und anderen Verunreinigungen. Der nach einer Zentrifugation
für 2 min bei 3000 U/min und RT resultierende Durchlauf enthält die RNA, während
die Verunreinigungen auf der Säulenmatrix haften bleiben. Zur Fällung der RNA wurde
der Durchlauf mit 0.1 Volumenanteilen 3 M Natriumacetat (pH 5.2) und
2.5 Volumenanteilen absolutem EtOH versetzt und über Nacht bei –20°C inkubiert.
Durch eine Zentrifugation für 15 min bei 13000 U/min und RT wurde die RNA
pelletiert. Das Pellet wurde anschließend mit 70%igem EtOH gewaschen, getrocknet
und in 100 µL DEPC-Wasser aufgenommen. Die RNA-Konzentration wurde wie unter
4.1.6 beschrieben bestimmt.
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4.6.3 Ligation der RNA mit dem DNA-Puromycin-Linker
Für die spätere Fusion der RNA an das dazugehörige Protein ist es notwendig vor der in
vitro Translation die RNA mit einem Linker zu ligieren, der am Ende einer Poly-dA-
Sequenz kovalent mit Puromycin verbunden ist. Puromycin ist ein tRNA-Analogon, das
in die Akzeptor-Stelle des Ribosoms gelangt und dort die naszierende Peptidkette
kovalent bindet. Für eine effiziente Ligation durch die T4-DNA-Ligase ist es notwendig
die beiden zu ligierenden Fragmente in die richtige Position zu bringen, was durch die
Braunsche Molekularbewegung erschwert wird. Deshalb wurde dem Ligationsansatz
ein sogenannter Splint zugegeben. Dieser Splint ist eine kurze einzelsträngige DNA-
Sequenz, die zum 3´-Ende der RNA und zum 5´-Ende des Linkers homolog ist und die
beiden Fragmente in eine für die Ligation richtige Ausgangsposition bringt.
Für die Ligation wurde folgender Reaktionsansatz zusammengegeben:
Reaktionsansatz RNA 100 pmol
Unilinker (1 mM) 1.4 µL
Splint GC (1 mM) 1.2 µL
ad H2O 80 µL
Der Ansatz wurde zunächst 3 min bei 85°C denaturiert und anschließend 15 min bei RT
inkubiert, bevor 10 µL 10x Ligationspuffer und 10 µL T4-DNA-Ligase (30 U/µL)
zugeben und 1 h bei 37°C inkubiert wurde.
4.6.4 Antisplint-Behandlung
Der in der Ligation eingesetzte Splint stört die Translation des RNA-DNA-Puromycin
Fusagens, deshalb muß er vorher wieder aus dem Ansatz entfernt werden. Dazu
bedient man sich eines passenden Antisplints, der zum eingesetzten Splint
komplementär ist und ihn so durch Doppelstrangbildung von dem Fusagen abzieht. Für
eine solche Behandlung wurden 10 µL eines Ligationsansatzes mit 1.2 µL 1 mM
Antisplint GC versetzt und mit Wasser auf 40 µL aufgefüllt. Anschließend wurde die
Lösung 2 min auf 80°C erhitzt, dann 1 min bei 68°C und anschließend bis zur
Verwendung bei 4°C inkubiert. Die so gewonnene Fusagen-Lösung konnte nun für die
in vitro Translation eingesetzt werden.
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4.6.5 in vitro Translation
Das Kaninchen-Reticulocyten in vitro Translationssystem nach Pelham und Jackson
[Pelham & Jackson, 1976] wird oft zur Charakterisierung von mRNA und der daraus
resultierenden Produkte herangezogen. Im Lysat sind alle zellulären Komponenten
enthalten wie tRNA, Ribosomen, Aminosäuren, Initiations-, Elongations- und
Terminationsfaktoren, die für die Proteinsynthese notwendig sind. Es konnte gezeigt
werden, daß dieses eukaryotische System auch posttranslationale Modifikationen der
Proteine wie Phosphorylierung, Acetylierung und Isoprenylierung durchführt. Das hier
verwendete Flexi Rabbit Reticulocyten Lysat System (Promega) bietet eine große
Flexibilität in den Reaktionsbedingungen. So sind z. B. die Salzbedingungen von
entscheidender Bedeutung, Mg2+-Ionen sind essentiell für die Translation und der
Gehalt an Mg2+ kann ein sehr kritischer Punkt sein.
Für eine präparative in vitro Translation wurden 200 pmol der zu translatierenden RNA,
also ein Antisplint-Ansatz, zunächst 3 min bei 75°C denaturiert und dann 3 min auf Eis
gestellt. Zu der Lösung werden 40 µL Wasser, 6 µL 1 mM Aminosäuremix ohne
Methionin (im Falle der radioaktiven Markierung des Proteins), 6 µL RNasin (RNase
Inhibitor, 40 U/µL) und 10 µL [35S]-Methionin zugegeben. Erst dann werden 200 µL
Reticulocyten Lysat aufgetaut und vorsichtig, luftblasenfrei in das Reaktionsgefäß
überführt. Durch ebenfalls vorsichtiges Auf- und Abpipettieren wurde die Lösung kurz
vermischt und sofort 45 min bei 37°C inkubiert. Anschließend wurden 100 µL 2.5 M
KCl-Lösung und 70 µL 1 M MgCl2-Lösung zugesetzt und der Ansatz über Nacht bei
–20°C inkubiert, bevor das Protein bzw. die PROfusion über StrepTactin-Sepharose oder
Oligo-dT-Cellulose aufgereinigt werden konnte. Als Kontrollreaktion wurde immer ein
Translationsansatz ohne mRNA angesetzt und gleich behandelt.
4.6.6 Oligo-dT-Aufreinigung von PROfusionen
Mit Hilfe der an die Cellulose gebundenen dTs lassen sich PROfusionen, die ja einen
Poly-dA-Anteil tragen, selektiv aufreinigen. Dazu wurden in einem 50-mL-Falcon-
Röhrchen 45 mL Binde-Puffer, 100 µL Oligo-dT-Cellulose und 300 µL Translationsansatz
zusammengegeben und für 1 h bei 4°C rotiert. Diese Suspension wurde dann nach und
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nach in ein vorbereitetes 10 mL Biorad-Säulchen pipettiert, so daß die Cellulose sich
langsam absetzte und die restliche Lösung durchtropfte. Die Matrix wurde dann mit 1x
5 mL und 3x 1 mL Binde-Puffer gewaschen und die PROfusion mit 6x 100 µL Wasser
eluiert. Mit Hilfe des Szintillationszählers konnten nun jeweils 5 µL der gesammelten
Fraktionen ausgezählt und so der PROfusionsgehalt bestimmt werden.
Binde-Puffer Tris/HCl, pH 8.0 100 mM
EDTA 10 mM
NaCl 1 M
Triton X-100 0.25 %(v/v)
4.7 Nachweis von Bacitracin
4.7.1 Mikrobiologischer Bacitracin-Test
Der sogenannte Micrococcus luteus-Wachstums-Hemmungs-Test wurde schon vor
50 Jahren von Hoff und seinen Mitarbeitern entwickelt [Hoff et al., 1947]. Im Test wird die
antibiotische Wirkung von Bacitracin auf Gram-positive Mikroorganimen, in diesem
Fall Micrococcus luteus ATCC 10240, ausgenutzt.
Um die „Overlay“-Platten von M. luteus herzustellen, wurden zunächst Agarplatten mit
Medium II (s 3.2) gegossen. Für den „Overlay“ wurde anschließend ein 50 mL-Aliquot
des Mediums III aufgekocht, auf ca. 48°C abgekühlt und mit 40 µL einer M. luteus-
Vorkultur versetzt. Die gut durchmischte Suspension aus Medium III und Zellkultur
wurde in 4 mL-Portionen auf vorgewärmte Medium II-Platten verteilt. Nach dem
Erstarren konnten die fertigen „Overlay“-Platten ca. 4 d bei 4°C bis zur Verwendung
gelagert werden.
Zur Kontrolle wurde zunächst ein Bacitracin-Standard (5 mg/mL) auf seine
Wirksamkeit getestet. Auf die „Overlay“-Platten wurden sterile Plättchen aus
Whatman-3MM-Filterpapier gelegt (∅ ca. 5 mm) auf welche jeweils 3, 5, 10 und 15 µL
des Bacitracin-Standards aufgetragen wurden. Als Negativkontrolle wurden auf je ein
Filterplättchen 3 µL Wasser aufgetragen. Nach Inkubation über Nacht im Brutschrank
bei 37°C waren rund um die Bacitracin-Standard-Proben klare Hemmhöfe zu erkennen.
Auf die gleiche Weise wurden die jeweiligen Kulturüberstände untersucht. Dazu wurde
1 mL des entsprechenden Kulturüberstandes über Nacht mit 1 Volumenanteil Butanol
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und am folgenden Morgen für 2 h mit wieder 1 Volumenanteil Butanol extrahiert. Die
organischen Phasen wurden in ein neues Eppendorffreaktionsgefäß überführt und das
Lösungsmittel mit Hilfe der SpeedVac evaporiert. Das zurückgebliebene Pellet wurde
entsprechend der in der Kultur bestimmten optischen Dichte bei 600 nm in Wasser
aufgenommen. Von den so erhaltenen Lösungen wurden im Bioassay jeweils 10 µL auf
die Plättchen aufgetragen.
4.7.2 HPLC-Analyse
Die HPLC-Trennung der Kulturüberstände von B. licheniformis wurde an einer Sephasil
TM C18-Säule (120 Å Porengröße und 5 µm Partikelgröße) mit einer HP1100-Apparatur
(Hewlett Packard) durchgeführt.
Das Prinzip dieses Verfahrens zur Trennung von Substanzgemischen beruht auf den
unterschiedlichen hydrophoben Wechselwirkungen der Analyten mit der Matrix. Im
Gegensatz zum konventionellen Normalphasen-Modus ist im hier benutzten RP-Modus
(„Reversed Phase Modus“) die Polarität der Phasen jedoch genau umgekehrt. Als
stationäre Phase dient chemisch modifiziertes Kieselgel, auf das Octadecylgruppen
kovalent aufgebunden sind, wodurch die stationäre Phase hydrophobe Eigenschaften
annimmt. Eine polare Flüssigkeit stellt die mobile Phase dar. Zwei Arten der Elution
sind zu unterscheiden. Bei der isokratischen Arbeitsweise erfolgt die Elution mit einem
Lösungsmittel, dessen Zusammensetzung während der Trennung gleich bleibt. Anders
ist es bei der Elution mit einem Gradienten. Hierbei wird im Laufe der Trennung der
Anteil der unpolaren Komponente in der mobilen Phase kontinuierlich erhöht, so daß
die Elutionskraft zunimmt. Das Resultat ist eine Verringerung der Retentionszeit,
Verbesserung der Peakform und Erhöhung der Nachweisgrenze. Die getrennten
Substanzen wurden über einen UV-Detektor nachgewiesen.
Für den Nachweis von Bacitracin im Kulturüberstand von B. licheniformis-Stämmen
wurden 20 mL M20-Medium (s. 3.2) 1:100 mit einer Übernachtkultur (37°C, LB-
Medium) des jeweiligen Stammes angeimpft und ca. 30 h bei 37°C und 250 U/min
inkubiert. Die 1 mL der Kulturen wurden dann 10 min bei 13000 U/min und RT
zentrifugiert. Der resultierende Kulturüberstand wurde wie unter 4.7.1 beschrieben mit
Butanol extrahiert. Das nach dem Trocknen zurückgebliebene Pellet wurde in 100 µL
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50% MeOH/0.1% TFA aufgenommen und je 50 µL auf die HPLC-Säule aufgetragen. Als
Standard diente 25 µL einer Bacitracin-Lösung (5 mg/mL). In allen Fällen wurde eine
Elution mit einem linearen Gradienten von 0 bis 63% Puffer B und einem Fluß von
1 mL/min gewählt [Morris, 1994]. Zur Detektion wurde die Absorption bei 214 nm für
Peptidbindungen und bei 252 nm für den Thiazolinring gemessen.
Puffer A TFA, pH 2.2 0.1 %(v/v)
Puffer B TFA, pH 2.2 0.1 %(v/v)
Acetonitril 80 %(v/v)
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5 Ergebnisse
5.1 Untersuchungen zur Bacitracin „Selbst-Resistenz“ im
Produzentenstamm Bacillus licheniformis ATCC 10716
Wie schon unter 2.4.2 beschrieben, inhibiert das Peptidantibiotikum Bacitracin die
Zellwandbiosynthese von Gram-positiven Mikroorganismen. Der ebenfalls Gram-
positive Produzentenstamm Bacillus licheniformis ATCC 10716 wird jedoch durch sein
eigenes Antibiotikum nicht gehemmt. Diese Beobachtung führte zu der Annahme, daß
der Stamm einen spezifischen Resistenzmechanismus gegen Bacitracin entwickelt haben
muß.
Kürzlich wurden einige solche „Selbst-Resistenzmechanismen“, wie z. B. einer erhöhte
Produktion an C55-Isoprenylpyrophosphat [Cain et al., 1993; Chalker et al., 2000], sowie die Sekretion
von Exopolysacchariden [Pollock et al., 1994] beschrieben. Desweiteren charakterisierten
Podlesek und seine Mitarbeiter den bcrABC Gencluster. Dieser kodiert für einen
„Multidrug-Resistance“-ähnlichen ABC-Transporter, der bei Expression in den
heterologen Wirtsorganismen Bacillus subtilis und Escherchia coli Bacitracin-Resistenz
vermittelt [Podlesek et al., 2000; Podlesek et al., 1995; Podlesek et al., 1997]. Bislang war es jedoch nicht
möglich, den bcr-Cluster im Chromosom von B. licheniformis zu lokalisieren.
Das Ziel war es, neben der Position der bcrABC Gene im Chromosom auch mehr über
die Mechanismen der Bacitracin-Resistenz-Vermittlung im Produzentenstamm
B. licheniformis ATCC 10716 herauszufinden.
5.1.1 Lokalisierung der bcrABC Transportergene
In der Natur findet sich häufig eine Clusterung der für Peptidsynthetasen und Resistenz
kodierenden Gene (s. 2.5.4). Eine solche Organisation ermöglicht die gemeinsame
Kontrolle und Expression von Antibiotika-Produktion und -Resistenz. Ausgehend von
der Annahme, daß auch im Falle von Bacitracin eine Assoziation von Biosynthese und
Selbstschutz vorliegt, wurde in dieser Arbeit der 3´-Bereich des Bacitracin-Biosynthese
Operons auf das Vorhandensein der Transportergene untersucht. Dazu wurde aus dem
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3´-Terminus des von D. Konz sequenzierten bac Operons [Konz et al ., 1997] eine inverse PCR
angefertigt .
Mit Hilfe dieser Technik ist es möglich, aus bekannten Sequenzen heraus unbekannte
DNA-Abschnitte zu amplifizieren und danach zu analysieren. Man hydrolysiert die
chromosomale DNA des Zielorganismus mit verschiedenen Restriktions-
endonukleasen, die im bekannten Teil der Sequenz ungefähr 1000-3000 Basen vor deren
Ende schneiden (siehe Abb.5-1 (1)).
Abb.5-1: Inverse PCR aus dem 3´-Bereich des Bacitracin-Biosynthese Operons. Dargestellt ist die
genaue Lokalisation der Restriktionsschnittstellen und die Gewinnung des unbekannten
Sequenzbereichs aus der „downstream“ Region des bac Operons. Der verwendete Farbcode
für das bacC Gen entspricht dem der Abb.2-1 und der dortigen Legende.
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Danach führt man eine Southern-Blot-Analyse durch, um ein Fragment mit geeigneter
Größe für die inverse PCR zu identifizieren (2). Dazu wird die mit verschiedenen
Enzymen hydrolyiserte chromosomale DNA mit einer Sonde hybridisiert, die aus dem
Endbereich der bekannten Sequenz stammt. Außerdem können mit der Determinierung
der Fragmentgröße auch die richtigen Bedingungen (wie z. B. die Elongationszeit) für
die inverse PCR gewählt werden.
Nachdem man durch die Southern-Blot-Analyse eine Restriktionsendonuklease
gefunden hat, die ein passendes Fragment liefert, wird der entsprechende
Hydrolyseansatz einer Ligation unterworfen (3). Dazu wird er aber erst stark verdünnt,
damit die intramolekulare Reaktion der Fragmente gegenüber der intermolekularen
Ligation bevorzugt wird. Die resultierenden religierten DNA-Fragmente werden dann
in einer PCR als Matrize (s. 4.2.1) eingesetzt (4). Als Primer verwendet man in dieser
PCR Oligonukleotide, die Rücken an Rücken im bekannten Sequenzbereich liegen.
Sinnvollerweise tragen sie Schnittstellen, die eine anschließende Subklonierung und
weitere Untersuchung des amplifizierten Fragmentes erlauben (5).
Um ein geeignetes Fragment für die inverse PCR zu erhalten, wurde chromosomale
DNA von B. licheniformis mit den Restriktionsendonukleasen PvuII, BglII, HindIII, AseI,
NdeI, und AatII über Nacht bei 37°C in einem 30 µL Gesamtvolumen hydrolysiert. Nach
der Überprüfung auf Vollständigkeit der Restriktion wurden für eine Southern-Blot-
Analyse vergleichbare DNA-Mengen aller Ansätze auf ein großes Agarosegel
aufgetragen und die darin enthaltenen DNA-Fragmente elektrophoretisch bei 80 mA
aufgetrennt. Nach dem Transfer der DNA auf eine Nylonmembran wurde mit einer
737 bp großen Sonde aus dem terminalen 3´-Bereich der bekannten Sequenz bei 60°C
hybridisiert. Nach der Detektion zeigten sich auf dem Film positive Signale mit Größen
zwischen ca. 1.5 bis 20 kb. Am geeignetsten für die weitere Untersuchung erschien das
6.5 kb große HindIII-Fragment, dessen Erkennungssequenz 2.8 kb vor dem Ende der
bekannten Sequenz liegt und somit einen Anteil von ca. 3.7 kb unbekannter Sequenz
lieferte. Für die Ligation wurde die Restriktionsendonuklease erst hitzeinaktiviert und
dann eine 1:10, eine 1:50 und eine 1:100 Verdünnung des Hydrolyseansatzes eingesetzt.
Diese DNA-Lösungen wurden für die inverse PCR nochmal jeweils 1:10, 1:50 und 1:100
verdünnt. Von den so entstandenen neun Verdünnungen wurde je 1 µL als Matrizen-
DNA in einer 50 µL-PCR Reaktion (s. 4.2.1) verwendet. Als Primer dienten:
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5´-IvP.1: 5´-GAT CCG CGT GAT CGA AAA CAT CGT G-3´
3´-IvP.-1: 5´-GCT CGG TTT CGA TCA GCT TTA AGC GAT C-3´
Die PCR mit dem am geringsten verdünnten DNA-Material führte zum Erfolg, d. h. es
bildete sich ein Amplifikat der richtigen Größe von ca. 6.5 kb. Das so erhaltene PCR-
Produkt wurde aufgereinigt und für eine weitere Southern-Blot-Analyse verwendet. Als
spezifische Sonde diente hier ein PCR-Amplifikat des von Podlesek identifizierten
bcrABC Genclusters (s. Abb.5-2 (A)). Wie Abb.5-2 zeigt, konnte mit dem durch die
inverse PCR amplifizierten DNA-Fragment aus dem 3´-Bereich des bac Operons ein
positives Signal (Spur 3) mit einer Größe von ca. 6.5 kb detektiert werden, während mit
der EcoRI-verdauten chromosomale DNA von B. brevis keine Reaktion erfolgte (Spur 4,
Negativkontrolle). Somit wurde der bcrABC in direkter Nachbarschaft zum Bacitracin
Biosynthese Operon lokalisiert.
Abb.5-2: Southern-Blot-Analyse der inversen PCR zur Lokalisation des bcrABC
Genclusters. Gezeigt sind (A) der Ursprung der Sonde, 2.3 kb bcr-Fragment
aus dem Chromosom von B. licheniformis ATCC 10716 amplifiziert und (B)
die Southern-Blot-Detektion. Das bcr-Fragment wurde als Positivkontrolle
unmarkiert eingesetzt (2). Die in der inversen PCR amplifizierte DNA wurde
in Spur 3 aufgetragen. Als Negativkontrollen dienten λ-Marker HindIII und
PstI hydrolysiert (1 und 5) bzw. EcoRI hydrolysierte chromosomale B. brevis
ATCC 8185-DNA (4).
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5.1.2 Sequenzierung und Datenbank-Analyse des neugefundenen DNA-
Abschnittes
Im Anschluß wurden beide Stränge des in der inversen PCR gewonnenen Amplifikats
vollständig sequenziert (s. 4.3.9) und die resultierende Sequenz mit Hilfe von
Datenbanken analysiert. Die determinierte Genabfolge ist in Abb.5-3 dargestellt.
Abb.5-3: Der „downstream“ Bereich des bac Operons mit den bacRS Genen, die vermutlich für ein
Zweikomponenten-System kodieren und dem Bacitracin-Resistenz vermittelnden bcrABC
Gencluster.
Der gesuchte bcrABC Gencluster wurde 1965 bp stromabwärts von bacC lokalisiert. Er
besteht aus dem bcrA Gen (918 bp), das für die ATP-Bindekassette kodiert (306 AS) und
aus zwei weiteren Genen bcrB und bcrC (624 bp und 609 bp), deren Genprodukte die
transmembranen Proteine BcrB (208 AS) und BcrC (203 AS) sind. Nach dem Modell von
Podlesek formieren BcrB und BcrC zusammen den Transportkanal für den durch die
ATP-Hydrolyse an der ATP-Bindekassette angetriebenen Transport von Bacitracin
[Podlesek et al., 2000; Podlesek et al., 1995]. Durch eine eingehende Sequenzanalyse konnten weder ein
putativer Promotor noch ein Terminator gefunden werden.
Es zeigte sich, daß sich zwischen dem bac Operon und den Transportergenen noch zwei
weitere offene Leserahmen in der gleicher Orientierung befinden (s. Abb.5-3). Das erste
Gen bacR ist 714 bp lang und beginnt mit einem GTG-Startkodon 151 bp nach dem 3´-
Ende von bacC. Es kodiert für ein Protein mit 238 Aminosäuren (BacR). Eine
vergleichende Datenbankanalyse erbrachte für die N-terminale Hälfte von BacR
Ähnlichkeiten zu Receiver Domänen von Response Regulatoren aus Zweikomponenten-
Systemen (siehe Abb.5-4). Wie man anhand des in Abb.5-4 dargestellten Aminosäure-
Sequenzvergleich sehen kann, zeigt BacR Homologien zu VanR [Evers & Courvalin, 1996], einem
aus Entereococcus faecalis stammenden Response Regulator, der in die Vermittlung der
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Vancomycin-Resistenz involviert ist, und zu OmpR [Comeau et al., 1985] aus E. coli. Die
charakteristischen, hochkonservierten Aspartat- und Lysin-Reste finden sich auch in der
Aminosäuresequenz von BacR wieder (Position 54 bzw. 103). Basierend auf der durch
das SWISS-PROT-Programm [Peitsch, 1996; Peitsch & Jongeneel, 1993] berechneten Sekundärstruktur
der C-terminalen Hälfte von BacR, läßt sich das Protein als Mitglied der OmpR-
Subklasse von Response Regulatoren mit einem putativen DNA-Helix-Turn-Helix-
Bindemotiv einordnen [Stock et al., 1989].
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Abb.5-4: Sequenzvergleich der putativen BacR Aminosäuresequenz mit verschiedenen Response
Regulatoren berechnet mit CLUSTAL: OmpR aus E. coli, VanR aus E. faecalis V583 und YcbL
aus E. coli. Die Zahlen auf der rechten Seite entsprechen der letzten Aminosäure der
jeweiligen Zeile. Identische Aminosäuren sind grau unterlegt. Bindestriche stehen für
Lücken, die eingeführt wurden, um die Ähnlichkeit zu optimieren. Die charakteristischen
hochkonservierten Aminosäuren der Response Regulatoren sind mit einem Stern markiert.
Aspartatrest 54 von BacR, 53 von VanR, 46 von YcbL und 55 von OmpR sind die putativen
Phosphorylierungsstellen. Die Prozentzahl an identischen Aminosäuren zwischen BacR und
den anderen Aminosäuresequenzen sind 38.5% für VanR, 43.4% für YcbL und 36.8% für
OmpR.
Das putative Genprodukt des anderen offenen Leserahmens (bacS), BacS mit 348
Aminosäuren, weist Homologien zu Sensor-Histidinkinasen auf. Da die N-terminalen
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Hälften solcher Proteine naturgemäß sehr stark voneinander abweichen [Hoch & Silhavy, 1995],
wurde auch nur der C-terminale Bereich der putativen BacS-Aminosäuresequenz mit
der VanS Sensor-Histidinkinase aus E. faecalis [Evers & Courvalin, 1996] und der Sensor-
Histidinkinase GtcS aus B. brevis verglichen [Turgay & Marahiel, 1995] (s. Abb.5-5). Es zeigt sich,
daß BacS 50% Ähnlichkeit zu VanS aufweist. VanS ist die zweite Komponente im
Vancomycin-Resistenz regulierenden VanRS Zweikomponenten-System. GtcS ist Teil
eines Zweikomponenten-Systems, das mit dem Gramicidin S-Biosynthese Operon
geclustert ist, welches ebenfalls zu der Klasse der NRPS gehört [Stachelhaus & Marahiel, 1995; Vater
& Kleinkauf, 1975; Vater & Kleinkauf, 1976].
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Abb.5-5: Sequenzvergleich der putativen C-terminalen BacS-Aminosäuresequenz mit anderen Sensor-
Histidinkinasen berechnet mit CLUSTAL: VanS aus E. faecalis und GtcS aus B. brevis. Die
Zahlen auf der rechten Seite geben die Position der letzten Aminosäure der jeweiligen Zeile
an. Identische Aminosäuren sind grau unterlegt. Bindestriche stellen die zur Optimierung
der Ähnlichkeit eingeführten Lücken dar. Die konservierten Motive H, N, G1, F und G2 sind
durch eine durchgezogene Linie gekennzeichnet. Die als putative
Autophosphorylierungsstelle geltenden Histidinreste sind durch einen Stern markiert. Die
Prozentzahl an identischen Aminosäuren zwischen BacS und den anderen Proteinen sind
30% für VanS und 25% für GtcS.
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Der Histidinrest 126 korreliert gut mit den für die Autophosphorylierung relevanten
Positionen in GtcS (Position 126) und VanS (Position 164) (Abb.5-5). BacS besitzt
außerdem die typischen Box-Motive (H, N, G1, F und G2, s. Abb.5-5) der Sensor-
Histidinkinasen [Parkinson & Kofoid, 1992].
Eine Hydropathie-Analyse der putativen Aminosäuresequenz von BacS nach Kyte-
Doolittle [Kyte & Doolittle, 1982] führte zur Detektion von zwei Regionen mit hydrophoben
Aminosäuren im N-Terminus des Proteins, ganz ähnlich wie bei GtcS und VanS (Abb.5-
6) [Forst et al., 1987]. Da Sensor-Histidinkinasen membranständige Enzyme sind, kann mit
einiger Gewissheit geschlossen werden, daß die beiden identifizierten Bereiche erhöhter
Hydrophobizität an der Verankerung von BacS in der Membran beteiligt sind.
0
2.7
-3.16
Abb.5-6: Hydropathie-Plot der putativen Aminosäuresequenz von BacS nach Kyte-Doolittle. Mit den
Pfeilen wurden die beiden möglicherweise transmembranen Bereiche des Proteins
gekennzeichnet.
Aufgrund dieser strukturellen Übereinstimmungen der vorhergesagten
Aminosäuresequenzen von BacR und BacS mit Response Regulatoren und Sensor-
Histidinkinasen kann man davon ausgehen, daß es sich auch bei den Produkten der
sequenzierten bacRS Gene um die klassischen Bestandteile eines bakteriellen
Zweikomponenten-Regulations-Systems handelt.
Eine weitere Untersuchung der Sequenz ergab, daß die beiden Gene bacR und bacS
vermutlich in einem Operon organisiert sind und von einem putativen σA-Promotor, mit
einer TATAAT –10-Region 101 bp vor dem Startkodon von bacR (–35-Region: TTGCCT),
gemeinsam transkribiert werden könnten. Die beiden Gene befinden sich jedoch in
verschiedenen Leserahmen und der 5´-Bereich von bacS mit einem GTG-Startkodon
überlappt auf einer Länge von 20 bp mit 3´-Bereich von bacR. Ein möglicher
Transkriptions-Terminator wurde nicht gefunden.
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5.1.3 Konstruktion eines Plasmids zur Unterbrechung der bacRS Gene
Zur funktionellen Charakterisierung des putativen Zweikomponenten-Systems BacRS
wurden die bacRS Gene in B. licheniformis ATCC 10716 unterbrochen.
Abb.5-7: Lokalisation der Unterbrechung und Konstruktion des Unterbrechungsplasmids pZK∆Km.
Abkürzungen: H, HindIII; B, BglII; S, StyI; E, EcoRI; P, PstI; N, NcoI.
Ergebnisse 101
Dazu wurde durch homologe Rekombination mit Hilfe des Unterbrechungsplasmids
pZK∆Km der 3´-Bereich von bacR und der 5´-Bereich von bacS durch eine Kanamycin-
Resistenzkassette ausgetauscht.
Zur Konstruktion des verwendeten Unterbrechungsplasmids (s. Abb.5-7) wurde ein
2327 bp großes Genfragment, das den größten Teil der bacRS Gene trug, durch PCR
amplifiziert (Primer: 5´BacendII/EcoRI und 3´Bacend/EcoRI, s. 7.1). Das anschließend
mit EcoRI hydrolysierte DNA-Fragment wurde in den analog geschnittenen
pBluescriptII SK(-)-Vektor kloniert (pSK-ZKS). Durch eine Hydrolyse mit BglII und StyI
wurde ein 323 bp großer Bereich aus den bacRS Genen herausgeschnitten und durch
eine mit BglII/NcoI aus pDG782  geschnittene 1489 bp große Kanamycin-
Resistenzkassette ersetzt [Guerout-Fleury et al., 1995]. Das entstandene Plasmid pSK-ZK∆Km
enthielt nun zwei zu den bacRS Genen homologe Regionen, einen 5´-Bereich von 1.3 kb
und einen 3´-Bereich von 0.7 kb, die durch eine Km-Kassette getrennt waren. Diese
Regionen erlauben eine homologe Rekombination in die chromosomalen DNA von
B. licheniformis ATCC 10716 und durch die interne Km-Kassette ist eine direkte Selektion
auf Integration des Plasmids möglich (s. Abb.5-8).
Abb.5-8: Strategie zur gezielten Unterbrechung von bacRS durch homologe Rekombination.
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Um die Rekombination mit dem nur schwer für genetische Manipulationen
zugänglichen B. licheniformis Genom zu erleichtern, wurde für die gezielte Insertion der
Km-Kassette ein hitzesensitiver Bacillus-Replikationsursprung (s. Abb.5-7, REPts) aus
dem pLTV1-Vektor verwendet [Youngman, 1990]. Bei erhöhter Temperatur (hier 48°C) wird
dieser inaktiviert und bei gleichzeitigem Selektionsdruck eine Integration der Km-
Kassette erzwungen (s. Abb.5-8). Also wurde der Replikationsursprung aus pLTV1
durch eine EcoRI/PstI Hydrolyse herausgeschnitten und in den ebenfalls mit EcoRI/PstI
geschnittenen pBluescriptII SK(-)-Vektor ligiert. Das resultierende Plasmid pSK-REPts
wurde mit EcoRI hydrolysiert und mit dem analog aus pSK-ZK∆Km geschnittenen
unterbrochenen bacRS-Bereich ligiert. Das entstandene Unterbrechungsplasmid
pZK∆Km wurde durch eine Restriktions- und Sequenzanalyse (s. 4.3.9) verifiziert.
5.1.4 Unterbrechung von bacRS
Das Unterbrechungsplasmid pZK∆Km wurde durch Protoplasten-Transformation in
B. licheniformis ATCC 10716 eingeführt. Dabei wurden 30 µg bzw. 50 µg Plasmid-DNA
eingesetzt. Zur Regeneration der Protoplasten wurde MRG-Medium (s. 3.2) verwendet.
Dazu wurden von der Transformations-Suspension je 50, 100 und 150 µL auf Platten
ohne Antibiotikum und auf Platten mit Kanamycin (25 µg/mL) ausplattiert und bei
30°C inkubiert. Nach 2 Tagen erschienen sowohl auf den Platten ohne Selektionsmittel,
als auch auf den Kanamycin-haltigen Platten sogenannte Lister(L)-Form-Kolonien. Nach
2 weiteren Tagen wurden 57 Kolonien von den MRG-Km25- auf LB-Km25-Platten
transferiert und bei 30°C inkubiert. Am nächsten Tag bildeten alle umgepickten
Transformanten eine Kolonie auf den Km25-Platten und konnten zur
Plasmidpräparation herangezogen werden. Von sechs dieser Kolonien wurden
Übernachtkulturen angesetzt, die zur Isolierung von Plasmid-DNA (s. 4.1.3) verwendet
wurden. Alle getesteten Kolonien enthielten ein Plasmid der erwarteten Größe von etwa
9.3 kb. Dieses wurde anschließend aufgrund des hohen Detergenzgehalts der aus
B. licheniformis präparierten Plasmidlösung in E. coli XL1 Blue Zellen transformiert
(s. 4.4.3), wieder präpariert (s. 4.1.2) und zur Kontrolle mit EcoRI und BglII/NcoI
hydrolysiert. Diese Kontrollhydrolyse stimmte mit dem Restriktionsmuster des
Ergebnisse 103
Ausgangsplasmids pZK∆Km überein. Somit konnte verifiziert werden, daß der Stamm
B. licheniformis pZK∆Km das korrekte Plasmid enthält.
Zur homologen Rekombination wurde der Stamm in LB-Km25-Medium angezogen.
Durch einen Temperatursprung von 30°C auf 48°C wurde das hitzesensitive Replikon
inaktiviert. Bei gleichzeitigem Selektionsdruck konnten nur Mutanten, die das Plasmid
in das Chromosom integriert hatten, weiterwachsen. Nach dem Ausplattieren einer
geeigneten Verdünnungsreihe der Zellkulturen auf DSM-Km25-Platten wurden
Kanamycin-resistente Kolonien erhalten. Um die Stabilität der Integration in das
Chromosom zu testen, wurden 100 Kolonien 2x auf Agarplatten ohne Antibiotika-
Zusatz überführt und jeweils über Nacht bei 37°C inkubiert. Danach wurden sie wieder
auf das Selektionsmedium (Km25) transferiert. Da keine Kolonie die Kanamycin-
Resistenz verloren hatte, schien die Integration stabil zu sein.
Um die Integration des Unterbrechungsplasmids in das B. licheniformis Genom zu
verifizieren, wurden Southern-Blot-Analysen durchgeführt. Dazu wurde chromosomale
DNA aus sechs der Mutanten B. licheniformis AK20 (bacRS Unterbrechungsmutante) und
aus dem Wildtyp B. licheniformis ATCC 10716 isoliert (s. 4.1.1), mit EcoRI hydrolysiert
und durch Southern-Blots analysiert.
Zum Nachweis der Insertion der Km-Kassette ins Chromosom von B. licheniformis
wurde eine Hybridisierung (s. 4.3.5) mit der Km-Kassette als Sonde durchgeführt
(s. Abb.5-9 (B)). Nach Abb.5-9 (A) sollte in der EcoRI-Hydrolyse der Mutanten-DNA ein
Fragment der Größe 3.7 kb mit der Sonde hybridisieren, während die DNA des
Wildtyps nicht reagiert. Der Southern-Blot in Abb.5-9 (B) zeigt, daß die Wildtyp-DNA
(Spur 9) nicht mit der Sonde reagierte. Deutliche Hybridisierungssignale der erwarteten
Größe von etwa 4 kb zeigte jedoch die DNA der sechs untersuchten Mutanten (Spuren 3
bis 8). Die Kanamycin-Resistenzkassette wurde also in das Chromosom von
B. licheniformis integriert.
Um herauszufinden, ob die Mutanten durch einen „Single“- oder Doppel-„Crossover“
entstanden waren, wurde eine weitere Southern-Blot-Analyse durchgeführt. Als Sonde
diente das durch den Austausch deletierte 323 bp große BglII/StyI-DNA-Fragment. Bei
einem sogenannten Doppel-„Crossover“ sollte die verdaute chromosomale DNA der
bacRS Unterbrechungsmutante nicht mit der Sonde reagieren, aber die DNA von
Wildtyp und „Single-Crossover“-Mutanten. Nach der Detektion zeigte sich nur mit der
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Wildtyp-DNA ein positives Signal (s. Abb.5-9 (C)). Alle untersuchten Mutanten waren
also durch eine Doppel-„Crossover“-Rekombination entstanden.
Abb.5-9: Southern-Blot-Analyse der Integration der Km-Kassette. Gezeigt ist (A) die Lokalisation der
Sonden und der EcoRI (E), PvuII (Pv), BglII (B) und StyI (S) Restriktionsschnittstellen im 3´-
Bereich des bac Operons im Chromosom von B. licheniformis ATCC 10716 und der bacRS
Unterbrechungsmutante AK20 (M1-6), sowie die Detektion des Southern-Blots mit (B) der
Km-Kassette und (C) dem deletierten DNA-Fragment als Sonde. Als Positivkontrolle wurde
in (B) das kan-Fragment (2) und in (C) die EcoRI hydrolysierte Wildtyp-DNA (9) eingesetzt.
Die chromosomale DNA von sechs resultierenden Mutanten wurde analog verdaut (3 bis 8).
Als Negativkontrollen dienten λ-Marker HindIII und PstI hydrolysiert (1 und 10) bzw. im
Falle von (B) die EcoRI hydrolysierte chromosomale Wildtyp-DNA (9).
Zur weiteren Verifizierung des Doppel-„Crossovers“ und der gezielten Integration der
1.5 kb großen Km-Kassette innerhalb der bacRS Gene, wurde eine dritte Southern-Blot-
Analyse durchgeführt. Hierzu wurde die chromosomale DNA von zwei der bacRS
Unterbrechungsmutanten AK20 und des Wildtyps B. licheniformis ATCC 10716 mit den
Restriktionsendonukleasen EcoRI, PvuII und EcoRI/StyI hydrolysiert und für einen
Southern-Transfer verwendet. Als Sonde diente hier das 2.3 kb PCR-Amplifikat von
bacRS, das für die Konstruktion des Unterbrechungsplasmids pZK∆Km herangezogen
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wurde (s. Abb.5-7 und 5-8). Aufgrund der in Abb.5-9 gezeigten Schnittstellen der
verwendeten Enzyme EcoRI, PvuII und StyI sind die in Tabelle 5-1 aufgeführten
Hybridisierungssignale für einen Doppel-„Crossover“ zu erwarten. Sie wurden mit den
in Abb.5-10 erhaltenen Signalen verglichen.
So fällt durch die Integration der Km-Kassette z. B. eine PvuII-Erkennungssequenz weg.
Für eine Hydrolyse mit PvuII sollte in der Mutante im Vergleich zum Wildtyp zum
einen nicht mehr das kleinere Fragment von 1.4 kb auftauchen, da die hierfür
notwendige Erkennungssequenz deletiert wurde, zum anderen sollte das in der
Mutante reagierende Fragment um 4 kb größer sein, als das entsprechende des Wildtyps
(mindestes 3.7 kb). In der Restriktion der Stämme mit EcoRI sollte sich für die Mutante
aufgrund der Insertion der Km-Kassette ein positives Hybridisierungssignal der Größe
3.7 kb ergeben, während man für das entsprechende Wildtyp-Fragment ein Signal bei
einer Größe von 2.5 kb erhält. Ähnliches gilt für die Doppelhydrolyse mit EcoRI/StyI.
Tab.5-1: Restriktionsfragmente, die bei korrekter Integration der Km-Kassette von der Sonde erkannt
werden sollten.
Enzyme erwartete Signale
Wildtyp
erhaltene Signale
Wildtyp
erwartete Signale
Mutante
erhaltene Signale
Mutante
EcoRI 2.5 kb 2.5 kb 3.7 kb 4 kb
PvuII 1.4 kb
3.7+x kb
1.4 kb
5.0 kb 6.3 +x kb
9 kb
EcoRI/StyI 0.7 kb
1.8 kb
0.7 kb
1.8 kb
0.7 kb
3.0 kb
0.7 kb
3.2 kb
Die in der Tabelle 5-1 aufgeführten Fragmente für die hydrolysierte Wildtyp-DNA
(Spuren 3 bis 5) wurden ebenso wie die erwarteten Signale für die Doppel-„Crossover“-
Mutante (Spuren 6 bis 8 für die erste getestete Mutante und Spuren 9 bis 11 für die
zweite getestete Mutante) von der Sonde erkannt. So konnte mit Hilfe der Southern-
Blot-Analyse (s. Abb.5-10) eindeutig gezeigt werden, daß die homologe Rekombination
über ein Doppel-„Crossover“-Ereignis des Unterbrechungsplasmids pZK∆Km mit den
bacRS Genen (vgl. Abb.5-8) stattgefunden hatte und die bacRS Unterbrechungsmutante
AK20 erzeugt wurde.
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Abb.5-10: Southern-Blot-Analyse zur genauen Verifizierung der Unterbrechung und der Art des
„Crossovers“. Als Sonde wurde das 2.3 kb EcoRI-bacRS-Fragment eingesetzt. Die
chromosomaler DNA aus dem Wildtyp B. licheniformis ATCC 10716 (3 bis 5) und zwei der
resultierenden bacRS Unterbrechungsmutanten AK20 (M1: 6 bis 8 und M2: 9 bis 11) wurden
jeweils mit den Restriktionsenzymen EcoRI, PvuII und EcoRI/StyI hydrolysiert. Zur
Positivkontrolle wurde unmarkierte Sonden-DNA verwendet (2) und als Negativkontrollen
diente HindIII und PstI hydrolysierter λ-Marker (1 und 12).
5.1.5 Unterbrechung von bcrABC
Neben den Genen des putativen Zweikomponenten-Systems sollte auch der bcrABC
Gencluster für eine Funktionsanalyse unterbrochen werden. Bislang erfolgten
Bacitracin-Resistenzuntersuchungen mit Plasmiden, die Genfragmente des bcrABC
Clusters trugen, aber nur in heterologen Systemen wie B. subtilis  und E. coli [Podlesek et al .,
1995]. Eine eindeutige Charakterisierung im nativen System, B. licheniformis, stand noch
aus.
Da ein letaler Effekt durch die Unterbrechung des Bacitracin-Resistenz vermittelnden
Transportsystems im Produzentenstamm nicht auszuschließen war, sollten die
Transportergene auch in dem Nicht-Produzentenstamm B. licheniformis AK1
unterbrochen werden. Dieser Stamm ist nicht mehr auf den Bacitracin-„Selbst-Schutz“
angewiesen. Für die Unterbrechung der Transportergene wurde zunächst ein
entsprechendes Unterbrechungsplasmid pBcr∆Cm konstruiert. Da die bacB
Unterbrechungsmutante AK1 bereits eine Km-Kassette im Chromosom trägt, wurde in
diesem Fall als Resistenzmarker eine Chloramphenicol-Kassette gewählt.
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Abb.5-11: Strategie zur Unterbrechung der bcrABC Gene. Gezeigt ist (A) die Lokalisation der
Unterbrechung und die Konstruktion des Unterbrechungsplasmids pBcr∆Cm sowie (B) das
gewünschte Doppel-„Crossover“ Ereignis. Abkürzungen: C, ClaI; Sc, SacII.
Für die Konstruktion des Plasmids (s. Abb.5-11 (A)) wurde das entsprechende 2698 bp
große DNA-Fragment, das die bcrABC Gene trug, mit Hilfe terminal modifizierter
Oligonukleotide (Primer: Bcr5+1 und 3´Bcr/SacII, s. 7.1) über PCR (s. 4.2.1) aus dem
B. licheniformis Genom amplifiziert. Das Fragment besaß aufgrund der modifizierten
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Oligonukleotide an beiden Termini eine Schnittstelle für die Restriktionsendonuklease
SacII, wurde nach einer Aufreinigung (s. 4.2.3) mit diesem Enzym hydrolysiert und mit
dem analog behandelten pBluescript KS0-Vektor ligiert. Der KSo-Vektor ist ein Derivat
des pBluescript KS(+)-Vektors, in dem durch eine Hydrolyse mit HincII und EcoRV die
Erkennungssequenzen für die Enzyme ClaI und HindIII deletiert wurden.
Durch Hydrolyse des resultierenden Plasmids pKS0Bcr mit der
Restriktionsendonuklease ClaI wurde ein Fragment von 1296 bp, ab Mitte des bcrA Gens
bis zum 3´-Ende des bcrB Gens, aus dem Vektor entfernt und durch eine ebenfalls mit
ClaI hydrolysierte aus pDG268 stammende Chloramphenicol-Resistenz-Kassette
[Antoniewski et al ., 1990] mit einer Größe von 1.3 kb ersetzt. Mit Hilfe des Enzyms SacII wurde
das unterbrochene Genfragment wieder aus dem Vektor pKS0Bcr∆Cm
herausgeschnitten und mit dem in gleicher Weise hydrolysierten pSK-REPts-Vektor
ligiert. Es resultierte das Unterbrechungsplasmid pBcr∆Cm mit einem zum Chromosom
von B. licheniformis homologen 5´-Bereich von 0.6 kb und einem homologen 3´-Bereich
von 0.9 kb, unterbrochen durch eine Cm-Kassette mit einer zum deletierten Fragment
äquilvalenten Größe von 1.3 kb.
Dieser Vektor wurde in den B. licheniformis Wildtyp- und den bacB Unterbrechungs-
Stamm AK1 über Protoplasten-Transformation (s. 4.4.7) transformiert, wobei auf
Chloramphenicol-Resistenz selektiert wurde (Cm10). Durch eine Analyse des aus den
Bacillus-Transformanten isolierten (s. 4.1.3) und in E. coli retransformierten Plasmids
konnte bestätigt werden, daß beide Stämme pBcr∆Cm aufgenommen hatten
(B. licheniformis ATCC 10716 pBcr∆Cm und B. licheniformis AK1 pBcr∆Cm). Daraufhin
wurde mit diesen Stämmen der Temperaturshift von 30°C auf 48°C unter
Chloramphenicol-Selektion durchgeführt, um die Insertion der Cm-Kassette in den
jeweiligen bcrABC Genbereich zu erzwingen (s.Abb.5-11 (B)).
Eine detaillierte Southern-Blot-Analyse bestätigte in beiden Fällen die Integration der
Cm-Kassette in das Genom. Jedoch wiesen alle untersuchten Mutanten das Muster für
einen „Single-Crossover“ auf, d. h. es hatte nur einer der beiden homologen Bereiche
des Unterbrechungsplasmids mit der chromosomalen DNA rekombiniert und zwar in
allen Fällen der 3´-Bereich (s. Abb.5-12). Somit fand durch die Integration des gesamten
Vektoranteils ins Chromosom keine Unterbrechung der Zielgene statt (s. Abb.5-12).
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Abb.5-12: Tatsächlich stattgefundener „Single-Crossover“.
Es lag nun die Vermutung nahe, daß der homologe 5´-Bereich für ein Rekombinations-
Ereignis nicht groß genug war. Deshalb wurden neue Plasmide  mit einem homologen
5´-Bereich von bis zu 1.2 kb konstruiert. Aber auch diese Vektoren führten nicht zum
gewünschten Erfolg, sondern immer zu einen 3´-„Single-Crossover“. Da die
Unterbrechung der Transportergene im bac--Stamm ebenfalls nicht erzielen war, kann
daraus geschlossen, daß der BcrABC Transport-Komplex möglicherweise auch den
Transport weiterer Substanzen vermittelt und für B. licheniformis essentiell ist.
5.1.6 Wachstums- und Mediumabhängigkeit der Bacitracin-Produktion
Die unterbrochenen bacRS Gene (s. 5.1.5) kodieren vermutlich für ein Zweikomponenten
Regulations-System [Hoch & Silhavy, 1995]. Solche Systeme reagieren auf einen äußeren Reiz
durch die Induktion oder Repression der Expression von bestimmten Genen [Bourret et al.,
1991; Parkinson, 1993; Parkinson & Kofoid, 1992; Stock et al., 1990]. Auch die Bildung von
Sekundärmetaboliten wie z. B. die des Lantibiotikums Subtilisin [Klein et al., 1993] oder
Surfactin [Marahiel et al., 1993; Strohl, 1997] wird von Zweikomponenten-Systemen gesteuert. Da
auch Bacitracin zu diesen Sekundärmetaboliten gehört, lag die Vermutung nahe, daß die
direkt hinter dem Bacitracin-Biosynthese Operon lokalisierten bacRS Gene
möglicherweise für ein Zweikomponenten-System kodieren, das für die Regulation der
Synthese von Bacitracin zuständig ist. Um diese Theorie zu untermauern, mußte geklärt
werden, ob die Bacitracin-Synthese reguliert wird. Bislang konnte eine „Feedback“-
Kontrolle durch bivalente Kationen wie Mg2+, Mn2+, Fe2+ und Co2+ [Froyshov et al., 1980], ein
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Effekt von Glucose [Haavik, 1974], die katabolische Repression und die Wirkung organischer
Säuren [Haavik, 1974] auf die Bacitracin-Synthese gezeigt werden. Eine genaue Aussage,
wann die Synthese von Bacitracin einsetzt, konnte jedoch nicht getroffen werden.
Um erste Anhaltspunkte über den Startpunkt der Synthese zu gewinnen, wurden
B. licheniformis ATCC 10716 und die bacB Unterbrechungsmutante B. licheniformis AK1 in
verschiedenen Medien (M20-Minimal-Medium, DSM-Sporulations-Medium und LB-
Voll-Medium, s. 3.2) angezogen, die optische Dichte bei 600 nm kontrolliert und zur
Detektion der Bacitracin-Produktion stündlich 1 mL Zellkultur entnommen. Diese
Proben wurden durch Zentrifugation in Pellet und Überstand separiert. Der
Kulturüberstand wurde zweimal mit Butanol extrahiert, die organische Phase bis zur
Trockne eingeengt und der erhaltene Rückstand in einer der optischen Dichte zum
Zeitpunkt der Probennahme entsprechenden Wassermenge aufgenommen. Die so
gewonnenen Proben wurden dann auf ihre antibiotische Aktivität gegenüber
Micrococcus luteus mit Hilfe von „Overlay“-Platten getestet (s. 4.7.1).
Abb.5-13: Bestimmung des MIC von Bacitracin auf M. luteus. Auf die Filterplättchen wurden jeweils 1,
0.1, 0.02, 0.01, 0.002 und 0.001 µg Bacitracin augetragen. Als Negativkontrolle dienten 5 µL
einer 2 mM Natriumcholeat-Lösung.
Die „minimal inhibition concentration“ (MIC) für M. luteus wurde durch eine
Verdünnungsreihe eines Bacitracin-Standards (10 mg/mL) im Filterplättchentest
bestimmt. Dazu wurden neben 5 µL einer 2 mM Natriumcholeat-Lösung als
Negativkontrolle jeweils 1 µL einer 1:10, einer 1:50, einer 1:100, einer 1:500 und einer
1:1000 Verdünnung des Bacitracin-Standards und 1 µL des unverdünnten Bacitracin-
Standards auf die Filterplättchen auf der M. luteus „Overlay“-Platte aufgetragen
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(s. Abb.5-13) und über Nacht bei 37°C inkubiert. Durch die Analyse der entstandenen
Hemmhöfe ergab sich ein MIC-Wert für M. luteus von 0.02 µg.
Zur Analyse der Kulturüberstände wurde von den präparierten Proben jeweils 10 µL
auf ein steriles Filterplättchen pipettiert, die M. luteus „Overlay“-Platte über Nacht bei
37°C inkubiert und am nächsten Tag der Durchmesser des Hemmhofes vermessen. Wie
erwartet, zeigen nur die Wildtyp-Extrakte einen inhibitorischen Effekt, während die
Proben des bac--Stammes keine Auswirkung auf das Wachstum von M. luteus haben.
Extrakte aus dem M20-Medium erzeugten wesentlich größere Hemmhöfe, als die
Proben aus DSM- bzw. LB-Medium. Die Extrakte des LB-Mediums zeigen die geringste
antibiotische Wirkung. Weiterhin wurde beobachtet, daß die Bacitracin-Produktion in
DSM-Medium früher startet, als in den anderen Medien. In DSM-Medium kann in der
Mitte der exponentiellen Phase Bacitracin detektiert werden, wohingegen in M20- bzw.
LB-Medium die Synthese erst beim Übergang von der exponentiellen in die stationäre
Wachstumsphase beginnt. Ab der stationären Wachstumsphase bleibt die Konzentration
an Bacitracin konstant. Diese Ergebnisse deuten darauf hin, daß die Bacitracin-Synthese
einer gewissen Regulation unterliegt. Die Menge an Bacitracin hängt anscheinend von
einem äußeren Faktor, nämlich dem Nährstoffangebot (Medieneffekt) und der
Startpunkt der Synthese jedoch von einem inneren Faktor, möglicherweise eine
Reaktion der Zellen auf die hohe Zelldichte, ab.
Abb.5-14: Western-Blot-Analyse der BacA-Produktion in B. licheniformis ATCC 10716 mit Antikörpern
gegen BacA1-2 (Verdünnung 1:20000). Als Positivkontrolle wurde die erste A-Domäne
BacA1 (1) und als Negativkontrolle 10 kDa-Protein-Leiter (9) aufgetragen. Analysiert wurden
vergleichbare Mengen Rohzellextrakt aus in M20 angezogen Zellkulturen. Die Proben
wurden beim Übergang von der exponentiellen zur stätionären Wachstumsphase
genommen. Aufgetragen wurden Proben die 7 h (2), 8 h (3), 9 h (4), 10 h (5), 11 h (6), 12 h (7)
und 26 h (8) nach Animpfen der Kultur entnommen wurden.
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Zur Analyse der Expression von BacA wurden die Zellpellets in einer der optischen
Dichte zum Zeitpunkt der Probennahme entsprechenden Menge Lyse-Puffer
resuspendiert (s. 4.5.5). Jeweils äquivalente Mengen der erhaltenen Rohzellextrakte
wurden auf ein 7.5%iges SDS-Polyacrylamidgel (s. 4.5.3) aufgetragen und über Nacht
bei 20 mA auf Nitrocellulose transferiert. Der Western-Blot (s. 4.5.6) wurde anschließend
zur Detektion der BacA-Produktion mit Antikörpern gegen die ersten zwei Module von
BacA in einer Verdünnung von 1:20000 behandelt.
Wie man in der Abb.5-14 erkennen kann, wird die 598 kDa große BacA
Peptidsynthetase erst nach etwa 11 h, beim Übergang von der exponentiellen zur
stationären Wachstumsphase, in detektierbaren Mengen gebildet.
Zusammenfassend läßt sich sagen, daß die Produktion der Peptidsynthetasen nicht
konstitutiv von Beginn des Zellwachstums an erfolgt, sondern erst beim Übergang zur
stationären Wachstumphase startet. Es scheint also innerhalb der Zelle einen
Mechanismus zu geben, der die Expression der Peptidsynthetasengene reguliert.
Um nun zu testen, ob diese Regulation durch das neu gefundene Zweikomponenten-
System erfolgt, wurden die von B. licheniformis ATCC 10716, sowie von der bacRS
Unterbrechungsmutante B. licheniformis AK20 produzierten Bacitracin-Mengen
quantitativ mit Hilfe einer HPLC-Analyse (s. 4.7.2) überprüft. Wenn das
Zweikomponenten-System für die Regulation des bac Operons verantwortlich ist, sollte
durch die Unterbrechung der dazugehörigen Gene die Bacitracin-Produktion beeinflußt
werden.
Für die entsprechende Analyse wurden sowohl der Stamm ATCC 10716, als auch der
Stamm AK20 in 200 mL M20-Nährmedium bei 37°C und 250 U/min 30 h lang inkubiert.
Nach der Abtrennung der Zellen wurde der leicht rosa-gefärbte Kulturüberstand über
Nacht unter Rühren mit 2 Volumenäquivalenten Butanol extrahiert. Die Extrakte
wurden bis zur Trockne eingeengt und der resultierende Rückstand jeweils in 4 mL 50%
MeOH/0.1% TFA aufgenommen. Von diesen Lösungen wurden je 50 µL in ein HPLC-
System injiziert (s. 4.7.2). Für die Elution mit einem linearen Gradienten von 0 bis 63%
Puffer B wurde ein Fluß von 1 mL/min gewählt. Als Standard diente eine Bacitracin-
Stammlösung (5 mg/mL), von der 10 µL für die Analyse injiziert wurde.
Bei der Auswertung der Chromatogramme beider Proben stellte sich jedoch heraus, daß
kein signifikanter Unterschied zwischen Wildtyp und bacRS Unterbrechungsmutante
bestand (Daten nicht gezeigt). In beiden Chromatogrammen konnte der für Bacitracin A
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charakteristische Peak bei einer Retentionszeit von 96.7 min (Literaturwert: 87 min [Griffin,
1998]) und in vergleichbaren Absorptionseinheiten von ungefähr 120000 bis 150000 eluiert
werden. Außerdem zeigten sich in beiden Profilen zwischen 90 bis 100 min eine ganze
Reihe von Peaks, die anhand schon vorliegender HPLC-MS-Spektren den verschiedenen
Varianten von Bacitracin zugeordnet werden können.
Aufgrund dieser Analyse kann eine Regulation des Bacitracin-Biosynthese Operons
durch das putative BacRS Zweikomponenten-System ausgeschlossen werden.
5.1.7 Verbindung zwischen dem bacRS und dem bcrABC System
Da die Unterbrechung der Gene des Zweikomponenten-Systems keine Auswirkungen
auf die Bacitracin-Produktion zeigt, sollte eine mögliche Verbindung zwischen den
bacRS und bcrABC Genen untersucht werden.
Hierfür wurden die bacRS Unterbrechungsmutante AK20 und der Wildtyp-Stamm
hinsichtlich ihrer Sensitivität gegenüber dem eigenen Antibiotikum Bacitracin,
überprüft. Im Vortest mit B. licheniformis-Übernachtkulturen, die verschiedenen Mengen
an Bacitracin enthielten, hatte sich gezeigt, daß der Produzentenstamm exogene Mengen
von über 4 mg/mL übersteht. Erst bei eine Konzentration von 4.5 mg/mL Bacitracin
tritt eine starke Inhibierung auf und das Wachstum kommt nur bei Mengen ab
5 mg/mL zum Erliegen. Diese, für eine starke Wachstumsinhibierung, notwendigen
Mengen waren überraschend hoch. Im Vergleich dazu liegen die MIC für B. subtilis und
E. coli bei 100 µg/mL bzw. 200 µg/mL Bacitracin [Podlesek et al., 1995]. Aufgrund der
Voruntersuchung wurden B. licheniformis ATCC 10716 und die bacRS
Unterbrechungsmutante AK20 in DSM-Medium bei 37°C und 250 U/min angezogen,
bei einer OD600 von 0.35 mit verschiedenen Mengen Bacitracin (0.5, 1 und 2 mg/mL
Endkonzentration) versetzt und anschließend weiter bei 37°C inkubiert.
Wie in Abb.5-15 zu erkennen ist, wurde das Wachstum des Wildtyp-Stammes bei einer
Behandlung mit 0.5 mg/mL Bacitracin nicht beeinträchtigt. Die Behandlung mit 1 bzw.
2 mg/mL führt zu einer längeren Lag-Phase, nach der die Zellen aber wieder zum
normalen Wachstum zurückfinden (s. Abb.5-15 (A)). Im Gegensatz dazu zeigte die
bacRS Unterbrechungsmutante eine stark erhöhte Bacitracin-Sensitivität. Nur nach einer
Behandlung mit 0.5 mg/mL Bacitracin sind die Zellen in der Lage zum normalen
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Wachstum zurückzukehren. Bei Bacitracin-Zugabe von 1 mg/mL und höher hört das
Zellwachstum auf (s. Abb.5-15 (B)). Selbst 24 h später konnte kein Wachstum beobachtet
werden.
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Abb.5-15:
Wachstumskurven des Wildtyps B. licheniformis
ATCC 10716 (A) und der bacRS
Unterbrechungsmutante AK20 (B). Das
Wachstum in DSM bei 37°C wurde durch
Messung der optischen Dichte bei 600 nm
(OD600) verfolgt. Nach Erreichen einer OD600
von 0.35 wurden verschiedene Mengen an
Bacitracin zugegeben: Kontrolle ohne Bacitracin
(schwarze Quadrate), 0.5 mg/mL (blaue
Rauten), 1 mg/mL (grüne Kreise) und
2 mg/mL (rote Dreiecke). (C) Waschen der mit
2 mg/mL Bacitracin behandelten Mutanten-
Kultur nach 3 h (blaue Dreiecke) und nach 4 h
(grüne Dreiecke). Kontrollen: Wachstum ohne
Bacitracin (schwarze Quadrate) und mit
2 mg/mL Bacitracin ohne Waschen (rote
Dreiecke).
Als Kontrolle wurden je ein 20 mL-Aliqout Zellen der mit 2 mg/mL Bacitracin-
behandelten bacRS Mutanten-Kultur nach 3 h und nach 4 h durch Zentrifugation
pelletiert. Anschließend wurden die Zellen im gleichen Volumen DSM gewaschen und
erneut pelletiert, bevor sie in 20 ml frischem DSM-Medium ohne Selektionsdruck bei
37°C weiterinkubiert wurden. Wie in Abb.5-15 (C) zu sehen ist, kehren die Zellen nach
dem Entfernen des Bacitracins zum normalen Wachstum zurück. Der
wachstumshemmende Effekt kann somit auf die Zugabe von Bacitracin zurückgeführt
werden.
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Um unterscheiden zu können, ob der detektierte Effekt von Bacitracin auf die AK20-
Zellkultur bakteriostatischer oder bakteriozider Natur war, wurde die Lebendzellzahl
an den jeweiligen Eckpunkten der Wachstumskurve bestimmt. Diese Punkte waren im
Detail: (i) der Punkt der Bacitracin-Zugabe, (ii) der Beginn der stationären
Wachstumsphase und (iii) der Punkt der geringsten optischen Dichte (OD600) nach der
Bacitracin-Zugabe (s. Tab.5-2).
Tab.5-2: Lebendzellzahlbestimmung von Bacitracin-behandelten Zellen.
Stamm Behandlung
c.f.u.
bei OD600 = 0.35
c.f.u.
bei niedrigster
OD600
c.f.u.
am Beginn der stationären
Wachstumsphase
ATCC 10716 --- 4.9 x 106 --- 2.9 x 107
ATCC 10716 0.5 mg/mL Bacitracin 4.9 x 106 1.2 x 106 1.5 x 107
ATCC 10716 1 mg/mL Bacitracin 4.9 x 106 3 x 105 3.5 x 107
AK20 --- 5.1 x 106 --- 2.1 x 107
AK20 0.5 mg/mL Bacitracin 5.1 x 106 5.2 x 106 4.4 x 107
AK20 1 mg/mL Bacitracin 5.1 x 106 8.5 x 104 ---
Die Ergebnisse dieses Experiments zeigten, daß die Zellzahl bei Wildtyp und bacRS
Unterbrechungsmutante, wenn sie mit 0.5 mg/mL Bacitracin behandelt wurden, in
vergleichbarem Maß abnahm, während eine Behandlung mit 1 mg/mL Bacitracin eine
signifikant höhere Auswirkung auf die Mutante hatte. Im Vergleich zum Wildtyp war
hier die Anzahl an lebensfähigen Zellen viermal so klein. Bacitracin wirkt also in
Mengen über 0.5 mg/mL bakteriozid auf die bacRS Unterbrechungsmutante.
Alle Resultate zusammengenommen unterstützen die Hypothese, daß das putative
Zweikomponenten-System BacRS an der Regulation der Expression der
Transportergene beteiligt ist.
5.1.8 Northern-Blot-Analyse von Wildtyp und bacRS Mutante
Um auszuschließen, daß die Transkription der bcrABC Transpotergene von dem durch
die Integration der Km-Kassette in die bacRS Gene insertierten neuen Promotor
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beeinflußt wird, wurde eine Northern-Blot-Analyse durchgeführt. Außerdem sollte so
geklärt werden, ob die beiden Systeme eventuell in einem Operon organisiert sind oder
ob sie jeweils einen eigenen Promotor besitzen. Durch Sequenzanalysen konnte ein
putativer σA-Promotor vor den bacRS Genen, jedoch kein erkennbarer Promotor vor den
bcrABC Genen identifiziert werden.
Zur Durchführung des Northern-Blots wurde zunächst die Gesamt-mRNA (s. 4.1.5) aus
Zellen des B. licheniformis ATCC 10716 Wildtyps und der bacRS Unterbrechungsmutante
B. licheniformis AK20 isoliert. Die Ernte der Zellen erfolgte bei einer OD600 von 0.6.
Außerdem wurde die mRNA aus mit 1 mg/mL Bacitracin behandelten Wildtyp-Zellen
präpariert. Diese Zellen wurden ebenfalls bei einer OD600 von 0.6 geerntet. Neben dem
RNA-Marker wurden je 22 µg der RNA-Proben denaturiert und auf das zum Transfer
vorgesehene MOPS-Agarosegel aufgetragen. Nach dem Auftrag der Proben wurde bei
70 V für 3 h und 10 min eine elektrophoretische Trennung der RNA-Transkripte
durchgeführt. Das Gel wurde auf die RNA-Proben-enthaltenen Spuren
zurechtgeschnitten und über Nacht auf eine Nylonmembran transferiert (s. 4.3.6).
Als Sonde für die Hybridisierung diente eine 400 bp große RNA aus dem N-Terminus
von bcrA. Diese RNA wurde ausgehend von einem PCR-Amplifikat (s. 4.2.1), das durch
die Verwendung eines entsprechend modifizierten 3´-Oligonukleotids den T7-RNA-
Polymerase Promotor trug, transkribiert (s. 4.3.3). Für die Ausgangs-PCR wurden
folgende Primer herangezogen (die Sequenz des T7-Promotors in grüner Schrift
dargestellt):
5´-bcr.+2: 5´-CGA CGA CGA TCA GAA TGC TG-3´
T7bcrA: 5´-TAT TAA TAC GAC TCA CTA TAG GGA GGG AAT TCC CGG
ACC TTG AT-3´
Die genaue Lage der Sonde und die Detektion des Northern-Blots ist in Abb.5-16
dargestellt. Es zeigte sich, daß in allen Fällen ein Hybridierungssignal derselben Größe
detektiert wurde. Das Signal entsprach dabei einem Transkript von 2600 Basen und
korrelierte mit der Größe, die man für eine Transkription des bcrABC Genclusters
erwartet. Ein Transkript der Größe von etwa 4300 Basen, welches der Transkription
eines bacRSbcrABC Operons entsprechen würde, wurde nicht detektiert.
Ergebnisse 117
Abb.5-16: Northern-Blot-Analyse der Gesamt-mRNA von B. licheniformis ATCC 10716 Zellen mit und
ohne Bacitracin-Behandlung und aus Zellen der bacRS Unterbrechungsmutante AK20.
Gezeigt ist (A) der genaue Ursprung der Sonde und (B) die Detektion des Northern-Blots.
Dabei wurde neben der Gesamt-mRNA aus Wildtyp-Zellen (2 und 4) auch die mRNA aus
Zellen der bacRS Unterbrechungsmutante (3) und aus mit Bacitracin-behandelten Wildtyp-
Zellen (1) aufgetragen.
Aufgrund dieser Ergebnisse kann gesagt werden, daß keine artifizielle Transkription
aus der Km-Kassette erfolgt. In diesem Falle müßte außer dem detektierten Signal ein
weiteres Transkript mit der Größe von ca. 4600 Basen von der Sonde erkannt werden.
Außerdem läßt die Größe des detektierten Signals darauf schließen, daß die bcrABC
Gene einen eigenen Promotor besitzen und nicht mit den bacRS Genen in einem Operon
organisiert sind. Desweiteren ist die Intensität des Signals bei der Mutanten-RNA
ca. doppelt so hoch wie bei der Wildtyp-RNA. Dies spiegelt erneut den Zusammenhang
zwischen dem Zweikomponenten-System (Unterbrechung) und dem Bacitracin-
Transporter (detektierte RNA) wider. Auffällig ist die hohe Intensität des Signals in der
Probe aus Bacitracin-behandelten Wildtyp-Zellen (ca. 20fach induziert). Da diese Zellen
einen signifikant höhere Transporter-RNA-Menge enthalten, kann man davon
ausgehen, daß Bacitracin in die Aktivierung der Transportergen-Expression involviert
ist.
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5.1.9 Überproduktion von BacR und BcrA als His6-tag-Fusionproteine für die
Antikörperproduktion
Da die Untersuchungen auf Ebene der mRNA und der Bacitracin-Sensitivität Hinweise
auf eine Regulation der Transportergene durch das BacRS System ergaben, sollten nun
die Reaktionen auf Proteinebene untersucht werden. Um die Produktionsrate von BacR,
dem Response Regulator und BcrA, der ATP-Bindekassette, verfolgen zu können,
wurden diese Proteine rekombinant mit einem C-terminalen His6-tag überproduziert,
aufgereinigt und zur Antikörperproduktion verwendet.
Abb.5-17: Überproduktion und Reinigung der rekombinanten BacR- (A) und BcrA-Proteine (B) in
E. coli. Dargestellt sind Coomassie Blau-gefärbte SDS-Polyacrylamidgele. Spuren 1 bis 4
jeweils: 10 kDa-Protein-Marker (1), Gesamtzellextrakt vor (2) und 2 h nach IPTG-Induktion
(3), über Ni2+-IMAC-aufgereinigtes Protein (4).
Dazu wurden die entsprechenden Genfragmente über PCR (s. 4.2.1) aus chromosomaler
DNA von B. licheniformis ATCC 10716 mit Hilfe von terminal modifizierten
Oligonukleotiden (Primer: 5´bacR/NcoI, 3´bacR/BamHI, 5´bcrA/NcoI und
3´bcrA/BamHI, s. 7.1) mit Schnittstellen für die Restriktionsendonukleasen NcoI und
BamHI amplifiziert. Nach der Enzymhydrolyse wurden die Fragmente jeweils mit dem
analog hydrolysierten pQE60-Vektor ligiert und in E. coli TOP 10F´ Zellen transformiert
(s. 4.4.3). Nach Isolierung der Plasmid-DNA (s. 4.1.2) wurden die Plasmide pQE60BacR
und pQE60BcrA durch eine Restriktionsanalyse und Sequenzierung (s. 4.3.9) der
relevanten Bereiche verifiziert und in E. coli M15 [pREP4] transformiert (s. 4.4.4). Aus
den resultierenden Stämmen konnten die rekombinanten Proteine BacR-His6 und BcrA-
His6 gewonnen werden (s. 4.5.1). Diese C-terminalen His6-tag-Fusionsproteine erwiesen
sich nach Zellaufschluß als unlöslich und wurden deshalb unter denaturierenden
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Bedingungen (8 M Harnstoff) über Ni2+-IMAC aufgereinigt (s. 4.5.10). Die erhaltenen
Fraktionen wurden über den Bradford-Test auf ihren Proteingehalt getestet (s. 4.5.14),
die entsprechenden Fraktionen vereinigt und die Reinheit mit Hilfe eines 12.5%igen
SDS-PAGE analysiert (s. 4.5.3 und Abb.5-17). Die erhaltenen Proteinlösungen mit einer
Konzentration von 96.7 µg/mL für BacR und 169.5 µg/mL für BcrA dienten zur
Herstellung von Antikörpern durch die Firma Eurogentec. Abb.5-17 zeigt die
Coomassie Blau-gefärbten SDS-PAGE der Überproduktion und Aufreinigung der
rekombinanten Proteine BacR (28.1 kDa) und BcrA (34.6 kDa). Die elektrophoretische
Beweglichkeit der rekombinanten Proteine stimmte mit den berechneten
Molekulargewichten der Proteine überein.
5.1.10 Western-Blot-Studien der BacR- und BcrA-Produktion im Wildtyp und der
bacRS Unterbrechungsmutante AK20
Aufgrund der im Vergleich zum Wildtyp stark erhöhten Bacitracin-Sensitivität der
bacRS Mutante und der erhöhten Expressionsrate in der Northern-Blot-Analyse lag die
Vermutung nahe, daß eine Verbindung zwischen dem Zweikomponenten-System
BacRS und dem Bacitracin-Resistenz vermittelnden BcrABC-Transporter bestand. Um
genauere Aussagen über die involvierten Proteine zu treffen, wurden mit den
Antikörpern gegen BacR (Response Regulator) und BcrA (ATP-Bindekassette) Western-
Blot-Studien in Rohzellextrakten vom Wildtyp und der bacRS Unterbrechungsmutante
AK20 durchgeführt.
Dazu wurden beide Stämme in DSM-Medium bei 37°C und 250 U/min angezogen und
beim Übergang von der exponentiellen zur stationären Wachstumsphase stündlich
1 mL-Proben aus den Zellkulturen entnommen. Die Zellen wurden durch
Zentrifugation für 5 min bei 13000 U/min pelletiert und in einer der optischen Dichte
zum Zeitpunkt der Probennahme äquivalenten Menge Lysepuffer resuspendiert. Nach
Abbau der Zellwand wurden gleiche Mengen an Rohzellextrakten auf ein 12.5%iges
SDS-Polyacrylamidgel aufgetragen und elektrophoretisch aufgetrennt (s. 4.5.3).
Anschließend wurden die Proteinbanden über Nacht bei 20 mA auf eine
Nitrocellulosemembran transferiert (s. 4.5.6). Die erhaltenen Blots wurden durch
Inkubation mit den verschiedenen Antikörpern analysiert. Dabei wurde der anti-BacR-
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Antikörper in einer 1:5000 und der anti-BcrA-Antikörper in einer 1:10000 Verdünnung
eingesetzt.
Abb.5-18: Western-Blot-Analyse der BacR-Proteinmengen in B. licheniformis Wildtyp und bacRS
Mutante. Die Proben wurden stündlich rund um den Übergang von der exponentiellen zur
stationären Wachstumsphase genommen. Es wurden jeweils äquivalente Mengen an
Rohzellextrakt immunogeblottet und mit anti-BacR-Antikörpern analysiert. Als Positiv-
kontrolle wurde aufgereinigtes BacR-His6-Fusionsprotein aufgetragen (1). Die Spuren 3-8
entsprechen den Proben rund um den Übergang 8 bis 14 h nach Animpfen der Kulturen.
Wie in Abb.5-18 gezeigt, wird der putative Regulator BacR in der bacRS
Unterbrechungsmutante nicht mehr gebildet. Im Anschluß sollte überprüft werden,
welche Auswirkungen dies auf die Expression der Transportergene hat. Hierfür wurde
eine Western-Blot-Analyse der BcrA-Proteinmengen in Rohzellextrakten aus Wildtyp
und bacRS Mutanten Zellen und mit Antikörpern gegen BcrA durchgeführt. Wie Abb.5-
19 zeigt, steigt die BcrA-Menge im Wildtyp kontinuierlich an, während die bacRS
Unterbrechungsmutante AK20 schon von Beginn an eine hohe konstitutive Produktion
von BcrA aufweist. In Abwesenheit von BacR ist die BcrA-Produktion also konstitutiv
und nicht reguliert. Dies könnte auf eine mögliche Funktion von BacR als Repressor der
bcrABC Gene zurückzuführen sein.
Abb.5-19: Western-Blot-Analyse der BcrA-Menge in B. licheniformis Wildtyp und bacRS Mutante AK20.
Die Proben wurden stündlich rund um den Übergang von der exponentiellen zur stationären
Wachstumsphase genommen. Es wurden jeweils äquivalente Mengen an Rohzellextrakt
immunogeblottet und mit anti-BcrA-Antikörpern analysiert. Als Positiv-kontrolle wurde
aufgereinigtes BcrA-His6-Fusionsprotein aufgetragen (1). Die Spuren 2-9 entsprechen den
Proben rund um den Übergang 8 bis 15 h nach Animpfen der Kulturen.
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5.1.11 Western-Blot-Studien der BacR- und BcrA-Produktion in Wildtyp nach
Bacitracin-Behandlung
Bei der Analyse des Northern-Blots (s. 5.1.7) hatte sich gezeigt, daß Bacitracin-
behandelte B. licheniformis ATCC 10716 Wildtyp-Zellen im Vergleich zu unbehandelten
Wildtyp-Zellen eine stark erhöhte bcrABC Transkription aufweisen. Das ließ vermuten,
daß Bacitracin möglicherweise eine „Inducer“-Rolle in der Regulation der
Transportergen-Expression übernimmt. Hierbei würde exogen vorliegendes Bacitracin
von der Sensor-Histidinkinase BacS als Signal erkannt, an BacR weitergeleitet und
dieser durch Phosphorylierung als Repressor inaktiviert. Als Folge würde die
Expression der Transportergene verstärkt werden. Um diese mögliche Funktion von
Bacitracin näher zu charakterisieren, wurden Western-Blot-Analysen mit Bacitracin-
behandelten und unbehandelten Wildtyp-Zellen durchgeführt. Dabei wurde zum einen
die BcrA- und zum anderen die BacR-Produktion im Anschluß an die Behandlung mit
Bacitracin mit Hilfe von Western-Blots analysiert (s. 4.5.6).
Der B. licheniformis ATCC 10716 Stamm wurde in DSM-Medium bei 37°C und
250 U/min angezogen, bei einer OD600 von 0.35 geteilt, einer Kultur 1 mg/mL Bacitracin
zugesetzt und beide Ansätze bei 37°C weiter inkubiert. Nach Ablauf von 1 h wurde
beiden Kulturen je eine 1 mL-Probe entnommen und die Entnahme noch dreimal jeweils
stündlich wiederholt. Die Zellen wurden pelletiert, aufgeschlossen und gleiche Mengen
an Rohzellextrakt auf ein 12.5%iges SDS-PAGE aufgetragen (s. 4.5.3), welches dann für
einen Western-Transfer (s. 4.5.6) verwendet wurde. Zunächst wurden die Proben
hinsichtlich ihres Gehaltes an BcrA mit Antikörpern gegen BcrA in einer Verdünnung
von 1:10000 überprüft. Anhand des in Abb.5-20 (A) dargestellten Western-Blots kann
man deutlich erkennen, daß Bacitracin-behandelte Wildtyp-Zellen eine wesentlich
höhere BcrA-Produktion aufweisen, als unbehandelte Zellen. Direkt nach der Bacitracin-
Zugabe ist die BcrA-Menge am größten und fällt dann wieder langsam ab. Die
Bacitracin-Zugabe übt somit eindeutig einen induzierenden Effekt auf die Expression
der Transportergene aus.
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Abb.5-20: Western-Blot-Analyse des BcrA- (A) und des BacR-Menge (B) in B. licheniformis Wildtyp-
Zellen mit und ohne Bacitracin-Behandlung. Bei einer OD600 von 0.35 wurde einer der beiden
Wildtyp-Kulturen 1 mg/mL Bacitracin zugegeben. Die Proben wurden stündlich nach der
Bacitracin-Zugabe genommen. Es wurden jeweils äquivalente Mengen an Rohzellextrakt
immunogeblottet und mit anti-BcrA- bzw. anti-BacR-Antikörpern analysiert. Als
Positivkontrolle wurde aufgereinigtes BcrA- bzw. BacR-His6-Fusionsprotein aufgetragen (1).
Spur 3: Rohzellextrakt 1 h nach Bacitracin-Zugabe, Spur 4: 2 h nach Bacitracin-Zugabe, Spur
5: 3 h nach Bacitracin-Zugabe, Spur 6: 4 h nach Bacitracin-Zugabe. „-“ bezieht sich auf
unbehandelte Zellen und „+“ auf Bacitracin-behandelte Zellen.
Die gleichen Proben wurden in einer zweiten Western-Blot-Analyse hinsichtlich der
BacR-Produktion mit Antikörpern gegen BacR untersucht. Wie man in Abb.5-20 (B)
erkennen kann, verhält sich die Produktion von BacR in den Proben genau gegenläufig
zu der BcrA-Produktion. In den Bacitracin-behandelten Zellen sinkt die Menge an BacR
bis unter die detektierbare Grenze, während in nicht-behandelten Zellen die
Proteinmenge zunimmt. Dieses Ergebnis legt wieder die Vermutung nahe, daß es sich
bei BacR um einen negativen Regulator handelt, der durch Bacitracin inaktiviert wird.
Anhand der Ergebnisse dieser Western-Blots kann darauf geschlossen werden, daß die
Expression der Transportergene durch die Anwesenheit von exogenem Bacitracin
induziert wird. Somit ist es sehr wahrscheinlich, daß die bcrABC Gene Ziel des
Repressors BacR sind.
5.1.12 Zusammenfassung der Ergebnisse
Durch die Verwendung der inversen PCR-Methode wurden „downstream“ des bac
Operons die Bacitracin-Resistenz vermittelnden bcrABC Gene lokalisiert. Außerdem
wurden zwei weitere offene Leserahmen identifiziert, die zwischen dem bac Operon
und den bcrABC Genen liegen. Anhand von Datenbank-Vergleichen kann man davon
ausgehen, daß diese bacRS Gene vermutlich für ein Zweikomponenten-System kodieren.
Eine generierte bacRS Unterbrechungsmutante zeigt im Vergleich zum B. licheniformis
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Wildtyp keinen Unterschied in der Bacitracin-Produktion, aber einen signifikanten
Unterschied in der Bacitracin-Sensitivität. Für eine Analyse der involvierten Proteine
wurden BacR und BcrA als His6-tag-Fusionen überproduziert, denaturierend
aufgereinigt und zur Herstellung von Antikörpern verwendet. Durch eine Western-Blot-
Studie mit Antikörpern gegen BcrA konnte nachgewiesen werden, daß im Wildtyp eine
kontinuierlich gesteigerte BcrA-Produktion vorliegt, während die bacRS
Unterbrechungsmutante eine sehr starke, konstitutive BcrA-Produktion besitzt. Die
Western-Blot-Analyse von Bacitracin-behandelten und unbehandelten Wildtyp-Zellen
zeigt einen gegenläufigen Effekt in der BcrA- und BacR-Produktion. Während die
Menge an BcrA bei Bacitracin-Behandlung zunimmt, sinkt die BacR-Menge unter diesen
Bedingungen. Eine Untersuchung des Startpunkts der Bacitracin-Produktion in
verschiedenen Medien (M20, DSM und LB) führte zu dem Resultat, daß die Bacitracin-
Synthese von mindestens zwei Faktoren abhängig ist. Einem äußeren, bedingt durch das
Medium bzw. die Nährstoffe und einem inneren, ausgelöst durch ein noch nicht
bekanntes Signal. Der erste Faktor schlägt sich in der produzierten Bacitracin-Menge
nieder (M20-Medium führt zur größten Menge) und der zweite bestimmt den
Startpunkt der Synthese (Übergang zur stationären Wachstumsphase).
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5.2 Gezielte Protein-Evolution von Adenylierungs-Domänen aus
Peptidsynthetasen
Die von Peptidsynthetasen produzierten Peptide sind in vielerlei Hinsicht von großem
Nutzen, sei es als Immunsupressiva (Cyclosporin), Antibiotika (Vancomycin) oder in
vielfältigen anderen Funktionen. Durch häufige und unkontrollierte Antibiotika-
Behandlung in Krankenhäusern werden Stämme selektiert, die gegen viele der
herkömmlichen Wirkstoffe Resistenzen ausgebildet haben. Aus diesem Grund besteht
an der Entwicklung neuer Peptidantibiotika und vor allem der gezielten Steuerung der
Synthese durch die nicht-ribosomale Peptidbiosynthese großes Interesse. Letzteres kann
z. B. durch den Austausch ganzer Module und damit zum Austausch einer Aminosäure
im Produktpeptid erfolgen [Stachelhaus et al ., 1995]. Da es sich aber bei den Peptidsynthetasen
um sehr große Enzyme handelt und viele der Peptidsynthetasen-tragenden Stämme
nicht genetisch zugänglich sind, sind dieser Art der genetischen Manipulation und
damit der Gewinnung neuer Wirkstoffe Grenzen gesetzt.
Im Rahmen dieser Arbeit sollten in Kooperation mit der Firma Aventis R & T
(Frankfurt) die Grundlagen für einen anderen Ansatz zur Herstellung kombinatorischer
Peptidantibiotika geschaffen werden. Das Ziel sollte darin bestehen, mit Hilfe
molekularbiologischer Evolutionstechnologien eine gezielte Veränderung der
katalytischen und funktionellen Eigenschaften von Adenylierungs-Domänen zu
bewirken. Es sollte die Möglichkeit evaluiert werden, ob die sogenannte PROfusions-
Technologie für diese gezielte Veränderung der Enzymeigenschaften herangezogen
werden kann (s. 2.7) [Liu et al., 2000; Roberts, 1999; Roberts & Szostak, 1997].
5.2.1 Strategie
Die Strategie für die gezielte Evolution von Peptidsynthethasen bestand darin, nur das
Core-Enzym dieser Proteine, die Adenylierungs-Domäne, zu verändern. Diese ca.
550 Aminosäuren großen Domänen sind für die Erkennung der spezifischen Substrat-
Aminosäure und deren Aktivierung als Aminoacyl-Adenylat verantwortlich. Sie lassen
sich ohne Probleme als einzelständige Enzyme heterolog in E. coli überproduzieren und
anschließend auf Enzymaktivität und Substratspezifität untersuchen. Es konnte gezeigt
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werden, daß ein zusammenhängender Bereich von ca. 100 Aminosäuren zwischen den
Coremotiven A4 und A5 maßgeblich an der Bildung der Aminosäurebindungstasche
und damit an der Substraterkennung beteiligt ist (s. 2.3.1) [Stachelhaus et al., 1999].
Im Rahmen dieser Arbeit sollten PROfusions-Bibliotheken von A-Domänen hergestellt
werden, die in ihrer Substratbindungstasche durch eine Mutagenese verändert sein
sollten (s. 2.7). Danach sollte die so generierten Nukleotid-Bibliothek durch eine in vitro
Translation in eine PROfusions-Bibliothek übersetzt werden. Als PROfusionen
bezeichnet man Moleküle die eine kovalente Verknüpfung von RNA und dem
dazugehörigen Protein über einen DNA-Puromycin-Linker aufweisen. Durch eine
anschließende Selektion der PROfusions-Bibliothek an Festphasen-gekoppelten,
Aminosäure-spezifischen und nicht hydrolysierbaren Aminoacyl-Adenylatanaloga
sollten A-Domänenvarianten mit einer gezielt modifizierten Substratspezifität isoliert
werden.
Bevor jedoch die eigentliche Protein-Evolution durchgeführt wurde, mußten zunächst
einige grundlegende Bedingungen erfüllt sein (s. 2.8). Dazu gehörte die Etablierung des
Strep-tag-Expressionssystems für die A-Domänen. Desweiteren mußte gewährleistet
sein, daß die durch ein eukaryotische Translationssystem (Kaninchen-
Reticulocytenlysat) in vitro translatierten prokaryotischen Proteine katalytisch aktiv
sind. Denn nur aktive und richtig gefaltete Enzyme können später selektiert werden. Zu
diesem Zweck sollte zunächst nur das Protein in vitro gebildet und auf Aktivität getestet
werden und erst danach die entsprechenden Untersuchungen mit der PROfusion
erfolgen. Außerdem war es von entscheidender Bedeutung ein geeignetes
Selektionsverfahren zu identifizieren. Es mußte ein Inhibitor gefunden werden, der in
mindestens 1000-fach niedrigeren Konzentration als die eigentlichen Substrate einen
deutlichen inhibitorischen Effekt auf die jeweilige A-Domäne hat. Da nur der Bereich
der Substratbindungstasche mutagenisiert werden sollte, sollten zusätzlich noch
singuläre Schnittstellen vor Coremotiv A4 und nach Coremotiv A5 eingeführt werden,
ohne das das entsprechende Genprodukt in seiner Aktivität oder Spezifität verändert
wird.
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5.2.2 Auswahl geeigneter Adenylierungs-Domänen
Für die gerichtete Protein-Evolution wurden die Phenylalanin-spezifische A-Domäne
der Gramicidin S-Synthetase A (GrsA, im weiteren PheA benannt) aus Bacillus brevis
ATCC 9999 [Stachelhaus & Marahiel, 1995; Vater & Kleinkauf, 1975; Vater & Kleinkauf, 1976] bzw. die Leucin-
aktivierende A-Domäne der Surfactin A-Synthetase C (SrfA-C, im weiteren LeuA
genannt) aus Bacillus subtilis ATCC 21332 [Cosmina et al., 1993] ausgewählt (s. Abb. 5-21).
Da die Kristallstruktur der GrsA-Domäne mit einer Auflösung von 1.9 Å in Gegenwart
der Substrate AMP und Phenylalanin bekannt ist [Conti et al., 1997], sind detaillierte
Kenntnisse über Bindungs- und Katalysemechnismen dieser Domäne auf molekularer
Ebene verfügbar. Die LeuA-Domäne ist insofern interessant, weil sie die einzige A-
Domäne der monomodularen Peptidsynthetase SrfA-C ist und das mutierte srfA-C Gen
aufgrund der guten genetischen Zugänglichkeit von B. subtilis wieder in das Wildtyp
Chromosom integriert werden kann. SrfA-C besitzt zudem auch die für die Termination
der Peptid-Synthese wichtige Thioesterase-Domäne und ist von seiner Größe her
durchaus für eine heterologe Expression in E. coli geeignet.
Abb.5-21: Die modulare Organisation des Gramicidin S- und des Surfactin-Biosynthese Operons mit
der genauen Lage der ausgewählten A-Domänen PheA und LeuA. Abkürzungen: Sc, SacII;
N, NcoI.
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5.2.3 Überproduktion von rekombinanten Adenylierungs-Domänen als Strep-
tag-Fusion
Nach der in vitro Translation sollte für die Bestimmung der Enzymaktivität eine
Aufreinigung des Proteinanteils über einen Affinitäts-tag erfolgen. Hierfür bieten sich
insbesondere Peptid-tags an, die sehr milde Elutionsbedingungen erlauben, so daß die
späteren enzymatischen Schritte nicht inhibiert werden. His6-tag-Fusionen können nicht
verwendet werden, da die im zur in vitro Translation herangezogenen
Reticulocytenlysat enthaltenen Globuline zu stark an die Ni2+-NTA-Matrix binden. In
Vorversuchen hatte sich der Strep-tag (IBA) als besonders geeignet erwiesen, da eine
Elution der Proteine mit Desthiobiotin in sehr niedrigen Konzentrationen (2.5 mM)
möglich ist.
Für die Synthese der Proteine wurden zunächst E. coli Expressionssysteme konstruiert,
die die Produktion von C-terminalen Strep-tag-Fusionen der o. g. A-Domänen
erlaubten. Durch PCR (s. 4.2.1) wurden die entsprechenden Genfragmente mit einer 5´-
ständigen SacII- und einer 3´-ständigen NcoI-Schnittstelle amplifiziert (Primer:
5´LeuA(SacII), 3´LeuA-2(NcoI), 5´PheA(SacII) und 3´PheA(NcoI), s. 7.1), über diese
Restriktionsschnittstellen in den pASK-IBA3-Vektor kloniert und die generierten
Plasmide in E. coli TOP 10F´ transformiert (s. 4.4.3). Aus ausgewählten Transformanten
wurde die Plasmid-DNA aufgereinigt (s. 4.1.2), durch verschiedene
Restriktionshydrolysen und Sequenzieren (s. 4.3.9) beider Insert-Stränge verifiziert.
Abb.5-22: Die zur heterologen Expression in E. coli TOP 10F´ konstruierten Plasmide pASK-IBA3-PheA
und pASK-IBA3-LeuA. Abkürzungen: Sc, SacII; N, NcoI.
In den Stämmen E. coli TOP 10F´ pASK-IBA3-PheA und E. coli TOP 10F´ pASK-IBA3-
LeuA wurden die beiden rekombinanten Proteine PheA und LeuA als C-terminale
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Strep-tag-Fusion heterolog überproduziert (s. 4.5.2). Die Proteine befanden sich nach
dem Zellaufschluß in der löslichen Proteinfraktion und wurden über
Affinitätschromatographie an immobilisiertem StrepTactin aufgereinigt (s. 4.5.11).
Proteinfraktionen mit homogenem Aufreinigungsgrad wurden vereinigt und aufgrund
der Aufreinigung unter nativen Bedingungen sofort für Enzymassays eingesetzt. Bei
diesen Assays zeigte sich jedoch, daß das PheA-Protein eine sehr hohen Grundaktivität
besaß. Diese resultierte vermutlich aus der Mitaufreinigung der Substrat-Aminosäure
und der hohen Aktivität des Enzyms. Deshalb wurde das PheA-Enzym über Nacht
gegen Puffer W dialysiert (s. 4.5.13). Der Proteingehalt der jeweils vereinigten
Fraktionen wurde anschließend mit Hilfe eines Photometers bei einer OD280 bestimmt.
Dazu wurden 1:1, 1:2 und 1:3 Verdünnungen der Proteinlösung gegen Puffer W
gemessen und mit dem unter Verwendung des Programms PROTEAN bestimmten
molaren Extinktionskoeffizienten (s. Tab.5-3) berechnet.
Tab.5-3: Daten und Eigenschaften der rekombinanten PheA- und LeuA-Proteine.
Analyse PheA LeuA
Molekulargewicht 61.1 kDa 62.0 kDa
Länge 538 AS 559 AS
1 µg = 16.378 pmol 16.129 pmol
molarer Extinktionskoeffizient 62780+/-5% 56250+/-5%
OD280 von 1 = 0.97 mg/mL 1.10 mg/mL
isoelektrischer Punkt 5.85 9.90
Ladung bei pH 7.0 -12.14 47.27
Jeweils 10 µL der vereinigten Proteinlösungen wurden mit Hilfe eines 12.5%igen SDS-
PAGE analysiert (s. 4.3.5 und Abb.5-23). In beiden Fällen ließ sich ein Protein der
erwarteten Größe (ca. 61 kDa) aufreinigen. Der Haupteil des Proteins befand sich jeweils
in den Elutionsfraktionen 8 bis 10. Von PheA wurden 0.43 mg und von LeuA 0.32 mg
Protein aus je 100 mL Kultur erhalten. Mit den resultierenden Proteinlösungen wurden
die unter 5.2.4 beschriebenen biochemischen Arbeiten durchgeführt.
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Abb.5-23: Überproduktion und Reinigung der rekombinanten Adenylierungs-Domänen in E. coli.
Coomassie Blau-gefärbte SDS-Polyacrylamidgele. Spuren 1 bis 5 jeweils: 10 kDa-Protein-
Leiter (1), Gesamtzellextrakt vor (2) und 3 h nach Anhydrotetracyclin-Induktion (3),
Zellrückstand (4), Durchlauf (5) und über StrepTactin aufgreiniges Protein: (A) PheA (6) und
(B) LeuA (7).
5.2.4 Substratspezifität der rekombinanten A-Domänen PheA und LeuA
Die katalytische Aktivität und Spezifität der oben beschriebenen Enzyme als Strep-tag-
Fusionsproteine wurde mit Hilfe des ATP/PPi-Austausches (s. 4.5.15) untersucht. Im
Enzymassay wurde dATP an Stelle von ATP verwendet.
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Abb.5-24: Substratspezifität der rekombinanten Adenylierungs-Domänen PheA (A) und LeuA (B)
bestimmt durch die ATP/PPi-Austauschreaktion in Abhängigkeit aller proteinogener
Aminosäuren. Die höchste Austauschaktivität wurde jeweils als 100% definiert und alle
ermittelten Werte darauf bezogen. Der Assay setzte sich wie folgt zusammen: 200 nM
Enzym, 0.5 mM Aminosäure, 10 mM MgCl2, 2 mM dATP, 0.05 mM Na4PPi, 0.1 µCi [32P]-
Na4[PPi] auf 100 µL mit Puffer W aufgefüllt.
Es wurden die Austauschraten für alle proteinogenen Aminosäuren unter
Sättigungsbedingungen bestimmt. Für die PheA-Domäne wurde neben L-Phenylalanin
auch D-Phenylalanin getestet, da es sich bei der von dieser Domäne ins Produkt
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eingebauten Aminosäure ebenfalls um die D-konfigurierte Variante handelt. Wie man
anhand der Abb.5-24 erkennt, sind beide rekombinanten Proteine aktiv und aktivieren
spezifisch ihre kognate Aminosäure. Dabei aktiviert das PheA-Enzym D-Phe zu 100%
und L-Phe zu 78%. Es wurden nahezu keine Aktivierungen von heterologen
Aminosäuren beobachtet. Die höchste unspezifische Austauschrate für PheA wurde für
die ebenfalls aromatische Aminosäure Tryptophan (2.7%) gemessen. Für die LeuA-
Domäne zeigten sich erwartungsgemäss eine Nebenspezifität für Isoleucin (4.8%). Im
Vergleich der beiden Enzyme untereinander fiel auf, daß die Aktivität von PheA etwa
fünfmal so hoch war, wie die von LeuA. Mit Hilfe der durchgeführten ATP/PPi-
Austauschreaktion konnte so festgestellt werden, daß die A-Domänen auch als Strep-
tag-Fusionen enzymatisch aktiv sind und die Spezifität für ihre kognate Aminosäure
besitzen.
5.2.5 Bestimmung der kinetischen Konstanten für PheA und LeuA
Um eine quantitative Aussage über die funktionelle Eigenständigkeit der
überproduzierten A-Domänen und einen besseren Vergleich zu den noch folgenden
Inhibitorstudien zu erhalten, wurden im Anschluß an die Austauschreaktion die
kinetischen Konstanten (Km) der rekombinanten Proteine PheA und LeuA bezüglich
ihrer Substrat-Aminosäure untersucht. Diese konnten anschließend mit den schon
vorliegenden kinetischen Daten [Galli et al., 1994; Stachelhaus et al., 1999] verglichen werden. Zur Km-
Bestimmung wurde jeweils in Abhängigkeit von dATP die Konzentration der Substrat-
Aminosäure variiert und die Meßwerte dann mit Hilfe des Programms
KALEIDOGRAPH aufgetragen und die kinetischen Konstanten berechnet.
Alle Kinetikstudien wurden mit jeweils frisch aufgereinigtem PheA- bzw. LeuA-Strep-
tag-Protein durchgeführt. Das heißt, daß das jeweilige Protein an einem Tag
aufgereinigt und vermessen bzw. bei 4°C auf Eis gelagert und nicht eingefroren wurde.
Das PheA-Protein wurde nach der Aufreinigung aufgrund seiner hohen Grundaktiviät
(mitaufgereinigte Substrat-Aminosäure) über Nacht dialysiert. In allen durchgeführten
Assays wurde eine Proteinkonzentration von 200 nM eingesetzt.
Für die Bestimmung der Km-Werte der beiden A-Domänen wurden nun zunächst
Zeitstudien des jeweiligen Enzyms bei gesättigter Aminosäurekonzentration (10 mM)
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angefertigt. Dazu wurde die Inkubationszeit in der ATP/PPi-Austauschreaktion
(s. 4.5.15) von 10 s bis 30 min variiert, während alle anderen Parameter konstant blieben.
Ziel dieser Studien war es, den Zeitbereich herauszufinden, in dem der Substratumsatz
linear zur Zeit war. Alle Werte beruhen mindestens auf Doppelbestimmungen.
Außerdem wurden die Aktivkohlepellets, zur Absenkung des Blindwertes, dreimal statt
zweimal gewaschen.
Es zeigte sich, daß beide Enzyme in einem Bereich von 0.5 bis 2 min einen zur Zeit
linearen Substratumsatz besaßen. Deshalb wurden die folgenden ATP/PPi-
Austauschreaktionen zur Bestimmung der Km-Werte mit einer Inkubationszeit von
1 min durchgeführt.
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Abb.5-25:
ATP/PPi-Austausch-Kinetiken mit den rekom-
binanten Proteinen (200 nM). (A) PheA mit L-Phe,
(B) PheA mit D-Phe und (C) LeuA mit L-Leu
unter Variation der Substrat-Aminosäuren-
Konzentration für PheA im Bereich von 0.001 mM
bis 0.1 mM und für LeuA von 0.05 mM bis 10 mM.
Die Inkubationszeit betrug in allen Fällen 1 min
bei 37°C.
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Tab.5-4: Kinetische Konstanten der ATP/PPi-Austauschreaktion.
Enzym Substrat Km Aminosäure in M
PheA L-Phenylalanin 9.3 +/- 0.8
PheA D-Phenylalanin 19.0 +/- 1.3
LeuA L-Leucin 642 +/- 36
Für die Messungen wurden die Substrat-Aminosäurekonzentrationen für PheA von
0.001 mM bis 0.1 mM und für LeuA von 0.05 mM bis 10 mM variiert. Das PheA-Enzym
wurde sowohl mit L- als auch D-Phenylalanin vermessen. Ein Reaktionsansatz wurde
jeweils in der dreifachen Menge zusammenpipettiert und in drei parallelen Aliquots
weiterprozessiert. Diese wurden dann 1 min bei 37°C vorinkubiert, dann im 10 s
Abstand mit dem Radioaktivmix versetzt und schließlich jeweils nach 1 min wieder im
10 s Abstand der Killingmix zugegeben. Auch hier wurde das Aktivkohlepellet dreimal
mit Wasser gewaschen, um den Hintergrund zu minimieren. Die in Abb.5-25
dargestellten Kinetiken wurden jeweils mindestens zweimal vermessen.
Die ermittelten Km-Werte betrugen für PheA mit L-Phe 9.4 µM bzw. mit D-Phe 19 µM
und für LeuA mit L-Leu 642 µM (s. Tab.5-4). Damit weichen zumindest die Werte für
PheA um einen Faktor 100 von den schon früher durch T. Stachelhaus [Stachelhaus et al ., 1999]
ermittelten Werten (0.9 mM) für das mit sechs Histidinen gekoppelte PheA-Protein ab.
Dies kann zum einen daran liegen, daß die PheA-A-Domäne jeweils mit
unterschiedlichen Tags gekoppelt wurde, zum anderen liegen auch andere
Pufferverhältnisse vor. T. Stachelhaus verwendete einen 50 mM HEPES-Puffer, pH 8 mit
100 mM NaCl, 10 mM MgCl2, 2 mM DTE, 1 mM EDTA als Assaypuffer. In den hier
durchgeführten Experimenten wurde hingegen ein 100 mM Tris/HCl-Puffer, pH 8, mit
1 mM EDTA und 10 mM MgCl2 als Assaypuffer herangezogen. Außerdem bestimmte er
die Werte unter Verwendung von ATP und nicht mit dATP, wie im vorliegenden Fall.
Der Km-Wert für LeuA lag dagegen im gleichen Größenordnungsbereich wie für das
Wildtypenzym SrfA-C [Galli et al., 1994]. Die im Vergleich zu D-Phe geringere Affinität von
PheA zu L-Phe spiegelt sich in den kinetischen Parametern dieser Aminosäuren wieder.
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5.2.6 Bestimmung der inhibitorischen Konstanten für PheA und LeuA mit
Aminosäure-AMP-Analoga
Ein entscheidender Schritt in der Herstellung von Adenylierungs-Domänen mit
veränderter Substratspezifität durch den evolutiven Ansatz ist die Selektion und
Isolierung der entsprechenden Varianten an Festphasen-gekoppelten Aminosäure-
spezifischen und nicht hydrolysierbaren Aminoacyl-Adenylatanaloga. Diese Analoga
sollten möglichst in 1000-fach geringeren Konzentrationen als die ermittelten Km-Werte
inhibitorisch auf ihre kognaten A-Domänen wirken. Für die Synthese dieser Stoffe
richtete sich die Firma Aventis R & T nach den für die Inhibierung von Aminoacyl-
tRNA-Synthetasen in der Literatur beschriebenen Aminosäure-AMP-Analoga. So
konnte z. B. die Seryl-tRNA-Synthetase aus Thermus thermophilus mit Hilfe von 5´-O-[N-
(L-seryl)-sulfamoyl]adenosin kristallisiert werden [Belrhali et al., 1994] und ein Alanin-
Analogon dieser Art erwies sich als äußerst starker Inhibitor der Alanyl-tRNA-
Synthetase [Ueda et al., 1991]. Da die Adenylierungs-Domänen der Peptidsynthetasen die
gleiche Katalyse mit den gleichen Substraten wie die entsprechenden Aminoacyl-tRNA-
Synthetase ausführen, wurden aufgrund der oben beschriebenen Ergebnisse die
analogen Phenyl- und Leucyl-Derivate hergestellt (Aventis R & T, s. Abb.5-26).
(A) (B)
Abb.5-26: 5´-O-[N-(L-phenyl)-sulfamoyl]adenosin (A), 5´-O-[N-(L-leucyl)-sulfamoyl]adenosin (B).
Zunächst wurde nur das Phenylalanin-sulfamoyl-Adenylatanalogon in der ATP/PPi-
Austauschreaktion auf seine Inhibitoreigenschaften getestet (s. 4.5.15). Dabei wurde es
in der gleichen Konzentration eingesetzt wie die kognate Substrat-Aminosäure
(0.5 mM). Vor Reaktionsbeginn wurde der Reaktionsansatz ohne Substrat-Aminosäure
und mit Inhibitor 5 min bei 37°C vorinkubiert. Außerdem wurde eine Kontrolle ohne
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Aminosäure und eine Probe nur mit dem Aminosäure-sulfamoyl-AMP-Derivat
durchgeführt. Wie man anhand der Darstellung der Austauschreaktion in Abb.5-27
erkennen kann, war das Sulfamoyl-AMP-Analogon tatsächlich in der Lage das PheA-
Protein zu inhibieren.
0
20
40
60
80
100
%
ohne AS L-Phe Inh Inh + L-Phe
Abb.5-27: ATP/PPi-Austausch des rekombinanten Proteins mit und ohne Inhibitor. Die
Proteinkonzentration betrug 200 nM, die Substrat- und Inhibitorkonzentration 0.5 mM. Die
Reaktionsansätze mit Inhibitor wurden vor Zugabe der kognaten Aminosäure 5 min bei 37°C
präinkubiert und nach Aminosäurezugabe 10 min bei 37°C inkubiert. Die maximale
Austauschaktivität wurde jeweils als 100% definiert und alle anderen Daten darauf bezogen.
Wie der oben dargestellte Vortest mit dem Phenyl-sulfamoyl-AMP-Analogon und auch
die entsprechend durchgeführten Versuche mit dem Leucyl-Analogon zeigten (Daten
nicht gezeigt), wirken beide Analoga inhibitorisch. Beide Inhibitoren wurden auch mit
dem jeweils anderen Proteine getestet, also der Leu-Inhibitor mit PheA und
Phenylalanin als Substrat und der PheA-Inhibitor mit LeuA und Leucin. Beide
Inhibitoren erwiesen sich jedoch als spezifisch für die korrespondierende Domäne.
Deshalb wurden im Anschluß an diese Voruntersuchungen die inhibitorischen
Konstanten der beiden Enzyme mit den jeweiligen Aminosäure-sulfamoyl-AMP-
Analoga bestimmt.
Zur Ermittlung der Ki-Werte wurden die beiden Proteine bei variierender
Inhibitorkonzentration und konstanter Substratmenge vermessen. Diese Messung
wurde für jeweils drei verschiedene Substratkonzentrationen durchgeführt. Die Phenyl-
sulfamoyl-AMP-Analogonkonzentration für PheA variierten von 0 bis 0.05 µM und die
Substratkonzentrationen, sowohl L- als auch D-Phenylalanin betrugen 0.005, 0.01 und
0.02 mM. Bei LeuA wurde das Leucyl-sulfamoyl-AMP-Analogon von 0 bis 10 nM
variiert und die Substrat-Aminosäurekonzentrationen betrugen 0.2, 0.5 und 2 mM.
Ergebnisse 135
Wie schon bei der Ermittlung der kinetischen Konstanten wurde auch hier der jeweilige
Reaktionsansatz in dreifacher Menge zusammengegeben und in drei gleiche Ansätze
aliquotiert. Die Ansätze wurden 1 min bei 37°C vorinkubiert und dann im 10 s Abstand
der Radioaktivmix zupipettiert. Nach einer weiteren einminütigen Inkubation bei 37°C
wurde im gleichen 10 s Abstand der Killingmix zu den Proben gegeben. Die
resultierenden Aktivkohlepellets wurden dreimal mit Wasser gewaschen, um bei der
Auszählung im Szintillationszähler einen erhöhten Hintergrund zu vermeiden. Die
erhaltene Ergebnisse wurden in halbreziproker Form als Dixon-Plot in Abb.5-28
dargestellt.
(A) (B)
(C)
Abb.5-28:
Inhibitorstudien mit den rekombinanten
Proteinen (200 nM) und den AS-sulfamoyl-
AMP-Analoga. Darstellung als Dixon-Plot. (A)
PheA mit PheA-Inhibitor und L-Phe, (B) PheA
mit PheA-Inhibitor und D-Phe und (C) LeuA
mit LeuA-Inhibitor und L-Leu unter Variation
der Konzentration des Inhibitors für PheA im
Bereich von 0 bis 0.05 µM bei Aminosäure-
konzentrationen von 0.005, 0.01 und 0.02 mM
und für LeuA von 0 bis 10 nM bei Aminosäure-
konzentrationen von 0.2, 0.5 und 2 mM. Die
Inkubationszeit betrug in allen Fällen 1 min bei
37°C.
Die Auswertung der Dixon-Plots ergab für den PheA-Inhibitor 5´-O-[N-(L-phenyl)-
sulfamoyl]adenosin mit L-Phenylalanin als Substrat ein Ki-Wert von 61 nM und mit D-
Phenylalanin ein Ki-Wert von 63 nM. Diese Werte (s. Tab.5-5) sind nahezu identisch,
was anhand des Aktivierungsmusters (100 % D-Phe und nur 78 % L-Phe) nicht
unbedingt zu erwarten war. Für das LeuA-Protein ist die Effizienz des Inhibitors 5´-O-
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[N-(L-leucyl)-sulfamoyl]adenosin mit einem Ki-Wert von 8.3 nM sogar um einen Faktor
acht besser als bei dem Inhibitor für die PheA-Domäne. Alle drei Ki-Werte sind im
Vergleich zu den jeweiligen Km-Werten der Enzyme ausgesprochen niedrig und somit
eignen sich die AS-sulfamoyl-AMP-Derivate hervorragend als Festphasen-gekoppelter
Selektor für die evolutiv veränderten Adenylierungs-Domänen.
In Tab.5-5 sind alle kinetischen Daten zusammengefaßt.
Tab.5-5: Kinetische Konstanten der rekombinanten PheA- und LeuA-Proteine und inhibitorische
Effizienz der Aminosäure-sulfamoyl-AMP-Derivate auf die jeweiligen Proteine.
Protein Substrat Km ( M) kcat (min
-1) Ki (nM)
PheA L-Phe 9.4 5.1 61
PheA D-Phe 19 7.4 63
LeuA L-Leu 642 16.7 8.3
Der „Turnover“ (kcat) der Proteine in Bezug auf ihre jeweilige Substrat-Aminosäure ist
mit Werten von 5.1 bis 16.7 min-1 deutlich höher als der normalerweise für
Peptidsynthetasen ermittelte Wert von 1 min-1 [Fujikawa et al ., 1968]. Aber dieser Wert bezieht
sich auch auf den ganzen Peptidsynthetasen-Komplex und nicht wie in den
durchgeführten Experimenten auf eine einzelne Domäne.
5.2.7 Bestimmung der für die ATP/PPi-Austauschreaktion notwendigen
Proteinkonzentration
Da durch eine in vitro Translation nur sehr geringe Mengen an Protein hergestellt
werden können, war es notwendig, die minimale katalytisch wirksame
Proteinkonzentration der A-Domänen im ATP/PPi-Austausch herauszufinden. Deshalb
wurden die in E. coli produzierten Enzyme konzentrationsabhängig im ATP/PPi-
Austausch vermessen. Die Enzymassays wurden wie unter 4.5.15 beschrieben
durchgeführt und die erhaltenen Ergebnisse in Abb.5-29 dargestellt.
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Abb.5-29: ATP/PPi-Austausch mit den rekombinanten Proteinen PheA (A) und LeuA (B) unter
Variation der Proteinkonzentration im Bereich von 0.156 bis 20 pmol. Die maximale
Austauschaktivität wurde jeweils als 100% definiert und alle anderen Daten darauf bezogen.
Auch hier erwies sich PheA als das katalytisch aktivere der beiden Enzyme. Während
LeuA bei Enzymmengen von 0.625 pmol keine erkennbare Umsetzung mehr zeigt, kann
PheA noch in Mengen von 0.156 pmol die Adenylierungsreaktion katalysieren.
5.2.8 in vitro Translation von Adenylierungs-Domänen
Ein essentieller Bestandteil des PROfusions-Zyklus (s. 2.7.2.2) zur gerichteten Evolution
von Proteinen ist die in vitro Translation. Bei dem zur in vitro Translation verwendeten
Kaninchen-Reticulocytenlysat handelt es sich um ein eukaryotisches
Translationssystem. Es ist nicht auszuschließen, daß im Gegensatz zum E. coli
Expressionssystem eventuell für die Translation notwendige Faktoren fehlen oder die
Proteine nicht richtig gefaltet werden und somit nicht katalytisch aktiv sind. Um zu
testen, ob die in vitro translatierten Proteine auch aktiv sind, wurden neben den für die
PROfusion vorgesehenen Oligonukleotiden ohne Stopkodon auch 3´-Oligonukleotide
mit Stopkodon verwendet (s. unten). So konnte aus der in vitro Translation direkt ein
Protein gewonnen, aufgereinigt und auf Aktivität getestet werden.
Für die Amplifikation der erforderlichen Fragmente wurden die im vorangegangenen
Teil getesteten Konstrukte pASK-IBA3-PheA und pASK-IBA3-LeuA (vgl. Abb.5-22)
verwendet. Das jeweilige Genfragment wurde über PCR (s. 4.2.1) mit Hilfe eines
terminal modifizierten 5´-Primers (s. u.), der sowohl einen T7-Promotor
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(Transkriptionskontrolle, in grüner Schrift), als auch eine TMV-Sequenz (eukaroytische
Translationsinitiation, rotbraune Schrift) enthielt, amplifiziert. Als 3´-Primer wurde zum
einen ein Primer mit Stopkodon (blaue Schrift) zur Aktivitätskontrolle des in vitro
translatierten Produktes in der ATP/PPi-Austauschreaktion und zum anderen ein
Primer zur Fusion der nach der in vitro Transkription resultierenden RNA an den
Puromycin tragenden DNA-Linker, verwendet. In roter Schrift ist jeweils die relevante
homologe Sequenz zu den Konstrukten hervorgehoben, in schwarz artifizielle Termini
und in schwarz-kursiv ebenfalls eingeführte Restriktionsschnittstellen für spätere
Klonierungsschritte (SphI für das 5´-Ende und BamHI für das 3´-Ende).
Primer:
5´-PS(SphI) b[72 nt] für PheA:
5´-ATA GCA TGC TAA TAC GAC TCA CTA TAG GGA CAA TTA CTA TTT ACA
    ATT ACA ATG GGA GAC CGC GGT CAT GC-3´
5´-PS-LeuA(SphI) [73 nt] für LeuA:
5´-ATA GCA TGC TAA TAC GAC TCA CTA TAG GGA CAA TTA CTA TTT ACA
    ATT ACA ATG GGA GAC CGC GGG CCT GTC-3´
3´-PS-ASA-S-(BamHI) b[42 nt]:
5´-TAT GGA TCC TTA AGC GGA TGC TTT TTC GAA CTG CGG GTG GCT-3´
                                Stop     A      S        A
3´-PS-ASA b[30 nt]:
5´-AGC GGA TGC TTT TTC AAA GTG CGG GTG GCT-3´
Abb.5-30: in vitro Translation der A-Domänen. Die durch die PCR amplifizierten Fragmente mit
Stopkodon werden zunächst in vitro transkribiert und dann in vitro translatiert. Es folgt eine
Strep-tag-Aufreinigung und ein Aktivitätstest im ATP/PPi-Austausch.
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Die durch die PCR unter Verwendung des 3´-PS-ASA-S-(BamHI)-Primers (also mit
Stopkodon) erhaltenen und danach aufgereinigten Fragmente von 1.6 kb, wurden im
Anschluß mit Hilfe der T7-RNA-Polymerase in vitro transkribiert (s. 4.6.1). Die
resultierende RNA wurde nach Aufreinigung mit Phenol/Chloroform und über G25-
Säulen (s. 4.6.2) zur in vitro Translation eingesetzt. Letzteres erfolgte unter Verwendung
von Kaninchen-Reticulocytenlysat und [35S]-Methionin wie unter 4.6.5 beschrieben.
Autoradiogramme (s. Abb.5-31) der Kontrollgele nach der Translation zeigten, daß
Proteine der erwarteten Größe (ca. 61 kDa) gebildet wurden. Als Größenstandard diente
Kaleidoskopmarker (Biorad).
Abb.5-31: Die durch in vitro Translation erhaltenen Proteine PheA-Stop (A) und LeuA-Stop (B).
Dargestellt sind Autoradiogramme der 4-20%igen Tris-Glyzin-Kontrollgele (Novex).
Aufgetragen wurde der Translationsansatz (1) von PheA-Stop (A) und LeuA-Stop (B), als
Negativkontrolle ein Translationsansatz ohne RNA (2) und für PheA Waschfraktion 1 (3)
und die Elutionsfraktionen 7 (4) und 8 (5) der Strep-tag-Aufreinigung.
5.2.9 Strep-tag-Aufreinigung der in vitro translatierten Proteine
Nach der in vitro Translation wurden die Ansätze einer StrepTactin-Aufreinigung im
„batch“-Verfahren unterworfen (s. 4.5.12). Der Proteingehalt der relevanten Fraktionen
wurde durch anschließendes Auszählen des in der Translation eingebauten [35S]-
Methionin mit Hilfe eines Szintillationszählers ermittelt (s. Abb.5-32).
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Abb.5-32: Strep-tag-Aufreinigung von PheA-Stop (A) und LeuA-Stop (B). Dargestellt sind die mit Hilfe
eines Szintillationszählers ermittelten durch das eingebaute [35S]-Methionin hervorgerufenen
dpm-Werte der Fraktionen 1-11 aus der jeweiligen Strep-tag-Aufreinigung.
Wie man in Abb.5-32 erkennen kann, zeigten neben den ersten Waschfraktionen auch
die Fraktionen 6-9 einen erhöhten Anteil an Radioaktivität. Um zu überprüfen, ob diese
Radioaktivität tatsächlich von dem in die Proteine eingebauten [35S]-Methionin stammte,
wurden im Falle der PheA-Stop-Aufreinigung die erste Waschfraktion und die
Elutionsfraktionen 7 und 8 mit Hilfe eines 4-20%igen Tris-Glyzin-Gels (Novex) und
anschließender Autoradiographie analysiert (s. Abb.5-31 (A)). Dabei stellte sich heraus,
daß zum einen ein Protein der erwarteten Größe von 61 kDa detektiert werden konnte,
zum anderen zeigte sich aber auch eine zweite kleinere Bande von etwa 50 kDa. Diese
Bande wurde ebenfalls in der Analyse des Translationsansatzes sichtbar (s. Abb.5-31 (A)
Spur 1). Eine solche Verunreinigung konnte bei der in vitro Translation des LeuA-Stop
nicht beobachtet werden. Eventuell könnte die Verunreinigung von einem späteren
Startkodon aus translatiert werden, welches „in frame“ auf dem entsprechenden
Genabschnitt liegt. Tatsächlich findet sich 268 bp nach dem regulären Startkodon ein
zweites ATG im richtigen Leserahmen. Das Genprodukt entspricht mit
499 Aminosäuren und 50.8 kDa der Größe des zweiten Proteins und trägt ebenfalls
einen Strep-tag mit anschließendem Stopkodon, so daß es mitaufgereinigt wird.
Bezogen auf den absoluten [35S]-Gehalt und die jeweilige Anzahl an Methionin Resten in
den Proteinen, wurde im Falle des in vitro translatierten PheA-Stop 0.77 pmol und im
Falle des in vitro translatierten LeuA-Stop 1.99 pmol Protein aus je einem 300 µL-
Translationsansatz aufgereinigt.
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5.2.10 Aktivitätstest mit dem in vitro translatierten PheA-Stop
Die zuvor durchgeführten Konzentrationstests (vgl. Abb.5-29) zeigten, daß sich schon
bei einer PheA-Konzentration von 0.125 pmol die Aktivierung der Substrat-Aminosäure
nachweisen ließ. Aufgrund dieses Resultats sollten die für PheA-Stop gewonnenen
Proteinmengen für eine spezifische Katalyse der Aminosäure-abhängigen
Austauschreaktion ausreichen. Der Enzymassay wurde wie unter 4.5.15 beschrieben
durchgeführt, außer daß aufgrund der geringen Mengen an zu Verfügung stehenden
Proteins, das oben erwähnte in vitro translatierte PheA-Stop zunächst ankonzentriert
und erst dann in drei Aliqouts geteilt wurde. In einem Aliquot befanden sich somit
ca. 0.26 pmol Protein. Es wurde neben der Substrat-Aminosäure Phenylalanin eine
Kontrolle ohne Aminosäure und eine mit der heterologen Aminosäure Tyrosin
durchgeführt. Die Nebenaktivität dieser Aminosäure lag für das in E. coli
überproduzierte Enzym PheA bei ca. 3%.
0
20
40
60
80
100
%
ohne AS L-Phe L-Tyr
Abb.5-33: ATP/PPi-Austausch mit dem aufgereinigten in vitro translatierten PheA-Stop. Die maximale
Austauschaktivität wurde als 100% definiert. Die Proteinmenge betrug 0.26 pmol, die
Substratkonzentration 0.5 mM.
Das Ergebnis dieses Experiments gab einen deutlichen Hinweis darauf, daß das in vitro
translatiertes PheA-Stop aktiv ist. Wie man anhand der Abb.5-33 sieht, zeigten die
beiden Kontrollen im ATP/PPi-Austausch zwar eine Aktivierung von rund 30%, doch
der Wert der Positivkontrolle mit der kognaten Aminosäure lag mehr als dreimal so
hoch. Man sollte auch bedenken, daß man mit dem für den Enzymtest verwendeten
Protein, um weitere Ausbeuteverluste zu vermeiden, keine Dialyse durchgeführt hatte
und ohne vorhergehende Dialyse wurde auch für das aus E. coli heterolog
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überproduzierte PheA eine hohe Hintergrundaktivität gemessen. Somit zeigte sich, daß
das Translationssystem genügend aktives PheA-Stop-Protein herstellt.
5.2.11 Herstellung der mRNA/Proteinfusionen (PROfusion) von PheA
Für die PROfusion ist es wichtig, daß der kodierenden Sequenz kein Stopkodon folgt, da
eine kovalente Bindung des naszierenden Polypeptids an das Puromycin erfolgen soll.
Dies ist aber nur möglich, wenn das Puromycin genügend Zeit hat, um in das Ribosom
zu diffundieren, um dort den Peptidyl-Anteil zu übernehmen. Für diese Diffusion ist es
außerdem erforderlich, dem Puromycin den notwendigen Raum zu geben. Deshalb
befindet sich das Puromycin am 3´-Terminus eines Poly-A-DNA-Linkers (dA27CC).
Dieser DNA-Puromycin-Linker muß vor der in vitro Translation mit der entsprechenden
mRNA ligiert werden (s. u.).
Abb.5-34: Herstellung der mRNA/Proteinfusionen (PROfusion) von PheA.
Ergebnisse 143
Wird nun die mRNA translatiert kommt das Ribosom zwangsläufig an dem Übergang
mRNA-DNA zum Stillstand und gibt so dem Puromycin genügend Zeit, in die A-Stelle
des Ribosoms einzudringen und das neusynthetisierte Peptid kovalent zu binden. Die
mRNA/Proteinfusion ist gebildet.
Zur Darstellung der mRNA/Proteinfusion von PheA wurde wie zuvor (vgl. 5.2.6) unter
Verwendung des PheA-5´-Primers und des 3´-Primers ohne Stopkodon das
entsprechende DNA-Fragment über eine PCR-Reaktion (s. 4.2.1) amplifiziert und
nachfolgend mit Hilfe der T7-RNA-Polymerase in vitro transkribiert (s. Abb.5-34). Nach
einer Phenol/Chloroform-Extraktion (s. 4.6.2) wurde die RNA mit dem Puromycin
tragenden Poly-A-Linker ligiert (s. 4.6.3). Dabei wurde in der Ligation ein sogenannter
Splint verwendet, ein ssDNA-Fragment von 20 Basen, dessen Sequenz homolog zum 3´-
Ende der RNA (AGC GGA TGC) und zum 5´-Ende des DNA-Puromycin-Linkers ist.
Dieser Splint dient zur Findung der beiden zu ligierenden Komponenten und zur
Stabilisierung während der Ligation. Nach der Ligation wird der Splint durch eine Anti-
Splint-Behandlung entfernt, d. h. der Ligationsansatz wird für 2 min bei 80°C
denaturiert. Die anschließende in vitro Translation (s. 4.6.5) des nun wieder
einzelsträngigen RNA-DNA-Puromycin-Derivates erfolgte mittels Kaninchen-
Reticulocytenlysat in Gegenwart von [35S]-Methionin. Anschließend wurde das PheA-
PROfusions Produkt über ein 6%iges Harnstoffgel analysiert (s. Abb.5-35).
Abb.5-35: Autoradiogramm eines 6%igen Harnstoff-Gels (Novex) zur Kontrolle der PheA-PROfusion.
Gezeigt sind als Kontrolle die PheA-RNA-Ligation (1), der Translationsansatz (2) und durch
Oligo-dT aufgereinigtes und ankonzentriertes PheA-PROfusions-Produkt (3).
Beim Betrachten der Abb.5-35 erkennt man das Problem, eine PROfusion dieser Größe
nachzuweisen. Aufgrund des viel größeren RNA-Anteils läßt sich das Produkt der
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Fusion nicht auf einem normalen Protein-Gel und aufgrund des Protein-Anteils nicht
auf einem für RNA geeigneten Harnstoff-Gel trennen. So erkennt man zwar, daß ein
Produkt entstanden war (Spur 2 und 3) und aufkonzentriert wurde (Spur 3), aber
vermutlich wegen des kovalent gebundenen Proteins kaum in das Harnstoff-Gel
eingelaufen war. Ob das Produkt die richtige Größe hat, konnte man so nicht feststellen.
Frau Gabriele Wirtz (Aventis R & T) führte mit dem PROfusions-Produkt eine S1-
Nuklease Hydrolyse durch. Durch die Analyse des Hydrolyse-Produktes auf einem 4-
20%igem Tris-Glyzin-Gel und anschließender Autoradiographie konnte sie zeigen, daß
nach Abbau der RNA tatsächlich ein Protein von ungefähr 61 kDa Größe zurückblieb.
Damit war nachgewiesen, daß eine PheA-PROfusion durch die in vitro Translation
gebildet wurde. Jetzt galt es zu zeigen, daß das so hergestellte Fusionsprotein mit einem
9x so großen RNA-Anteil enzymatisch aktiv war.
5.2.12 Aufreinigung der PheA-PROfusion über Oligo-dT-Cellulose
Um einen Aktivitätstest mit der erhaltenen PheA-PROfusion machen zu können, mußte
das Produkt zunächst aus dem Translationsansatz aufgereinigt werden, da unter
anderem auch Aminosäuren darin enthalten waren. Dazu wurde Oligo-dT-Cellulose
verwendet. Diese besitzt an Cellulose gebundene Oligo-dTs, mit deren Hilfe man die
PROfusion über ihren Poly-dA-Linker aufreinigen kann (s. 4.6.6).
Für die Aufreinigung wurde der komplette Translationsansatz 1 h bei 4°C mit 100 µL
Oligo-dT-Cellulose unter ständigem Schwenken inkubiert. Nach mehrmaligem
Waschen wurde die PheA-PROfusion mit Wasser von der Cellulose eluiert. Aufgrund
des in der in vitro Translation verwendeten [35S]-Methionin konnten nun die Fraktionen
mit Hilfe eines Szintillationszählers auf den Proteingehalt überprüft werden (s. Abb.5-
36).
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Abb.5-36: Aufreingung des PheA-PROfusions-Produktes über Oligo-dT-Cellulose. Dargestellt sind die
absoluten „Counts“ für [35S] in den gesammelten Fraktionen.
Die Fraktionen E2, E3 und E4 wiesen im Vergleich zum Hintergrund eine starke
Zunahme an Radioaktivität auf und wurden vereinigt. Da aber umgerechnet insgesamt
nur in etwa 0.33 pmol des Enzyms gewonnen werden konnten und sich dieses Produkt
in einem für den Enzymassay zu großen Volumen befand, wurden die vereinigten
Fraktionen ankonzentriert.
5.2.13 ATP/PPi-Austausch mit der PheA-PROfusion
Bevor das ankonzentrierte PheA-PROfusions-Produkt in der ATP/PPi-
Austauschreaktion vermessen wurde, führte man mit einer geringen Menge des
Konzentrats eine Gel-Analyse (vgl. Abb.5-35, Spur 3) und eine Proteinkonzentrations-
Bestimmung durch. Danach wurde das aufgereinigte PheA-PROfusion (insgesamt
ca. 0.3 pmol Enzymanteil) in zwei Aliqots aufgeteilt und im ATP/PPi-Austausch die
Enzymaktivität gemessen. Dabei wurde die Aktivität einer Probe mit Substrat-
Aminosäure bestimmt, respektive ohne Aminosäure in der anderen Probe. Es zeigte sich
jedoch, daß die Enzymmenge zu gering war, um neben dem interferierenden [35S]-Signal
ein sinnvolles Ergebnis erzielen zu können. Deshalb wurde das gesamte Experiment ab
der in vitro Translation unter Verwendung von nicht radioaktiv-markiertem Methionin
wiederholt. Alle Schritte erfolgten dabei analog dem oben beschrieben radioaktiven
Experiment. Allerdings wurde weder eine Gelanalyse noch eine Proteinbestimmung
durchgeführt, weil die dargestellten PROfusionsmengen für die Detektion in nicht
radioaktiven Verfahren zu gering waren. Ausgehend vom radioaktiven Experiment
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wurden auch hier die Fraktionen E2, E3 und E4 vereinigt und eingeengt. Ging man
davon aus, daß zum radioaktiven Experiment äquilvalente Menge aufgereinigt wurden,
so befand sich in den beiden hier vermessenen Proben jeweils ca. 0.15 pmol
Enzymanteil. Das Resultat der ATP/PPi-Austauschreaktion (s. 4.5.15) mit dem so
erhaltenen Protein ist in Abb.5-37 dargestellt.
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Abb.5-37: ATP/PPi-Austausch der aufgereinigten in vitro translatierten PheA-PROfusion. Die
maximale Austauschaktivität wurde als 100% definiert. Die Enzymmenge betrug ca.
0.15 pmol, die Substratkonzentration 0.5 mM.
Die Negativkontrolle zeigt zwar eine Aktivierung von 30%, aber die Aktivierung von
Phenylalanin ist mehr als dreimal so hoch wie die der Negativkontrolle ohne
Aminosäure. Da auch hier aus Gründen des Ausbeuteverlustes auf eine Dialyse des
PROfusions-Produkts verzichtet wurde, gab das Resultat einen deutlichen Hinweis
darauf, daß auch das in vitro translatierte PheA-PROfusions Produkt enzymatisch aktiv
ist. Damit war eine weitere Grundvoraussetzung für die Evolution der Adenylierungs-
Domänen erfüllt.
Diese Enzymassays wurden nicht mit dem LeuA durchgeführt, da die in vitro
Translation nicht effizient genug war, um eine für die Enzymkatalyse ausreichende
Menge an LeuA-PROfusion zu synthetisieren (laut 5.2.7 mindestens 1.25 pmol).
5.2.14 Integration singulärer Restriktionsschnittstellen in pheA und leuA
Da nur der Bereich zwischen den Coremotiven A4 und A5 für die Erkennung und
Bindung der jeweiligen Substrat-Aminosäure zuständig ist (s. 2.3.1), sollte auch nur
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dieser etwa 300 Basen lange Abschnitt evolutiv verändert werden. Dadurch wird
vermieden, daß die z. B. für die ATP-Hydrolyse katalytisch relevante Coremotive
mutiert werden. Hierfür war es notwendig, singuläre Schnittstellen flankierend zu den
Coremotiven in die Orginal-Sequenzen für pheA (= grsA) und leuA (= srfA-C) über
gerichtete Mutagenese einzuführen. So könnte später die komplette Biobliothek nach
einer Hydrolyse mit den entsprechenden Restriktionsendonukleasen wieder in den
analog hydrolysierten Ausgangsvektor zurückligiert werden. Die resultierenden
Plasmide würden dann in vitro transkribiert und translatiert und das PROfusions
Produkt an dem dafür vorgesehenen Festphasen-gekoppelten Inhibitor selektiert.
Zur Vorbereitung der Randomisierung der A-Domänenbindungstaschen wurden die
unter 5.2.8 amplifizierten PCR-Fragmente mit Stopkodon mit den
Restriktionsendonukleasen SphI und BamHI hydrolysiert und in den entsprechend
behandelten pQE70-Vektor kloniert. Beide Ligationsansätze wurden in E. coli TOP 10F´
transformiert (s. 4.4.3) und die Inserts der resultierenden Plasmide sequenziert (s. 4.3.9),
um eventuelle Mutationen durch die vorangegangen PCR-Amplifikationen
auszuschließen. Die resultierenden Vektoren pQE70PheA und pQE70LeuA mit dem aus
pQE70 stammenden T5-Promotor und N-terminalen His6-tag sind schematisch in Abb.5-
38 dargestellt.
Abb.5-38: Die pQE70PheA/LeuA-Vektoren. Die Promotoren sind in grüner und die Affinitäts-tags in
grauer Farbe dargestellt.
Diese Vektoren wurden in der folgenden ortsgerichteten Mutagenese zur Einführung
der Restriktionsschnittstellen nach der QuickChange-Methode (Stratagene) als Matrizen-
DNA verwendet. Für die Muatagenese wurden folgende Primer ausgewählt:
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Primer:
5` PheA-A4 (StuI):
5´-GAC TGA AAA GGA TAG AAT AGG CCT ATT TGC CAG CAT CTC-3´
                                                                         Q->L
3´ PheA-A4 (StuI):
5´-CA AAA AGA ATG CTG GCA AAT AGG CCT ATT CTA TCC TTT TC-3´
5´ PheA-A5 (KpnI):
5´-CC ACC AAA GAA ACA ATA GGT ACC TCA GTT CCA ATC GG-3´
                                                                      H->T
3´ PheA-A5 (KpnI):
5´-G TGC TCC GAT TGG AAC TGA GGT ACC TAT TGT TTC TTT GG-3´
5´ LeuA-A4 (ClaI):
5´-C TGA TCA GGA TAC GTT CTT ATC GAT TTC GAA TTA CGC C-3´
                                                                             V->I
3´ LeuA-A4 (ClaI):
5´-CAA AGG CGT AAT TCG AAA TCG ATA AGA ACG TAT CCT G-3´
5´ LeuA-A5 (SacI):
5´-CA GCT CAC GTC GTG CAT GAG CTC CCG GAT TCC ATC TC-3´
                                                           D->E
3´ LeuA-A5 (SacI):
5´-GA GGA GAT GGA ATC CGG GAG CTC ATG CAC GAC GGT AG-3´
Die neueingeführten Restriktionsschnittstellen sind kursiv gedruckt, die mutierten
Basen in blauer Farbe dargestellt und die Veränderung der jeweiligen Aminosäure unter
dem Primer ebenfalls in blauer Farbe angegeben. Dabei ist die erste Aminosäure die
native und die nach dem Pfeil folgende diejenige nach der Mutation. So bedeutet z. B. S-
>G: Serin im nativen wird zu Glyzin im mutierten Protein. Die Primer wurden so
gewählt, daß die Coremotive A4 und A5 nicht mutagenisiert werden, sondern nur der
Bereich mit den spezifitätsbestimmenden Aminosäureresten an den Positionen 239, 278,
299, 322 und 331. Die genaue Lage der Primer ist in Abb.5-39 dargestellt.
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Zunächst wurde jede Schnittstelle einzeln in die jeweils relevante Sequenz eingeführt,
also eine Mutante mit singuläre Schnittstelle vor Core A4 und die andere mit
Schnittstelle nach Core A5, für beide Konstrukte (pQE70PheA und pQE70LeuA)
konstruiert. So wurde in das PheA-Konstrukt einmal vor Coremotiv A4 eine StuI-
Restriktionsschnittstelle (Mutante PheA-A4) und einmal nach Coremotiv A5 eine KpnI-
Restriktionsschnittstelle (Mutante PheA-A5) integriert. Für das LeuA-Konstrukt waren
es entsprechend eine ClaI-(Mutante LeuA-A4) und eine SacI-Erkennungssequenz
(Mutante LeuA-A5). Die resultierenden Plasmide der Mutanten pPheA-A4, pPheA-A5,
pLeuA-A4 und pLeuA-A5 wurden anschließend auf die korrekte Integration der
Schnittstelle durch eine Hydrolyse mit dem jeweiligem Restriktionsenzym kontrolliert.
Anschließend wurden sie sequenziert (s. 4.3.9), um zusätzliche Mutationen
auszuschließen, die die Aktivität oder Spezifität der kodierten Enzyme beeinflussen
könnten.
Im Anschluß daran wurden alle vier Proteine als C-terminale Strep-tag-Fusion in E. coli
XL1 Blue überexprimiert (s. 4.5.2) und über Affinitätschromatographie an
immobilisiertem StrepTactin aufgereinigt (s. 4.5.11). In allen Fällen ließ sich ein Protein
der erwarteten Größe (ca. 61 kDa) aufreinigen. Der Haupteil des Proteins befand sich
jeweils in den Elutionsfraktionen 8 bis 10, die dann vereinigt wurden. Danach wurde die
Spezifität der Proteine mit Hilfe der ATP/PPi-Austauschreaktion wie unter 4.5.15
beschrieben, bestimmt, um einen eventuellen Aktivitätsverlust der Proteine durch die
eingeführten Mutationen auszuschließen. Dabei wurde neben der jeweiligen Substrat-
Aminosäure zusätzlich auch für die PheA-Mutanten Leucin, Prolin und Tyrosin und für
die LeuA-Mutanten Phenylalanin, Serin und Tryptophan vermessen.
Wie man anhand der in Abb.5-40 dargestellten Diagramme der ATP/PPi-
Austauschreaktionen klar erkennen kann, resultierte keine der eingeführten Mutationen
in einem Verlust der Enzymaktivität bzw. einer Änderung der Enzymspezifität. Die für
die PheA-Mutanten gemessene höhere Aktivierung (s. Abb.5-40) der heterologen
Aminosäuren und Wasser (Negativkontrolle ohne AS) resultierte aus der schon
erwähnten Verunreinigung durch die Substrat-Aminosäure in der StrepTactin-
Aufreinigung. Die PheA-A4- bzw. PheA-A5-Proteine wurden vor dem Enzymtest nicht
dialysiert, weil nur das Aktivierungsmuster der A-Domänen bestimmt werden sollte.
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Abb.5-40: Aminosäuresubstrat-Spezifität der mutierten Adenylierungsdomänen bestimmt durch die
ATP/PPi-Austauschreaktion. Gezeigt sind (A) PheA-A4, (B) PheA-A5, (C) LeuA-A4 und (D)
LeuA-A5. Die höchste Austauschaktivität wurde jeweils als 100% definiert. Alle ermittelten
Daten wurden auf den jeweiligen Wert bezogen. Im Assay wurden 20 pmol Enzym und 0.5
mM Aminosäure eingesetzt.
Da die Einzelmutanten keine Veränderung in ihren katalytischen Eigenschaften zeigten,
wurden die für die Überproduktion der vermessenen Proteine herangezogenen Klone
auch für die Einführung der zweiten Schnittstelle über die QuickChange-PCR-Methode
verwendet (s. 4.2.2). Ausgewählte Transformanten der erhaltenen Doppelmutanten
PheA-A4A5 und LeuA-A4A5 wurden zur genauen Verifizierung sequenziert. Im
Anschluß daran wurden beide Proteine analog zu den Einzelmutanten überproduziert
und aufgereinigt. Danach wurde die Spezifität der Proteine mit Hilfe der ATP/PPi-
Austauschreaktion bestimmt (Abb.5-41). Dies erfolgte wieder unter dem Aspekt einen
eventuellen Aktivitätsverlust der Proteine durch die eingeführten Mutationen
auszuschließen. Die Proteine wurden mit der jeweiligen Substrat-Aminosäure und den
schon im vorangegangenen Schritt verwendeten Aminosäuren als Kontrollen
vermessen.
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Abb.5-41: Aminosäuresubstrat-Spezifität der mutierten Adenylierungsdomänen bestimmt durch die
ATP/PPi-Austauschreaktion. Dargestellt sind (A) PheA-A4A5 und (B) LeuA-A4A5. Die
höchste Austauschaktivität wurde jeweils als 100% definiert. Alle ermittelten Daten wurden
auf den jeweiligen Wert bezogen. Im Assay wurden 20 pmol Enzym und 0.5 mM
Aminosäure eingesetzt.
Auch die mit den PheA- und LeuA-Doppelmutanten PheA-A4A5 und LeuA-A4A5
durchgeführten Enzymassays zeigten, daß durch die eingeführten Mutationen weder
die Enzymaktivität noch die Substratspezifität der beiden A-Domänen beeinträchtigt
wurde.
Die durch die Mutagenese generierten Restriktionsschnittstellen, die den die
Substratbindungstasche kodierenden Bereich flankieren, sind dazu geeignet diesen
Bereich gezielt herauszuschneiden und gegen die randomisierten Varianten zu ersetzen.
5.2.15 Zusammenfassung der Ergebnisse
Für die gezielte Evolution von Adenylierungs-Domänen sollten im Rahmen dieser
Arbeit die notwendigen Grundlagen geschaffen werden. Als erstes galt es, ein neues
Expressionssystem zu etablieren und mit den so produzierten Proteine die Bestimmung
der kinetischen Größen durchzuführen. Im Anschluß daran sollten diese Proteine dazu
dienen, jeweils einen spezifischen Inhibitor zu finden, der sich als Festphasen-
gekoppelter Selektor im PROfusions-Zyklus verwenden läßt. Das verwendete Strep-tag-
Expressionssystem erwies sich als geeignet. Die Proteine konnten als Strep-tag-Fusionen
aufgereinigt werden und waren enzymatisch aktiv. Mit diesen rekombinanten Proteinen
wurden die kinetischen Größen bestimmt. Desweiteren erwiesen sich die dargestellten
Aminosäure-AMP-Analoga 5´-O-[N-(L-phenyl)-sulfamoyl]adenosin und 5´-O-[N-(L-
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leucyl)-sulfamoyl]-adenosin als spezifische Inhibitoren der jeweils korrespondierenden
Adenylierungsdomäne. Durch die ATP/PPi-Austauschreaktion konnten ihre
inhibitorischen Konstanten determiniert werden. Alle ermittelten Konstanten sind in
Tab.5-5 zusammengefaßt.
Im Anschluß daran wurden die Proteine in vitro transkribiert und translatiert. Dabei
wurden die Proteine PheA-Stop und LeuA-Stop erhalten und konnten aufgereinigt
werden. Die in vitro Translation von PheA-Stop lieferte eine ausreichende Proteinmenge
(0.77 pmol) für eine ATP/PPi-Austauschreaktion. Das Protein war enzymatisch aktiv.
Außerdem konnte PheA als PheA-PROfusion gewonnen und aufgreinigt werden. Auch
die PheA-PROfusion war im Enzymassay aktiv.
Zum Austausch der Bindungstasche der Adenylierungs-Domänen wurden in beide
Genfragmente über ortsgerichtete Mutagenese einzigartige Restriktionsschnittstellen
vor Coremotiv A4 und nach Coremotive A5 eingeführt. Ein Aktivitätstest mit den
resultierenden Doppelmutanten zeigte, daß durch die Mutationen weder die Aktivität
noch die Spezifität der Domänen beeinflußt wurde.
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6 Diskussion
Im Jahre 1995 gelang es Podlesek durch Untersuchungen mit einer B. licheniformis
Genbank in B. subtilis das bcrABC Gencluster zu identifizieren [Podlesek et al., 1995]. Dieses
Gencluster kodiert für einen ABC-Transporter, der Resistenz gegen den von
B. licheniformis produzierten Zellwandbiosynthese-Inhibitor Bacitracin verleiht. Im
Rahmen der vorliegenden Arbeit ist es gelungen, diesen Cluster im Chromosom von
Bacillus licheniformis genau zu lokalisieren. Dabei wurde in direkter Nachbarschaft ein
putatives Zweikomponenten-System detektiert. Eine detaillierte Western-Blot-Analyse
und Bacitracin-Sensitivitäts-Untersuchungen führten zu der Erkenntnis, daß zwischen
den beiden Genclustern bacRS und bcrABC eine regulative Verbindung besteht. Damit
konnte zum ersten Mal für ein Peptidsynthetasen-System eine Regulation des „Selbst“-
Resistenz vermittelnden ABC-Transporters durch ein Zweikomponenten-System nach
Induktion mit dem eigenen Antibiotikum gezeigt werden.
Im Mittelpunkt des zweiten Projektes stand die Evaluierung, ob die PROfusions-
Technik der gerichteten Proteinevolution [Liu et al., 2000; Roberts, 1999; Roberts & Szostak, 1997] als
Methode zur Herstellung von Peptidsynthetasen Adenylierungs-Domänen mit neuen
katalytischen und funktionellen Eigenschaften geeignet ist. Ausgehend davon konnten
für die Selektion der evolutiv veränderten A-Domänen-Biobliothek für die beiden
ausgewählten A-Domänen spezifische Inhibitoren determiniert werden. Damit wurden
im Rahmen dieser Arbeit zum ersten Mal Inhibitorstudien mit den Adenylierungs-
Domänen der Peptidsynthetasen durchgeführt. Außerdem wurden die A-Domänen als
Strep-tag-Fusionen in vitro translatiert und hinsichtlich ihrer Aktivität überprüft. Es
zeigte sich, daß zumindest die in vitro translatierte PheA-Domäne und auch die PheA-
PROfusion katalytisch aktiv waren. Damit wurde erstmals für eine
mRNA/Proteinfusion mit einem Proteinanteil von ca. 61 kDa enzymatische Aktivität
nachgewiesen und somit die Basis für eine in vitro Evolution von A-Domänen
geschaffen.
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6.1 Untersuchungen zur Bacitracin-Selbst-Resistenz von
B. licheniformis ATCC 10716
Als Schutz vor dem eigenen Antibiotikum stellen Resistenz-Mechanismen einen
wichtigen Bestandteil der antibiotikaproduzierenden Mikroorganismen dar. Häufig
sind Resistenz-Gene mit den jeweiligen Biosynthese-Clustern und den dazugehörigen
regulatorischen Genen solcher antibiotikaproduzierender Organismen assoziiert. Eine
Organisation dieser Art gibt die Möglichkeit zur gemeinsamen Kontrolle und
Expression [Cundliffe, 1989].
So wird z. B. die Vancomycin-Resistenz in Enterobacter faecalis durch die drei Gene vanH,
vanA und vanX vermittelt. Sie kodieren für eine D-Lactat-Dehydrogenase/α-Keto-
Reduktase, eine D-Ala-D-Lactat-Ligase und eine D-Ala-D-Ala-Dipeptidase. Durch diese
Enzmye wird der D-Ala-D-Ala-Terminus der Disaccharid-Pentapeptideinheiten des
Peptidoglykans in einen D-Ala-D-Lactat-Terminus umgewandelt, und so die Bindung
des Glykopeptidantibiotikums Vancomycin und damit die Inhibierung der
Zellwandbiosynthese unterbunden. Die vanH,A,X Gene sind mit den Vancomycin
Biosynthese Genen geclustert und werden durch das Zweikomponenten-System VanRS
reguliert [Evers & Courvalin, 1996; Walsh, 2000; Walsh et al., 1996]. Ein anderes Beispiel ist der
Mechanismus der Daunorubicin-Resistenz in Streptomyces peucetius. Hier ist neben dem
DrrAB-Transporter [Guilfoile & Hutchinson, 1991] ein UvrA-ähnliches Protein (DrrC) [Lomovskaya et
al., 1996] involviert. Die drrAB Gene und das drrC Gen befinden sich in direkter
Nachbarschaft zu den Daunorubicin-Biosynthese Genen und es wurde gezeigt, daß die
Expression von drrC mit der Daunorubicin-Produktion korreliert ist. Auch im 3´-Bereich
des Tyrocidin-Biosynthese Operon aus B. brevis wurden zwei Gene identifiziert, die
Homologien zu ABC-Transportsystemen aufweisen [Mootz & Marahiel, 1997]. Die genaue
Charakterisierung dieses Systems steht aber noch aus.
Für Bacillus licheniformis wurde ebenfalls ein Bacitracin-Resistenz vermittelndes
Transportsystem entdeckt [Podlesek et al ., 1995 ]. Die identifizierten Gene bcrABC kodieren für
ein ABC-Transportsystem, das Ähnlichkeiten mit sogenannten „Multidrug-Resistance“-
Transportern besitzt [Bolhuis et al., 1997; Gottesman & Pastan, 1993; Higgins & Gottesman, 1992; Nikaido, 1998; Ouellette
et al., 1994; Van Bambeke et al., 2000]. Die genaue Position der Gene wurde aber nicht festgestellt.
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6.1.1 Clusterung der Bacitracin-Resistenz- und Biosynthese-Gene und
Identifizierung eines putativen Zweikomponenten-Systems
Mit Hilfe einer inversen PCR ausgehend vom 3´-Ende des bac Operons [Konz et al., 1997]
wurde nachgewiesen (s. 5.1.1), daß der bcrABC Gencluster im 3´-terminalen Bereich des
bac Operons positioniert ist. Damit wurde ähnlich wie für Vancomycin, Daunorubicin
und Tyrocidin eine Clusterung von Biosynthese- und Resistenz-Genen im Chromosom
verifiziert.
Die Sequenzierung des gesamten Amplifikats führte zur Identifizierung von zwei
weiteren offenen Leserahmen zwischen dem bac Operon und dem bcr Cluster (s. 5.1.2).
Eine Datenbank-Analyse der beiden orfs, die bacR und bacS genannt wurden (s. Abb.6-2),
zeigt Ähnlichkeiten zur EnvZ/OmpR-Klasse von Zweikomponenten Regulations-
Systemen [Mizuno & Tanaka, 1997; Wietzorrek & Bibb, 1997]. EnvZ/OmpR sind in E. coli für die
Erkennung osmotischer Veränderung im Medium und die Regulation der Zellantwort
zuständig. So wirkt OmpR als transkriptioneller Regulator von ompF (Transkription bei
geringer und Repression bei hoher Osmolarität) und ompC (Transkription bei hoher
Osmolarität). Beide Gene kodieren für Porine der äußeren Membran [Martinez-Hackert & Stock,
1997] und dienen als Kanäle für die passive Diffusion von kleinen Molekülen zwischen
dem externen Medium und dem periplasmatischen Raum.
Die Response Regulatoren der Zweikomponenten-Systeme besitzen eine N-terminale
konservierte Domäne von ungefähr 125 Aminosäuren, die über eine Linkerregion mit
einer C-terminalen Effektor-Domäne verbunden ist. Die Effektor-Domänen haben
generell ein DNA-Bindungsmotiv, während in der N-terminalen Domänen der
hochkonservierte Aspartatrest zu finden ist, der im Zuge der Signalübertragung durch
die Histidinkinase phosphoryliert wird [Stock et al., 1995]. Die Phosphorylierung erfolgt,
obwohl sie reversibel ist, unidirektional. Dabei katalysiert der Response Regulator
sowohl die Übertragung der Phosphat-Gruppe vom Histidinrest des Sensors auf den
eigenen Aspartatrest, als auch den hydrolytischen Verlust der Phosphat-Gruppe [Parkinson,
1995]. Durch die Phosphorylierung des Aspartatrestes im Response Regulator wird meist
eine Änderung der Konformation hervorgerufen und der Regulator somit aktiviert.
Auch in der für BacR ermittelten Aminosäuresequenz (s. Anhang 7.2) konnte durch
einen Sequenzvergleich mit anderen Response Regulatorproteinen das charakteristische,
hochkonservierte Aspartat an der Position 54 und hohe Homologien des N-Terminus zu
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anderen vergleichbaren Proteinen ermittelt werden (s. Abb.5-4). So korreliert der
Aspartatrest 54 von BacR mit den putativen Phosphorylierungsstellen von VanR
(Position 53) und OmpR (Position 55). Außerdem besitzt die Aminosäuresequenz von
BacR 38.5% Identität zu der Proteinsequenz von VanR und 36.8% zu OmpR.
(A) (B)
Abb.6-1: SWISS-PROT-Strukturmodell von BacR (A) und Kristallstruktur von OmpR (B) [Martinez-
Hackert & Stock, 1997].
Durch eine computergestützte Berechnung der Struktur von BacR (s. Abb.6-1 (A),
SWISS-PROT) wurde außerdem im C-Terminus ein putatives Helix-Turn-Helix-Motiv
detekiert, welches unter der OmpR-Subklasse von Response Regulatoren als DNA-
Bindungsmotiv sehr weit verbreitet ist [Fabret et al., 1999]. Dieser Bereich von ca.
100 Aminosäuren besteht aus zwei α-Helices (α2 und α3), die durch einen langen
„Loop“ getrennt sind. Dabei ist die zweite, längere Helix (α3) für die DNA-Bindung
verantwortlich. Bei OmpR besteht die α3-Helix aus 12 Aminosäuren (s. Abb.6-1 (B)).
DNA-„Footprinting“-Studien zeigten, daß OmpR an sehr große DNA-Regionen der
ompF- und ompC-Promotoren bindet (von –100- bis –40-Region) [Huang et al., 1997]. Durch eine
Mutationsanalyse des 36 bp-Fragments, das durch die Bindung von OmpR an die –102-
bis –76-Region des ompF-Promotor geschützt wird, konnten die essentiellen Bestandteile
des ompF-Erkennungsmotivs determiniert werden. Es zeigte sich, daß die Region im
wesentlichen aus vier Boxen von je 10 Basen, den sogenannten F-Boxen, besteht. Analog
wurden die C-Box-Motive des ompC-Promotors verifiziert [Forst et al., 1995; Pratt & Silhavy, 1995].
Ein Vergleich dieser Sequenzen mit dem bacABC-, bacRS bzw. bcrABC-Promotor-Bereich
deckte jedoch keinerlei Übereinstimmungen auf. Dazu läßt sich aber sagen, daß auch die
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C- und F-Box-Motive sehr stark voneinander abweichen. Während die F-Boxen
größtenteils aus T-Basen bestehen (z. B. Fa: TTTACTTTTG), ist die Basenverteilung
innerhalb der C-Boxen sehr homogen (z. B. Ca: TGAACATCT). Es läßt sich also keine
generelle Konsensussequenz identifizieren. Daher kann es durchaus sein, daß die von
BacR mit der α3-Helix erkannte DNA-Sequenz keine Gemeinsamkeiten mit den von
OmpR erkannten Motiven aufweist. Die Aminosäuresequenz der beiden α3-Helices mit
SIDVQISRLRRMVE für OmpR und TVMVHIRRLRKKIE für BacR sind auf jeden Fall in
ihrer Zusammensetzung sehr ähnlich.
Aufgrund der strukturellen Übereinstimmungen des BacR-Modells mit OmpR, sowie
der Ähnlichkeit der N-terminalen Aminosäuresequenz von BacR mit denen anderer
Response Regulatoren wie z. B. VanR aus E. faecalis [Evers & Courvalin, 1996] und OmpR aus E.
coli [Comeau et al., 1985] kann BacR in diese Klasse von Proteinen eingeordnet werden
(s. Abb.5-3). Außerdem weist BacR den oben beschrieben Aufbau der Response
Regulator auf. Die konservierte „Receiver“-Domäne von 115 Aminosäuren mit dem
Aspartatrest 54 als putative Phosphorylierungsposition wird gefolgt von einer Effektor-
Domäne mit einem klassischen DNA-Bindemotiv.
Tab.6-1: Die charakteristischen Box-Motive der Sensor-Histidinkinasen.
Protein Organismus H-Motiv N-Motiv G1-Motiv F-Motiv G2-Motiv
BacS B.licheniformis ISHDIRTP LIRVIENIVRN IWDQGPGI IECF - -GAGWGL
GtcS B. brevis LSHDFKTP LYRALSNLLSN VMDNGIGI FQPF - -GTGLGL
VanS E. faecalis LAHDIKTP LARVFNNILKN FKNTG-SI FEKF TGGAGLGL
Consensus XXHDXXTP LXRXXXNXXXN XXXXGXXI XXXF XXGXGXGL
Die aus der Gensequenz abgeleitete Aminosäuresequenz von BacS (s. Anhang 7.2) zeigt
im C-terminalen Teil die typischen Box-Motive von Sensor Histidinkinasen (s. Tab.6-1).
Hervorgehoben sei hier besonders das H-Motiv mit dem hochkonservierten
Histidin 126, das in Folge des erkannten Signals unter ATP-Hydrolyse
autophosphoryliert wird. Die Identität zu anderen typischen Sensor-Histidinkinasen,
wie z. B. VanS aus E. faecalis [Evers & Courvalin, 1996] und GtcS aus B. brevis [Turgay & Marahiel, 1995],
bewegt sich zwischen 25% und 30% (s. Abb.5-5). Eine Hydropathie-Analyse der für BacS
abgeleiteten Aminosäuresequenz führte zur Identifizierung von zwei putativen
transmembranen Bereichen im N-terminalen Teil des Proteins (s. Abb.5-6). Die
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Auffindung dieser transmembranen Bereiche deckt sich mit der Topologie von Sensor-
Histidinkinasen, deren N-terminale Domäne membranständig ist, um den äußeren Reiz
detektieren zu können. Die Aminosäuresequenz des N-terminalen Bereiches besitzt
keine anderen auffallenden Ähnlichkeiten zu den N-terminalen Sequenzen
vergleichbarer Proteine, die untereinander stark variieren. Die Unterschiede im N-
Terminus der Sensor-Histidinkinasen entsprechen der Vielfalt der von ihnen sensierten
Signale. Damit kann man für BacS den klassischen Aufbau für Sensor-Histidinkinasen
determinieren. Eine N-terminale membranständige Sensor-Domäne wird von einer C-
terminalen Transmitter-Domäne gefolgt, in der der Histidinrest 126 als putative
Autophosphorylierungsposition fungiert.
Die Analyse der beiden neuentdeckten bacRS Gene und deren abgeleitete
Aminosäuresequenzen zeigt eindeutig, daß es sich um die Bestandteile eines
Zweikomponenten-Regulations-Systems handelt. Neben der Clusterung der Bacitracin-
Resistenz vermittelnden bcrABC Gene mit den Biosynthesegenen des bac Operons ergibt
sich somit noch eine weitere Übereinstimmung zur Vancomycin-Resistenz
vermittelnden Einheit, nämlich die Assoziation mit einem Zweikomponenten-System
(s. Abb.6-2) [Evers & Courvalin, 1996; Walsh, 2000; Walsh et al., 1996].
Abb.6-2: Die identifizierten Gene und Promotoren im „downstream“-Bereich des bac Operons (A) und
der van Gencluster des Enterococcus faecalis Transposons Tn1545 [Walsh et al., 1996].
Durch eine Analyse des relevanten Bereiches wurde die Konsensussequenz für einen
putativen σA-Promotor 91 bp vor den bacRS Genen mit einer TATAAT-„-10“-Region
und einer TTGCCT-„-35“-Region entdeckt [Haldenwang, 1995]. Durch die Sequenz-
Untersuchung konnte aber zunächst kein eigener Promotor für die bcrABC Gene
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identifiziert werden. Erst durch die Analyse eines Northern-Blots mit B. licheniformis
Wildtyp-RNA und einer Sonde aus dem bcrA Gen konnte ein Transkript detektiert
werden, das seiner Größe entsprechend einem Transkript der bcrABC Gene
korrespondiert. Da keine weiteren Signale erhalten wurden, kann man davon ausgehen,
daß bacRS und bcrABC nicht in einem Operon organisiert sind, sondern beide Systeme
einen eigenen Promotor besitzen (s. Abb.6-2). Für keines der beiden Systeme konnte ein
ρ-unabhängiger Terminator verifiziert werden.
6.1.2 Identifizierung der bacRS Unterbrechungsmutante und die putative Rolle
von BacRS in der Bacitracin-Synthese
Zur funktionellen Charakterisierung der bacRS Gene aus B. licheniformis ATCC 10716
wurden die Gene gezielt durch homologe Rekombination unterbrochen (s 5.1.4). Durch
Southern-Blot-Analysen konnte nachgewiesen werden, daß ein Doppel-„Crossover“ an
der zu erwartenden Position stattgefunden hatte (s. Abb.5-10 und 5.1.4). Eine Western-
Blot-Analyse der BacR-Produktion zeigte, daß die generierte Mutante nicht mehr in der
Lage war das BacR-Protein zu produzieren (s. Abb.5-18). Die erhaltene Mutante
B. licheniformis AK20 wurde anschließend charakterisiert.
Abb.6-3: Die Regulation des Surfactin-Operons. Die Zelldichte-abhängige Kontrolle der srfA
Transkription wird durch das Zweikomponenten-System ComA/ComP vermittelt (s. Text).
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Mit Hilfe der bacRS Unterbrechungsmutante sollte die Rolle der bacRS Gene in der
Regulation des Bacitracin-Biosynthese Operons untersucht werden. Die Regulation der
Antibiotika-Biosynthese durch Zweikomponenten-Systeme wurde schon für andere
Antibiotika wie z. B. dem Surfactin aus Bacillus subtilis beschrieben. In der Zelldichte-
abhängigen Kontrolle der srfA Transkription fungiert das Pheromon ComX als äußerer
Reiz, der von der Sensor-Histidinkinase ComA sensiert wird und zur
Autophosphorylierung des Proteins führt. Das Phosphat wird im Anschluß daran auf
den cytosolischen Response Regulator ComP übertragen, der nun als Aktivator der srfA
Transkription agiert (s. Abb.6-3) [Marahiel et al., 1993; Msadek et al., 1995; Strohl, 1997]. Auch im Falle von
Streptomyces coelicolor wird die Antibiotika-Produktion des Stammes durch ein
Zweikomponenten-System reguliert. Dieser Stamm produziert eine Vielzahl von
strukturell sehr unterschiedlichen Antibiotika (u. a. Actinomycin und Actinorhodin). In
Streptomyces coelicolor konnte der sogenannte absA Locus durch eine UV-induzierte
Mutations-Analyse identifiziert werden. Die so isolierte absA-Mutante war nicht mehr in
der Lage, Antibiotika zu synthetisieren. Es stellte sich heraus, daß absA zwei offene
Leserahmen besitzt (absA1 und absA2), die für ein Zweikomponenten-System kodieren
[Aceti & Champness, 1998; Adamidis et al., 1990; Anderson et al., 2001; Brian et al., 1996].
Durch die enge Assoziation der bacRS Gene mit dem bac Operon und der Erkenntnis,
daß die Bacitracin-Synthese erst beim Übergang in die stationäre Wachstumsphase
startet (s. 5.1.6), wurde auch hier eine ähnliche regulative Verbindung zwischen bacRS
und dem bac Operon wie bei den vorangegangenen Beispielen angenommen. Deshalb
wurde die bacRS Unterbrechungsmutante zunächst hinsichtlich dieser Hypothese
überprüft. Dazu wurde die vom Wildtyp B. licheniformis ATCC 10716 und von der
Mutante B. licheniformis AK20 in M20-Medium produzierte Bacitracin-Menge mit Hilfe
einer HPLC-Analyse verglichen. Dabei zeigte sich kein Unterschied in der Bacitracin-
Produktion (s. 5.1.6). Das heißt, daß eine regulatorische Rolle von BacRS in der bac-
Expression ausgeschlossen werden kann. Damit scheint die Bacitracin-Produktion
offensichtlich nur von der Wachstumsphase und dem Nährstoffangebot (Medium)
abhängig zu sein (s. 5.1.6).
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6.1.3 Die regulative Verbindung zwischen BacRS Zweikomponenten-System
und BcrABC-Transporter
Da ein Einfluß des Zweikomponenten-Systems BacRS auf die Bacitracin-Synthese
ausgeschlossen werden kann, wurde eine Rolle in der Regulation der „Selbst-Resistenz“
postuliert. Um diese Vermutung zu verifizieren, wurden B. licheniformis Wildtyp und
die bacRS Unterbrechungsmutante in Gegenwart von Bacitracin kultiviert (s. 5.1.7).
Dieses Experiment zeigte, daß die Mutante im Gegensatz zum Wildtyp extrem sensitiv
auf das eigene Antibiotikum (Bacitracin) reagiert (s. Abb.5-15). Während die Wildtyp-
Zellen bei Bacitracin-Gaben von 1 bzw. 2 mg/mL nur eine Lag-Phase durchlaufen und
dann wieder zum normalen Wachstum zurückkehren, können die Mutanten-Zellen
diese Bacitracin-Mengen nicht verkraften und wachsen selbst nach 2 d gar nicht mehr.
Beseitigt man das Bacitracin hingegen aus dem Medium, findet auch die Mutante
wieder zum normalen Wachstum zurück (s. Abb.5-15 (C)). Der bakteriozide Effekt auf
die bacRS Unterbrechungsmutante wird also tatsächlich durch Bacitracin hervorgerufen.
Die hier erhaltenen Ergebnisse unterstützen die Theorie, daß der putative Response
Regulator BacR die Expression der Bacitracin-Resistenz vermittelnden Gene bcrABC
reguliert. Denn durch die Unterbrechung der bacRS Gene ist die Mutante offensichtlich
nicht mehr in der Lage, die volle Bacitracin-Resistenz zu entwickeln.
Auffällig ist auch, daß man für die Detektion des wachstumshemmenden Effektes
vergleichsweise hohe Bacitracin-Konzentrationen benötigt. Bei einer Vorunter-suchung
zeigte sich, daß der B. licheniformis Wildtyp-Stamm noch bei Konzentrationen von
4.0 mg/mL Bacitracin in der Lage ist, zu wachsen. Erst Mengen von 5 mg/mL und mehr
führen zu einem Wachstumsstop. Stämme wie B. subtilis und E. coli, die die bcrABC
Transportergene nicht tragen, werden hingegen schon bei Konzentrationen von
100 bzw. 200 µg/mL Bacitracin im Wachstum inhibiert. Damit ist B. licheniformis  in der
Lage mehr als 40mal soviel Bacitracin wie B. subtilis bzw. mehr als 20mal soviel wie
E. coli zu verkraften.
Um zu verifizieren, daß der beobachtete Phänotyp nicht durch ein mögliches
Durchlesen aus der insertierten Kanamycin-Resistenz-Kassette verursacht wird, wurde
eine Northern-Blot-Analyse durchgeführt (s. 5.1.8). Diese zeigte eindeutig, daß eine
artifizielle Transkription ausgehend vom Promotor der Km-Kassette ausgeschlossen
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werden kann und damit der entdeckte Phänotyp der Mutante ausschließlich der
Unterbrechung der bacRS Gene zurückzuführen ist.
Zur Untermauerung der aufgestellten Hypothese, daß die bcrABC Transportergene
durch das BacRS Zweikomponenten-System reguliert werden, wurden detaillierte
Western-Blot-Studien durchgeführt. Zunächst wurde eine systematische Analyse der
BcrA-Produktion im Wildtyp- und bacRS Mutanten-Stamm beim Übergang von der
exponentiellen zur stationären Wachstumsphase durchgeführt (s. 5.1.10). Dieser
Zeitraum wurde deshalb gewählt, weil hier die Expression der BacABC
Peptidsynthetasen (s. Abb.5-14) und damit auch die Bacitracin-Produktion einsetzt. Der
ABC-Transporter zur Ausschleusung des Bacitracins wird demnach erst ab diesem
Zeitpunkt benötigt. Die Western-Blot-Analyse zeigte, daß in den Wildtyp-Zellen die
Menge an BcrA kontinuierlich mit der Bacitracin-Synthese bis zu einem bestimmten
Niveau gesteigert wird (5 U/mL in LB-Medium nach Ergebnissen von K. Eppelmann).
Dagegen wird in den Zellen der bacRS Mutante BcrA in großen Mengen und konstitutiv
produziert. Dies weist erneut darauf hin, daß das Zweikomponenten-System BacRS in
die Regulation des BcrABC-Transporters involviert ist. Die Deregulation der bcrABC-
Expression in der bacRS Unterbrechungsmutante deutet auf eine Funktion von BacR als
Repressor von bcrABC hin. Eine Western-Blot-Analyse der BacR-Produktion in
Bacitracin-behandelten und unbehandelten Wildtyp-Zellen zeigte, daß die Bacitracin-
behandelten Zellen im Vergleich zu den unbehandelten Zellen einen signifikante
Verminderung von BacR aufweisen (s. 5.1.11 und s. Abb.5-18). Dies resultiert vermutlich
aus der Bacitracin-Behandlung.
Bacitracin wird in diesem Fall von der Sensor-Histidinkinase BacS als äußeren Reiz
sensiert und führt zur Autophosphorylierung von Histidin 126. Durch die Übertragung
des Phosphatrestes vom Histidin 126 der Sensor-Histidinkinase BacS auf den
Aspartatrest 54 des Response Regulators BacR wird dieser als Repressor der bcrABC
Gene inaktiviert. Dieser Annahme würde auch die kontinuierlich bis zum Übergang in
die stationäre Phase gesteigerte Menge an BcrA-Protein im Wildtyp entsprechen. Denn
erst zu diesem Zeitpunkt wird Bacitracin produziert und muß zum Selbstschutz aus der
Zelle geschleust werden. Laut der hier aufgestellten Hypothese ist der Response
Regulator BacR im phosphorylierten Zustand nicht mehr in der Lage die Transkription
von bcrABC zu reprimieren. Desweiteren ist die Menge an BacR in Bacitracin-
behandelten Zellen stark reduziert. Das legt wiederum die Vermutung nahe, daß das
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phosphorylierte BacR nun eine neue Funktion als Autorepressor von bacRS haben
könnte. Ist die Bacitracinkonzentration hoch, wird der Transporter gebraucht. Es wäre
für die Zelle also unsinnig weiterhin BacR zu produzieren, welches dann als Repressor
für den bcrABC-Promotor agiert. Aber es wäre sinnvoll jetzt die Expression des
Zweikomponenten-Systems zu stoppen, damit der Repressor nicht mehr produziert und
somit die Produktion an Transporterproteinen zum Zeitpunkt der Bacitracin-Synthese
gewährleistet wird. Auch in diesem Modell (s. Abb.6-4) zeigt sich wieder eine
Gemeinsamkeit zum VanRS System. Denn hier wird ebenfalls über den
Phosphorylierungsgrad des Response Regulators die Transkription der vanRS- und der
Resistenz-Gene reguliert. Im phosphorylierten Zustand wirkt VanR als Repressor für
vanRS und als Aktivator von vanH,A,X [Walsh et al., 1996].
Abb.6-4: Modell des Zusammenspiels zwischen BacRS und BcrABC.
Der beobachtete Effekt von Bacitracin auf die BacR-Produktion ist genau gegenläufig
zum Effekt auf die Produktion von BcrA (s. Abb.5-18). Eine Western-Blot-Analyse dieses
Proteins in Bacitracin-behandelten und unbehandelten Wildtyp-Zellen zeigte, daß die
Behandlung mit Bacitracin zu einer starken und frühen BcrA-Produktion führt, die mit
der Zeit wieder auf den normales Niveau absinkt. Dieses Resultat deckt sich auch mit
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den Ergebnissen der Northern-Blot-Analyse, welche eine sehr viel höhere Expression
des bcrABC-Transkripts in den Bacitracin-behandelten Zellen aufwies (ca. 20-fach
induziert, s. Abb.5-16). Diese Resultate zeigen, daß Bacitracin die Expression der
Transportergene induziert und als äußeres Signal von der Sensor-Histidinkinase BacS
erkannt wird. Damit fügt sich auch dieses Ergebnis in das oben beschriebene Modell
(s. Abb.6-4) und ist für die Peptidsynthetasen Systeme das erste Beispiel, in dem ein
Resistenz vermittelnder Transporter durch ein Zweikomponenten-System reguliert
wird.
Dennoch bleiben ungeklärte Fragen bestehen. Wie die Western-Blot-Analysen zeigen,
besitzt die bacRS Unterbrechungsmutante eine hohe und konstitutive BcrA-Produktion.
Bacitracin-Behandlung der Wildtyp-Zellen führt zu dem gleichen Effekt. Aber obwohl
die Bacitracin-Resistenz vermittelnden Gene in der Unterbrechungsmutante stark
exprimiert werden, reagiert diese äußerst sensitiv auf Bacitracin. Eine mögliche
Erklärung hierfür könnte eine durch die extreme Überproduktion zu einem frühen
Zeitpunkt verursachte Akkumulation der Transporter-Proteine in der Membran sein,
die die Stabilität der Zelle herabsetzt. Podlesek und seine Mitarbeiter berichten von
einer ähnlichen Wachstums-Inhibierung, die durch die hohe Expression von bcrABC
über „multi-copy“-Plasmide in B. subtilis und E. coli hervorgerufen wird. Außerdem
führte die Integration von zusätzlichen Kopien des bcrABC-Clusters in das Genom von
B. licheniformis und damit der verstärkten Produktion der Transporter-Proteine zu der
gleichen Beobachtung, nämlich daß mit steigender bcrABC-Kopienzahl auch die
Bacitracin-Sensitivität zunimmt [Podlesek et al ., 1995; Podlesek et al ., 1997 ]. Dies entspricht exakt den
Ergebnissen der hier durchgeführten Experimente.
Eine andere Erklärung dieses Phänomens könnte sein, daß das unterbrochene
Zweikomponenten-System nicht allein in die Regulation des bcrABC Gencluster
involviert ist. Diese Doppel- oder Mehrfachfunktion wurde auch schon für andere
Systeme, wie z. B. den Spo0A Response Regulator beobachtet, der als
Hauptknotenpunkt in der Regulation der Sporulation in Bacillus subtilis zu betrachten
ist. Zum einen reprimiert Spo0A Gene wie z. B. abrB [Perego et al., 1988; Strauch et al., 1990] und zum
anderen aktiviert es beispielsweise die Expression von spoIIA [Trach et al., 1991; Wu et al., 1989; Wu et
al., 1991], des spoIIG Operons [Baldus et al., 1994; Bird et al., 1993; Satola et al., 1992; Satola et al., 1991] und des
spo0A Operons selbst [Strauch et al., 1992]. Durch das Fehlen des BacRS-Regulations-Systems
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bei anderen wichtigen Zellprozessen und die gleichzeitige Bacitracin-Behandlung
könnte das Zellwachstum in der bacRS Unterbrechungsmutante zum Erliegen kommen.
6.1.4 Der essentielle Charakter des BcrABC-Transporters
Die für die Unterbrechung der bacRS Gene angewandte Methode, des durch die
Verwendung eines hitzesensitiven Bacillus-Replikons unter Selektionsdruck
erzwungenen Doppel-„Crossover“ war bei dem Versuch die Transportergene zu
unterbrechen nicht erfolgreich (s. 5.1.5). Auch eine Verlängerung des homologen 5´-
Bereiches führte nicht zur Unterbrechung der bcrABC Gene. Selbst im bac--Stamm
B. licheniformis AK1, der keine Bacitracin-Selbstschutz mehr benötigt, war die
Unterbrechung nicht möglich. Das Unterbrechungsplasmid wurde zwar immer in das
Chromosom integriert, aber jedesmal durch einen 3´-„Single-Crossover“. Dadurch
besaßen alle neukonstruierten Stämmen (AK11 und AK30) eine vollständige Kopie des
bcrABC Genclusters unter seinem nativen Promotor (s. Abb.5-12). Auch die Integration
einer bcrA-gfp-Fusion war erfolglos (Daten nicht gezeigt). Diese Ergebnisse spiegeln den
essentiellen Charakter des Transportsystems wieder und geben Hinweise darauf, daß
außer Bacitracin möglicherweise auch noch andere Substanzen mit Hilfe des BcrABC-
Transporters ausgeschleust oder importiert werden.
In einer kürzlich erschienenen Arbeit wurde gezeigt, daß ein BcrC-Homologes (BcrCEC)
in E. coli Bacitracin-Resistenz vermittelt [Harel et al., 1999]. Das bedeutet, daß dieses Protein in
der Lage ist, Bacitracin zu erkennen, zu binden und aktiv zu exportieren. Ein
korrespondierendes BcrA-Protein wurde nicht gefunden. Im Vergleich dazu scheinen
die bcrABC Transportergene für B. licheniformis jedoch essentiell zu sein, wie zum einen
die hier durchgeführten Untersuchungen zeigen (s. 5.1.5). Zum anderen zeigte aber
auch Podlesek, daß zumindest für die Bacitracin-Resistenzvermittlung durch heterologe
Expression von bcrABC für B. subtilis alle drei Gene essentiell sind. Er transformierte
Plasmide, die nur ein oder zwei der bcrABC Gene trugen in B. subtilis und untersuchte
anschließend die Bacitracin-Sensitivität. Dabei zeigte sich, daß nur ein Konstrukt mit
dem kompletten bcrABC Gencluster in der Lage war Bacitracin-Resistenz zu vermitteln.
Dieses Resultat deckt sich mit den hier durchgeführten fehlgeschlagenen
Unterbrechungsversuche im Wildtyp.
Diskussion 167
6.1.5 Ausblick
In der vorliegenden Arbeit konnte gezeigt werden, daß das BacRS Zweikomponenten-
System eine wichtige Rolle in der Regulation der Bacitracin-Selbst-Resistenz spielt. Wie
BacR jedoch im Detail agiert und welche Art von Sequenz dieser Response Regulator
erkennt, ist noch nicht vollkommen geklärt. Mit Hilfe von Gelretardierungs- und
„Footprinting“-Experimenten mit BacR könnten neue Informationen gewonnen werden.
Außerdem ließe sich so klären, ob BacR nur als Repressor von bcrABC wirkt oder in
seiner phosphorylierten Form auch bacRS reprimiert. Leider konnte BacR nicht in
löslicher Form heterolog in E. coli überproduziert werden, so daß die aufgeführten
Experimente bis jetzt nicht durchgeführt werden konnten. Auch eine Rückfaltung von
denaturierend aufgereinigtem Protein war erfolglos. Hier wäre zu überlegen, ob nicht
ein anderes Expressionsystem verwendet werden sollte oder nur den C-terminalen Teil
des Proteins zur Überproduktion heranzuziehen. Denn dieser enthält das DNA-
Bindemotiv, das für die Bindungsstudien von entscheidender Bedeutung ist.
Weiterhin gilt es zu klären, wie die Sensor-Histidinkinase BacS mit den sensierten
Signalen wechselwirkt, die das Zweikomponenten-System anschalten. Bei einem dieser
Signale scheint es sich um Bacitracin zu handeln, ob es noch weitere gibt, muß noch
geklärt werden.
Wichtig wäre es auch, den Promotor von bcrABC mit Hilfe der „Primer-Extension“-
Methode zu determinieren und die BacR-Bindungssequenzen am bcrABC- bzw. am
bacRS-Promotor zu identifizieren. Desweiteren könnten Transport-Untersuchungen mit
radioaktiv-markierten, Bacitracin-ähnlichen Substanzen durchgeführt werden.
Die Ergebnisse all dieser Untersuchungen könnten dazu beitragen, neue Erkenntnisse
über die Selbst-Resistenz von Mikroorganismen und somit über das Phänomen der
„Multidrug-Resistance“ zu gewinnen.
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6.2 Grundlagen zur gerichteten Protein-Evolution von
Adenylierungs-Domänen
Viele Produkte der Peptidsynthetasen haben wegen ihrer bioaktiven Fähigkeiten großes
Interesse geweckt. Die gezielte Veränderung der modularen Struktur eines nicht-
ribosomalen Enzym-Templates beinhaltete ein großes Potential zur Darstellung
modifizierter, bioaktiver Peptide mit veränderten Fähigkeiten. Der herkömmlichen
Kombinatorik in Form von z. B. Modulaustauschen innerhalb der Synthetasen [Mootz &
Marahiel, 1999; Schneider et al., 1998; Stachelhaus, et al., 1995] oder der heterologen Produktion von
Peptidsynthetasen-Hybriden in E.coli [Doekel & Marahiel, 2000; Linne & Marahiel, 2000; Mootz et al., 2000] sind
jedoch natürliche Grenzen gesetzt. Deshalb wurde im Rahmen dieser Arbeit ein
evolutiver Ansatz zur Herstellung von Peptidsynthetasen mit neuen funktionellen
Eigenschaften in Kooperation mit der Firma Aventis R & T (Frankfurt) angesteuert.
Ausgehend von den unter 5.2.14 generierten Doppelmutanten von PheA und LeuA
sollte nur die Region der A-Domänen-Bindungstasche evolutiv verändert werden. In
Abb.6-5 ist anhand der Phenylalanin-aktivierende Domäne PheA-A4A5 die konkrete
Vorgehensweise in der PROfusions-Technik dargestellt. Zunächst wird das für die
Bindungstasche kodierende Genfragment mit Hilfe der neu eingeführten
Restriktionsschnittstellen StuI und KpnI aus dem Ausgangsvektor herausgeschnitten (s.
Abb.6-5 (1)). Dieses Fragment, das am 5´-Ende das Coremotiv A4 und am 3´-Ende das
Coremotiv A5 trägt, wird dann einer randomisierden Mutagenese unterworfen (2). Im
Falle der A-Domänen soll dies durch eine Kombination aus „DNA-Shuffling“ [Chang et al .,
1999; Crameri et al., 1998; Stemmer, 1994] und „error-prone-PCR“ [Beckman et al., 1985; Cadwell & Joyce, 1992]
geschehen. Der resultierende Genpool wird anschließend mit dem 5´-Bereich und dem
3´-Bereich des kompletten pheA-A4A5-Amplifikates ohne Stopkodon ligiert (3). Dazu
wird zunächst das gesamte Fragment mit Hilfe der PROfusions-Oligonukleotide (5´-
PS(SphI) b [72 nt] für PheA und 3´-PS-ASA b [30 nt], s. S.133) und dem pQE70PheA-
A4A5-Vektor als Matrize amplifiziert und im Anschluß mit den Enzymen StuI und KpnI
hydrolysiert. Die entsprechenden terminalen Fragmente werden aufgereinigt und in der
Ligation eingesetzt. Nach dieser Ligation liegt die eigentliche pheA-Nukleotid-Bibliothek
vor, in der alle Sequenzen die nötigen Informationen für eine in vitro Transkription und
Translation, das in dem Bereich der Bindungstasche randomisierte pheA Gen
(Mutationen sind durch dicke schwarze Striche gekennzeichnet) und die für den Strep-
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tag kodierende Sequenz ohne anschließendes Stopkodon tragen. Diese pheA-Nukleotid-
Bibliothek wird in vitro transkribiert (4) und die RNA im Anschluß daran mit dem
DNA-Puromycin-Linker ligiert (5).
Abb.6-5: Schematische Darstellung der gerichteten Protein-Evolution von PheA. Die einzelnen Schritte
sind im Text erläutert.
Durch eine in vitro Translation wird die pheA-Nukleotid-Bibliothek in eine PheA-
PROfusions-Bibliothek übersetzt (6), deren Proteinanteile die jeweils kodierten
Mutationen tragen (schwarze Abschnitte im Proteinanteil). Der Nukleinsäure-Anteil
wird anschließend revers transkribiert (7). Durch die Bildung des RNA/DNA-
Doppelstranges werden die PheA-Hybrid-Moleküle stabilisiert und können nun mit
Hilfe des für die LeuA-Domäne spezifischen an eine Festphase-gekoppelten Inhibitors
5´-O-[N-(L-leucyl)-sulfamoyl]adenosin selektiert werden (8). Die Detektion der Bindung
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erfolgt durch ein BIACORE-Gerät. Wurde die jetzt möglicherweise Leucin-aktivierende
PheA-Variante erfolgreich selektiert, kann durch die kovalente Verknüpfung des
Proteins mit der genetischen Information die entsprechende verändert pheA-
Nukleotidsequenz isoliert werden (9). Da das Material aber in der Regel für eine
Charakterisierung nicht ausreicht und durch eine erneute Mutagenese der selektierten
PheA-Variante deren funktionellen Eigenschaften noch weiter optimiert werden
können, muß der Mutations-Selektions-Zyklus mehrmals durchlaufen werden. Dazu
wird das für die Bindungstasche kodierende Fragment mit den für die Inkorporation
der Schnittstellen herangezogenen Oligonukleotiden und der aus dem vorhergehenden
Zyklus gewonnenen veränderten DNA als Matrize erneut amplifiziert (10). Dieses
Amplifikat wird dann im neuen Zyklus einer Mutagenese unterworfen usw..
Bevor jedoch die tatsächliche in vitro Evolution der Adenylierungs-Domänen gestartet
werden konnte, mußte zunächst geklärt werden, ob sich die hier angestrebte
PROfusions-Technik überhaupt auf die ausgewählten Domänen anwenden läßt. Die
hierzu erforderlichen Vorversuche sind in der Abb.6-6 dargestellt.
Beispielsweise war es notwendig, das in dem angestrebten Evolutions-Verfahren
verwendete Expressionssystem für die A-Domänen zu etablieren. Es mußte
herausgefunden werden, ob die Strep-tag-fusionierten A-Domänen enzymatisch
unverändert und aktiv waren (s. Abb.6-6 (A)). Desweiteren mußte evaluiert werden, ob
die dargestellten Aminosäure-sulfamoyl-AMP-Analoga als Inhibitoren auf die jeweilige
A-Domäne wirken und ob diese inhibitorische Wirkung ausreicht, um sie als
Festphasen-gekoppelter Selektor verwenden zu können (B). Da die PROfusions-
Bibliotheken mit Hilfe eines eukaryotischen Translationssystems generiert, hier aber
prokaryotische Domänen verwendet werden, mußte die enzymatische Aktivität der in
vitro translatierten Proteine getestet werden. Hierzu war es wichtig herauszufinden,
welche Proteinmenge überhaupt für einen aussagekräftigen Enzymtest notwendig war
und ob sich mit dem gewählten Translationssystem die erforderliche Proteinmenge
synthetisieren läßt. Bisher wurden nämlich nur sehr viel kleinere Proteine von etwa 1 bis
30 kDa der gezielten Protein-Evolution durch die PROfusions-Technik unterworfen [Liu et
al., 2000; Roberts & Szostak, 1997 ]. Bei den relevanten A-Domänen handelt es sich aber um Proteine
von über 60 kDa.
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Abb.6-6: Zusammenstellung der durchzuführenden Experimente und erforderlichen Ergebnisse im
Zuge der Evaluierung der Grundlagen für eine Protein-Evolution. Dargestellt sind die
Etablierung des Strep-tag-Expressionssystems (A), die Determinierung der Inhibitoren für
die Selektion (B), die Überprüfung der enzymatischen Aktivität des in vitro translatierten
Proteins (C) und der PROfusion (D) sowie die Einführung der einzigartigen
Restriktionsschnittstellen (E). Abkürzungen: Sc, SacII; N, NcoI; nS, neue Schnittstelle.
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Unter der Vorraussetzung, daß die in vitro Translation eine ausreichende Proteinmenge
liefert, sollte zunächst das jeweilige Protein (C) und erst dann die entsprechende
PROfusion hinsichtlich der Aktivität überprüft werden (D). Denn nur mit einem aktiven
Enzym kann eine erfolgreiche Selektion durch das AS-sulfamoyl-AMP-Analogon und
damit die gerichtete Protein-Evolution durchgeführt werden. Da nur der Bereich der
Bindungstasche mutagenisiert werden sollte, war es außerdem erforderlich in die
entsprechenden Genabschnitte singuläre Restriktionsschnittstellen einzuführen, ohne
das diese zu einer Veränderung der Enzymeigenschaften führen (E).
Im Rahmen dieser Arbeit wurden diese essentiellen Voruntersuchungen durchgeführt
und werden im folgenden diskutiert.
6.2.1 (A) Etablierung des Strep-tag-Expressionssystems zur Überproduktion von
Adenylierungs-Domänen
Bis dato wurden die in der Arbeitsgruppe von Prof. Marahiel untersuchten
Peptidsynthetasen-Domänen oder –Module nur als His6-tag-Fusions- oder Wildtyp-
Enzym produziert und aufgereinigt. Für die Verwendung des in vitro
Translationssystems ist es jedoch notwendig, unter milderen Bedingungen zu arbeiten
und zur Protein-Aufreinigung eine andere Matrix als Ni2+-NTA heranzuziehen. So war
es erforderlich, ein neues Expressions- und Aufreinigungssystem für die ausgewählten
Adenylierungs-Domänen zu etablieren. Aufgrund der Erfahrungen der Firma Aventis R
& T wurde dazu das Strep-tag-Expressionssystem (IBA) gewählt. Die relevanten
Genfragmente wurden in den Expressionsvektor pASK-IBA3 kloniert und die Proteine
in E. coli TOP 10F´ überproduziert. Die anschließende Aufreinigung der Proteine
erfolgte rasch und effizient. So konnte von der PheA-Domäne 4.3 mg und von der
LeuA-Domäne 3.2 mg aus je 1 L Kulturflüssigkeit gewonnen werden (s. 5.2.1). Diese
Mengen sind mit den als His6-tag-Fusionen überproduzierten Proteinen durchaus
vergleichbar. Ein weiterer Vorteil der Strep-tag-Aufreinigung sind die milden
Elutionsbedingungen. Während bei der Ni2+-NTA-Aufreinigung hohe Imidazol-
Konzentrationen zur Elution des Proteins von der Säule benötigt werden und die
Proteine anschließend erst dialysiert werden müssen, verläuft die Elution der Proteine
von der StrepTactinmatrix mit 2.5 mM Desthiobiotin unter nativen Bedingungen. Somit
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ist es möglich direkt im Anschluß an die Aufreinigung enzymatische Bestimmungen
durchzuführen.
Im Falle von PheA und seinen Mutanten PheA-A4, PheA-A5 und PheA-A4A5 war das
nicht möglich. Durch die milden Bedingungen wurden am Enzym assoziierte
Aminosäuren mitaufgereinigt und durch die hohe Aktivität dieses Enzyms wurden in
der ATP/PPi-Austauschreaktion extrem hohe Blindwerte (über 20000 cpm) gemessen.
Dies deutete darauf hin, daß die in geringen Mengen mitaufgereinigte Substrat-
Aminosäure Phenylalanin für die Katalyse der Adenylierungsreaktion ausreichte.
Aufgrund dieser Tatsache wurden im Anschluß alle PheA-Proteinfraktionen, die für die
Bestimmung der kinetischen Daten verwendet werden sollten, über Nacht gegen den
Waschpuffer dialysiert. Tatsächlich konnte mit Hilfe der Dialyse der Hintergrund im
Enzymassay ohne Aktivitätsverlust auf einen Wert unter 1000 cpm gesenkt werden.
Ein anderes Problem der Strep-tag-Aufreinigung zeigte sich bei der Analyse der
Proteine mit Hilfe der SDS-PAGE. Die eluierten Fraktionen enthielten neben dem
relevanten Protein (PheA oder LeuA) teilweise bis zu 5% Verunreinigungen. Laut
Protokoll der Strep-tag-Aufreinigung enthält der lösliche Teil des E. coli-
Gesamtzellextraktes außer dem nahezu irreversibel-bindenden Biotin-Carboxyl-Carrier-
Protein (22 kDa) keine weiteren Proteine, die unter physiologischen Bedingungen
signifikant an die StrepTactinmatrix binden. Bei den co-eluierten Proteinen handelt es
sich laut IBA-Handbuch zumeist um Komponenten, die entweder spezifisch oder
unspezifisch mit dem rekombinanten Protein selbst wechselwirken. Letzteres ist im
Falle der Adenylierungs-Domänen eher unwahrscheinlich, da es sich bei diesen
Proteinen um eigenständige Domänen handelt, die aus einem anderen Organismus
stammen. Der Grund der Kontamination scheint darauf zurückzuführen zu sein, daß
die Bindungskapazität der Säule durch den Auftrag der löslichen Zellfraktion aus einer
100 mL-Kultur nicht voll ausgeschöpft wurde. Das heißt, daß andere Proteine
unspezifisch an die Matrix binden konnten. Dies wurde auch durch Ergebnisse mit der
Ni2+-NTA-Aufreinigung von His6-tag-Fusionsproteinen innerhalb der Arbeitsgruppe
bestätigt. Um in den enzymatischen Bestimmungen keine verfälschten Ergebnisse zu
erhalten, wurde deshalb für die ATP/PPi-Austauschreaktion nur dATP als Substrat
verwendet. Eventuell in den Proteinfraktionen enthaltenen Aminoacyl-tRNA-
Synthetasen, die die gleiche enzymatische Reaktion katalysieren, sind aufgrund der
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fehlenden Hydroxylgruppe nicht dazu in der Lage, dieses anstelle von ATP als Substrat
zu verwerten.
Die Verwendung des Strep-tag-Expressionssystems führte somit zur Aufreinigung
ausreichender Proteinmengen und erlaubte aufgrund der milden Bedingungen zum Teil
eine direkte Verwendung der Proteinfraktionen für Aktivitätstests.
6.2.2 Enzymatische Aktivität von Strep-tag-fusionierten A-Domänen
Als weitere Grundvoraussetzung für gerichtete Proteinevolution ist es erforderlich, daß
die Strep-tag-fusionierten Enzyme enzymatisch aktiv sind. Daher wurden die PheA-
und LeuA-Strep-tag-Fusionsproteine zunächst hinsichtlich ihrer Fähigkeit der
Adenylatbildung überprüft. Dies wurde für alle proteinogenen Aminosäuren und im
Falle von PheA auch für D-Phe durchgeführt (s. 5.2.2 und Abb.5-24). Es zeigte sich, daß
der Strep-tag nicht zu einem Verlust der enzymatischen Aktivität oder der Spezifität
führte. Das PheA-Enzym aktiviert L-Phe und D-Phe und das LeuA-Protein L-Leu. Im
Vergleich D-Phe zu L-Phe wurde die D-konfigurierte Variante der Substrat-Aminosäure
zu etwa einem fünftel stärker aktiviert. Die von dieser A-Domäne eingebaute
Aminosäure ist ebenfalls D-konfiguriert, die Racemisierung [Linne & Marahiel, 2000] erfolgt
aber erst nach der kovalenten Bindung der Aminosäure als Aminoacyl-Thioester auf
dem PCP [Stachelhaus et al., 1996; Weber et al., 2000]. Daher ist diese Bevorzugung von D-Phe
unerwartet. Frühere Daten bestätigen eher eine vergleichbare Aktivierung für beide
Substrat-Aminosäuren [Stachelhaus, 1994; Stachelhaus et al., 1999].
Für beide Proteine konnte gezeigt werden, daß die Fusion mit dem Strep-tag keinen
negativen Einfluß auf die enzymatische Aktivität hat. Damit erwies sich das Strep-tag-
Expressionssystem für die Produktion und Aufreinigung der ausgewählten
Adenylierungs-Domänen als geeignet.
Durch die Bestimmung der kinetischen Konstanten für die Adenylierungsreaktion
(s. 5.2.3) konnte für LeuA gezeigt werden, daß die Substrataffinitäten im Bereich der für
natürliche Systeme bestimmten Parameter liegen [Galli et al ., 1994 ]. Die für PheA erhaltenen
Werte lagen um ein 100-faches niedriger als die früher determinierten Konstanten
[Stachelhaus et al., 1999]. Dieser Unterschied kann sich eventuell aus der Verwendung
unterschiedlicher Affinitäts-tag ergeben. Im Rahmen dieser Arbeit wurden Strep-tag-
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Fusions Proteine (8 zusätzliche Aminosäuren am C-Terminus) erzeugt. Außerdem
erhielten die rekombinanten Proteine durch die Klonierung in den pASK-IBA3-Vektor
N-terminal vier weitere artifizielle Aminosäuren. T. Stachelhaus fusionierte die PheA-
Domäne dagegen nur C-terminal mit sechs Histidin-Resten und verwendete das native
Startkodon. Durch diese Unterschiede in der Aminosäuresequenz der beiden PheA-
Fusionsproteine können sich eventuell verschiedene Faltungsmuster ergeben haben, die
im Falle der Strep-tag-Fusionen in einer effizienteren Katalyse resultieren. Desweiteren
wurde die Bestimmung der Enzymaktivität in den beiden Fällen in verschiedenen
Assaypuffern durchgeführt. Für die Bestimmung der kinetischen Konstanten der Strep-
tag-Fusion wurde ein 100 mM Tris/HCl-Puffer mit pH 8 und 1 mM EDTA verwendet.
In der Bestimmung der Werte für das His6-tag-Protein diente ein 50 mM HEPES-Puffer,
pH 8 mit 100 mM NaCl, 10 mM MgCl2, 2 mM DTE, 1 mM EDTA als Assaypuffer. Die
Verwendung von dATP als Substrat statt ATP könnte ein weiterer Grund für die
unterschiedlichen Ergebnisse sein. Damit wurden in den Experimenten unterschiedliche
Substrate herangezogen, was ebenfalls zu einer Veränderung der kinetischen
Konstanten führen kann.
Anhand der Bestimmungen der kinetischen Konstanten wurde deutlich, daß es sich bei
PheA um ein äußerst effizientes Enzym handelt, dem schon geringste Konzentrationen
(20 µM) an Substrat-Aminosäure für die Katalyse der Adenylierungsreaktion
ausreichen. Dies zeigte sich auch bei der Evaluierung der für eine ATP/PPi-
Austauschreaktion benötigten Proteinmenge (s. 5.2.5). Hier zeigte sich, daß eine Menge
von 0.125 pmol PheA genügten, um eine detektierbare Aktivierung zu erzielen. Von
LeuA wird dagegen mehr als 6.25 pmol benötigt. Damit erweist sich PheA, sowohl bei
dieser Bestimmung, als auch bei der Überprüfung der Aktivität der Proteine mehr als
fünfmal so aktiv wie LeuA.
6.2.3 (B) Identifizierung von Inhibitoren zur Selektion der evolutiv veränderten
A-Domänen
Generell gibt es zwei Methoden um größere Bibliotheken durchzumustern. Die erste ist
das sogenannte „Screening“ und besteht aus zellbasierten, häufig an Überlebendsdruck
gekoppelten Assays. Nach dem Prinzip „Survival of the fittest“ werden die Varianten
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auf ihre Überlebensfähigkeit in Mangelmedien getestet. Wie z. B. die Schellenberger
Gruppe [Naki et al., 1998], die einen Bacillus-Stamm mit gesteigerter Subtilisin-Produktion
suchte und durch die Optimierung einer speziellen Protease in einem
Stickstoffmangelmedium zum Ziel gelangte. Die zweite Methode ist die Selektion, in der
die Anreicherung durch eine Bindung erfolgt. Sehr effektiv ist z. B. die direkte Bindung
von genetisch veränderten Rezeptoren an das immobilisierte Ziel-Molekül. Im Anschluß
an die Elution durch einen pH-Gradienten können die Produkte durch die vielfältigsten
Methoden z. B. mit Hilfe der Immunopräzipitation analysiert werden [Coligan et al., 1999]. Ein
anderes Selektionssystem stellt das sogenannte „Phage-Display“ dar. Die randomisierte
Biobliothek der für die relevanten Proteine kodierenden Gene werden in die
Strukturgene der Hüllproteine insertiert und somit später auf der Phagenoberfläche
präsentiert. Danach können die Varianten z. B. über ihre katalytische Aktivität [Pedersen et
al., 1998] aus der kompletten Phagen-Bibliothek „gefischt“ werden.
Für die A-Domänen-Varianten sollte ebenfalls eine Selektion durchgeführt werden. Die
Selektion der evolutiv veränderten bzw. optimierten Enzymvarianten ist ein weiterer
entscheidender Punkt in der gezielten Protein-Evolution. Die Möglichkeiten zur
Selektion sind sehr vielfältig, die Schwierigkeit besteht darin, für das jeweilige Protein
die richtige und effizienteste Selektionsmethode zu finden.
Im Falle der Adenylierungs-Domänen wurde zunächst die Katalyse-Reaktion, die
Aktivierung der Substrat-Aminosäure als Aminoacyl-Adenylat, näher untersucht [Pavela-
Vranic et al., 1994]. Ausgehend von den sehr detaillierten Untersuchungen mit den ebenfalls
Adenylat-bildenden Aminoacyl-tRNA-Synthetasen und der Kristallstruktur von GrsA
[Conti et al ., 1997] wurde eine Selektion mit Hilfe eines Festphasen-gekoppelten Aminosäure-
AMP-Derivates als aussichtsreich betrachtet. Ein solches Derivat sollte als Inhibitor
wirken. Dieser Inhibitor sollte möglichst seitenkettenspezifisch, in 1000-fach niedrigeren
Konzentrationen gegenüber den Substraten die enzymatische Reaktion inhibieren und
nicht hydrolysierbar sein. Nun galt es noch zu klären, welcher Art dieses Aminosäure-
AMP-Analogon sein sollte. Durch eine Literaturrecherche von vergleichbaren
Untersuchungen bei Aminoacyl-tRNA-Synthetasen wurde man schnell fündig [Biryukov et
al., 1990; Brown et al ., 1999; Cochereau et al ., 1996; Göring & Cramer, 1973; Oglivie et al ., 1975; Pope et al ., 1998; Roth et al ., 1993;
Rouget & Chapeville, 1968]. So wurde z. B. die Seryl-tRNA-Synthetase aus Thermus thermophilus
mit Hilfe von 5´-O-[N-(L-seryl)-sulfamoyl]adenosin kristallisiert [Belrhali et al., 1994] und ein
Alanin-Analogon dieser Art erwies sich als äußerst starker Inhibitor der Alanyl-tRNA-
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Synthetase [Ueda et al., 1991]. Basierend auf diesen Veröffentlichungen wurden analog dazu
die Phenyl- und Leucyl-Derivate hergestellt (Aventis R & T, s. Abb.5-26) und auf ihre
Wirkung im ATP/PPi-Austausch der Proteine mit ihren Substraten vermessen.
Wie die Ergebnisse dieser Untersuchungen zeigen, war die Wahl der Analoga richtig.
Mit Hilfe der beiden Aminosäure-AMP-Derivate 5´-O-[N-(L-phenyl)-sulfamoyl]-
adenosin und 5´-O-[N-(L-leucyl)-sulfamoyl]adenosin wurde eine spezifische
Inhibierung der jeweiligen A-Domäne erreicht, und zwar in Abhänigigkeit der
Aminosäurenkonzentration, d. h. in beiden Fällen erwies sich die Hemmung als
kompetitiv. Mit Ki-Werten von 61 nM bzw. 63 nM für PheA und 8.3 nM für LeuA
wurden tatsächlich die für eine erfolgreiche Selektion notwendige inhibitorische
Effizienz erreicht. Dabei war in diesem Fall der für LeuA entwickelte Inhibitor um etwa
den Faktor acht effizienter. Nach der Herstellung einer PheA-PROfusions-Bibliothek
wäre es möglich eine neue Variante mit dem für Leucin-aktivierende Domäne
spezifischen Inhibitor 5´-O-[N-(L-leucyl)-sulfamoyl]adenosin zu selektieren und
umgekehrt. Das heißt, man hätte durch die Evolution der Phenylalanin-aktivierenden
PheA-Domäne eine Leucin-aktivierende PheA-Domäne und im umgekehrten Fall aus
einer Leucin-aktivierenden LeuA-Domäne eine Phenylalanin-aktivierende LeuA-
Domäne erhalten. Mit Hilfe dieses Schemas könnte man dann alle entsprechenden
Aminosäure-sulfamoyl-AMP-Analoga als Inhibitoren einsetzen und so alle möglichen
Varianten der PheA- bzw. LeuA-Domäne selektieren. In einem letzten Schritt würden
diese neuen Domänenvarianten in das Wildtypenzym zurückgebracht und hoffentlich
ein Produktpeptid mit der entsprechenden Änderung in der Aminosäuresequenz
synthetisiert.
Somit waren die Ausgangsinhibitoren gefunden und zum ersten Mal überhaupt
konnten Inhibitoren für die Adenylierungs-Domänen der nicht-ribosomalen
Peptidsynthetasen beschrieben und deren kinetischen Konstanten bestimmt werden.
6.2.4 (C+D) Enzymatische Aktivität der in vitro Translations-Produkte PheA-
Stop und PheA-PROfusion
Mit den Inhibitoren war die Frage nach der Art und Weise der Durchmusterung der
PROfusions-Bibliotheken und damit eine wichtige Voraussetzung für die Anwendung
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der gerichteten Proteinevolution geklärt. Für diese Durchmusterung ist es aber ebenso
wichtig, daß die in vitro translatierten Proteine enzymatisch aktiv und richtig gefaltet
sind. Denn schließlich wurden die Inhibitoren als Festphasen-gekoppelte Selektoren von
einer katalytisch aktiven, richtig gefalteten Bindungstasche abgeleitet. Da man aber für
die in vitro  Translation Kaninchen-Reticulocytenlysat [Pelham & Jackson, 1976] verwendet, war
die Frage nach der richtigen Faltung keineswegs geklärt. Zwar wurde berichtet, daß mit
diesem System posttranslationale Modifikationen [Walter & Blobel, 1983] wie z. B.
Phosphorylierungen, Acetylierungen und Isoprenylierungen durchgeführt werden, aber
die zu translatierenden Proteine stammen aus einem prokaryotischen System während
das Translationssystem eukaryotischer Natur ist. Daher war nicht auszuschließen, daß
für die Translation wichtige Faktoren fehlten oder die Faltung der Proteine nicht korrekt
ablief. In beiden Fällen wäre das entstandene Produkt katalytisch nicht aktiv und damit
nicht für eine Selektion verwendbar.
Eine Bestimmung der enzymatischen Aktivität im Stadium der mRNA/Proteinfusion
birgt zusätzliche Schwierigkeiten. Zum einen sind die durch die in vitro Translation
synthetisierten Mengen an Protein äußerst gering und zum anderen handelt es sich bei
dem entstandenen Produkt um ein Molekül bestehend aus einem RNA-Teil und
Protein-Teil. Dabei ist der Anteil des Proteins sehr gering, ungefähr 1:9 (Protein:RNA).
Das Verhalten der PROfusion im Enzymtest hängt davon ab, ob es dem Proteinanteil
trotz des riesigen Nukleinsäurerestes noch möglich ist, eine Aminosäure-spezifische
Aminoacylierung enzymatisch zu katalysieren. Um die hier aufgeführten
Schwierigkeiten zunächst zu umgehen, wurde vor der mRNA/Proteinfusion das in vitro
translatierte Protein für sich allein hinsichtlich seiner enzymatische Aktivität getestet.
Für die in vitro Translation der Proteine wurden die in Frage kommenden Genfragmente
mit den dazu notwendigen Informationen ausgestattet werden. Das heißt, für die in
vitro Transkription wurde ein Promotor und für die in vitro Translation eine geeignete
ribosomale Bindungsstelle im optimalen Abstand zum Startkodon benötigt. Außerdem
sollte vorerst nur das Protein als solches, also nicht die mRNA/Proteinfusion
synthetisiert werden. Daher mußte das relevante Genfragment außerdem nach der für
den Strep-tag kodierenden Sequenz noch ein Stopkodon besitzen. Anhand der nach der
in vitro Translation erhaltenen Proteinmengen von 0.77 pmol für PheA-Stop und 1.99
pmol LeuA-Stop und der schon früher determinierten Mindest-Enzymmenge für die
ATP/PPi-Austauschreaktion stellte sich heraus, daß nur die für PheA-Stop erhaltene
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Protein-Menge für einen aussagekräftigen Enzymtest ausreichte. Daher wurde auch nur
PheA-Stop auf seine Aktivierung bezüglich Phenylalanin, Tyrosin hin überprüft (s. 5.2.8
und Abb.5-33). Außerdem wurde eine weitere Kontrolle ohne Aminosäure
durchgeführt. Die in der Austauschreaktion erhaltenen Werte für die Negativkontrolle
und die heterologe Aminosäure Tyrosin betrugen 30% des Positivwertes mit
Phenylalanin. Dies ist für einen Negativ- bzw. Hintergundwert sehr hoch. Man muß
jedoch bedenken, daß die verwendeten Enzymmengen um einen weiteren
Ausbeuteverlust zu vermeiden, nicht dialysiert wurden und außerdem nur knapp über
der Nachweisgrenze lagen. Trotzdem war die für die Substrat-Aminosäure erhaltene
Aktivierung mehr als dreimal so hoch wie der Hintergrund. Deshalb deutet dieses
Resultat darauf hin, daß das in vitro translatierte PheA tatsächlich enzymatisch aktiv ist.
Jetzt galt es zu klären, ob auch die mRNA/Proteinfusion in der Lage ist, die
Adenylierungsreaktion durchzuführen.
Da sich in den vorangegangen Experimenten schon gezeigt hatte, daß für das LeuA
Protein keine für enzymatische Tests ausreichende Proteinmenge durch die in vitro
Translation synthetisieren ließ, wurde für die PROfusion nur mit dem für PheA
kodierenden Genfragment weitergearbeitet. In einer PCR wurde das relevante Fragment
mit Hilfe entsprechender Oligonukleotide mit den notwendigen Informationen
ausgestattet, also T7-Promotor und TMV-RBS. Zudem wurde ein 3´-Oligonukleotid
verwendet, das kein Stopkodon nach der für den Strep-tag kodierenden Sequenz
einführte. Denn für die PROfusion [Minshull & Stemmer, 1999; Roberts, 1999; Roberts & Szostak, 1997; Williams,
2000] ist es wichtig, daß der kodierenden Sequenz kein Stopkodon folgt. Nach der
Ligation der mRNA mit dem für die kovalente Bindung von mRNA und Protein
notwendigen DNA-Puromycin-Linker wurde das erhaltene Produkt in vitro translatiert.
Die Analyse des Translationsansatzes war schwierig. Aufgrund des RNA-Anteils war
ein SDS-PAGE unmöglich und die mit Hilfe eines Harnstoffgels durchgeführte
Überprüfung wurde durch den Proteinanteil erschwert. Nach der Autoradiographie
konnte ein Produkt detektiert werden, eine exakte Zuordnung konnte nicht
vorgenommen werden, da die Probe aufgrund des Proteinanteils kaum in das Gel
eingelaufen war. Erst ein durch Frau Gabriele Wirtz (Aventis R & T) durchgeführter S1-
Nuklease-Verdau des PheA-PROfusions-Produkts und anschließende SDS-PAGE
bewies, daß ein Proteinanteil mit der richtigen Größe von ca. 61 kDa gebildet wurde.
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Nach Aufreinigung des Translations-Produktes mit einem Proteinanteil von 0.33 pmol
erfolgte ein Aktivitätstest mit und ohne seine Substrat-Aminosäure Phenylalanin. Es
zeigte sich jedoch, daß die Proteinmenge zu gering war, um neben dem interferierenden
[35S]-Signal noch ein sinnvolles Ergebnis erzielen zu können. Nach einer Wiederholung
der in vitro Translation mit nichtradioaktiv-markiertem Methionin wurde, ausgehend
vom radioaktiven Experiment, das erhaltene Produkt in zwei Reaktionsanätze aufgeteilt
und im Enzymtest gemessen. Dabei wurde davon ausgegangen, daß sich auch hier in
den beiden vermessenen Proben des Enzymassays jeweils ca. 0.15 pmol Enzymanteil
befand (s. Abb.5-37 und 5.2.11). Auch hier ergab sich für den Negativwert eine
Aktivierung von 30%. Aber auch im Falle der PheA-PROfusion kann man davon
ausgehen, daß der Proteinanteil enzymatisch aktiv ist, denn hier war die vermessene,
undialysierte Proteinmenge noch geringer als im Experiment mit dem in vitro
translatierten PheA-Stop und trotzdem ist die Aktivierung der Substrat-Aminosäure
mehr als dreimal so hoch wie der Negativwert.
Aus diesen Resultaten kann geschlossen werden, daß das in vitro translatierte PheA-
PROfusions-Produkt enzymatisch aktiv ist. Jedoch ist die durch die Translation und
anschließende Aufreinigung erhaltene Ausbeute an Protein zu gering, um einen
aussagekräftigen Enzymtest durchführen zu können. Deshalb sollte verstärkt darauf hin
gearbeitet werden, die Translationseffizienz zu steigern. Von entscheidender Bedeutung
könnten hier die Konzentrationen an Mg2+- und K+-Ionen [Snyder & Edwards, 1991], die Menge
der eingesetzten RNA oder die Reaktionszeit sein.
Im Rahmen dieser Arbeit war es zunächst wichtig, die grundlegenden Vorversuche
durchzuführen, um den nächsten Schritt in Richtung gezielte Protein-Evolution von
Adenylierungs-Domänen zu machen. Daher war von entscheidender Bedeutung, ob die
in vitro translatierten Proteine überhaupt aktiv waren, was hiermit geschehen war. Die
hier erzielten Resultate konnten erstmals für PROfusionen dieser Größe gezeigt werden.
6.2.5 (E) Inkorporation singulärer Restriktionsschnittstellen zum Austausch der
Bindungstaschen gegen die randomisierten Varianten
Wie beschrieben, ist die Größe der Adenylierungs-Domänen in der PROfusions-Technik
problematisch. Mit Hilfe der in vitro Translation lassen sich die für den Enzymassay
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benötigten Proteinmengen nur sehr schwer produzieren. Zudem ergibt sich bei der
Protein-Evolution der gesamten Adenylierungs-Domäne eine weitere Schwierigkeit. Im
Zuge der Randomisierung des relevanten Genfragmentes durch „Error-Prone“-PCR
[Beckman et al ., 1985; Cadwell & Joyce, 1992] oder „Gene-Shuffling“ [Chang et al ., 1999; Crameri et al ., 1998; Stemmer,
1994] können auch die für die eigentliche Katalyse notwendigen Motive mutiert werden
und gehen so als inaktive Varianten in der Selektion verloren. Das eigentliche Ziel des
Projektes ist jedoch, neue Produkt-Peptide herstellen zu können. Dies erreicht man
zunächst durch eine Änderung der Substratspezifität. Anhand eingehender Datenbank-
Untersuchungen und Vergleiche der A-Domänen untereinander war es T. Stachelhaus
und H. Mootz möglich [Stachelhaus et al ., 1999], den Bereich der Substraterkennung und damit
die Determination der Substratspezifität auf eine Region von ca. 100 Aminosäuren
zwischen den Coremotiven A4 und A5 einzugrenzen. Mit Hilfe der von GrsA gelösten
Kristallstruktur [Conti et al., 1997] und der Sequenzvergleiche von über 160 A-Domänen,
identifizierten sie einen mit dem genetischen Code vergleichbaren Spezifitäts-
verleihenden Code innerhalb der Bindungstasche von Adenylierungs-Domänen. Dieser
Code wird von 10 Aminosäuren an den Positionen 235, 236, 239, 278, 299, 301, 322, 330,
331 und dem invarianten Lysin in Position 517 vermittelt. Sie erkennen und binden
spezifisch die jeweilige Substrat-Aminosäure.
Ausgehend von diesen Informationen wurde nun der zu randomisierende Bereich auf
die Bindungstasche, d. h. auf ca. 300 bp, eingegrenzt. Dazu mußten in die
Ausgangssequenzen der beiden Adenylierungs-Domänen flankierend zum Bereich der
Bindungstasche singuläre Restriktionsschnittstellen eingeführt werden, um so später
mit Hilfe einer einfachen Ligationsreaktion die erstellte Bibliothek in die richtige
Position der jeweiligen Sequenz zurückzubringen. Für die Suche nach geeigneten
Positionen zur Einführung der Mutationen wurde ein Sequenzvergleich der
Aminosäuresequenzen der PheA- und LeuA-Domänen mit 14 anderen Adenylierungs-
Domänen durchgeführt. Unter diesen 14 Domänen waren auch solche, die die gleichen
Substrat-Aminosäuren besaßen, wie z. B. die Phenylalanin-aktivierenden Proteine TycA
und TycB3 ebenfalls aus B. brevis und die Leucin-aktivierenden Enzyme LicB3 und
BacA3 aus B. licheniformis. Anhand dieses Vergleichs wurden die Stellen vor Core A4
und nach Core A5 evaluiert, die am wenigsten konserviert und damit für die
Veränderung einer Aminosäure am geeignetsten waren. Außerdem wurde bei der Wahl
der Erkennungssequenz und der Mutation darauf geachtet, nur geringfügige
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Änderungen in den Eigenschaften der ausgetauschten Aminosäuren durchzuführen. So
wurde z. B. Valin zu Isoleucin oder Aspartat zu Glutamat verändert. Nach der
Einführung der Schnittstellen durch ortsgerichtete Mutagenese (s. 5.2.12) wurden die
mutierten Enzyme PheA-A4A5 und LeuA-A4A5 überproduziert, aufgereinigt und im
ATP/PPi-Austausch vermessen. Damit sollte überprüft werden, ob durch die
Mutationen eventuell die Enzymaktivität bzw. –Spezifität verändert wurde, was an
dieser Stelle nicht erwünscht war. Beide Enzyme besaßen jedoch im Enzymtest nach wie
vor die gleiche Aktivität und Spezifität wie die jeweiligen Wildtypenzyme (s. Abb.5-40).
Die Konstrukte PQE70-PheA-A4A5 und pQE70-LeuA-A4A5 waren also für die
evolutive Veränderung des die Bindungstasche kodierenden Genfragmentes geeignet.
6.2.6 Zusammenstellung der evaluierten Grundlagen zur evolutiven
Veränderung von A-Domänen und Ausblick
Die in der Abb.6-6 dargestellten Experimente zur Evaluierung der Grundlagen für die
gerichtete Protein-Evolution von Adenylierungs-Domänen aus Peptidsynthetasen
wurden alle durchgeführt und führten zum gewünschten Ergebnis. Es zeigte sich, daß
die Strep-tag-fusionierten Enzyme (A) und das in vitro translatierte PheA-PROfusions
Produkt (D) enzymatisch aktiv waren, genauso wie die Mutanten PheA-A4A5 und
LeuA-A4A5 (E). Außerdem konnten für beide Domänen spezifische Inhibitoren
determiniert werden (B). Damit die Basis für eine erfolgreiche Protein-Evolution der A-
Domänen durch die PROfusions-Technik geschaffen.
Der nächste Schritt ist jetzt die Herstellung einer geeigneten Bibliothek der
Bindungstaschen-Sequenz durch eine randomisierte Mutagenese (s. Abb.6-5 (2)).
Außerdem sollte, da nun geeignete Inhibitoren für die Selektion gefunden wurden,
überprüft werden, wie diese am besten an die Festphase gekoppelt werden, ohne das sie
ihre Effizienz als Inhibitor verlieren. Dazu wurden schon Überlegungen angestellt, die
zu dem Schluß führten, daß eine Bindung an den Ribose-Hydroxylgruppen
wahrscheinlich am ehesten zum gewünschten Erfolg führt.
Desweiteren sollte, wie schon erwähnt, die Translationseffizienz so weit gesteigert
werden, daß ausreichende Mengen an PheA- und LeuA-Stop sowie PheA- und LeuA-
PROfusion für einen aussagekräftigen Enzymtest gewonnen werden können.
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Die erfolgreiche Evolution von Adenylierungs-Domänen aus den NRPS-Systemen
beinhaltet ein großes Potential zur Herstellung neuer bioaktiver Wirkstoffe, die im Zuge
des „Multidrug-Resistance“-Phänomens immer dringender benötigt werden. Denn nur
durch eine schnelle effektive Synthese neuer Substanzen kann diesem sogenannten
Hospitalismus Einhalt geboten werden. Die Generierung eines großen Pools an neuen
Antibiotika-Varianten, der schnell nach den benötigten Wirkstoffen durchsucht werden
kann, ist einem großen Schritt in die richtige Richtung gleichzusetzen. Deshalb ist der
Evolution von Peptidsynthetasen eine entscheidende Bedeutung zuzumessen.
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7 Anhang
7.1 Oligonukleotide
In Tab.7-1 sind die Basensequenzen der verwendeten Oligonukleotide (vgl. Kapitel 5:
Ergebnisse) aufgelistet.
Tab.7-1: Zusammenstellung der verwendeten Oligonukleotide.
Oligonukleotid Sequenz
bacRS-Fragment aus Bacillus licheniformis ATCC 10716
5´BacendII/EcoRI 5´-TAT GAA TTC GAA AAT ACG CGG ATA-3´
3´Bacend/EcoRI 5´-TAT GAA TTC CCG GAC CTT GAT C-3´
bcrABC-Fragment aus Bacillus licheniformis ATCC 10716
Bcr5+1 5´-GTC GAG AAG CCT TGA AGT AC-3´
3´Bcr/SacII 5´-TAT GAA CCG CGG TAA ATT TGG AGG-3´
bacR-Fragment aus Bacillus licheniformis ATCC 10716
5´bacR/NcoI 5´-TAT CCA TGG AAG CCA TTC GAG TGT TCA TG-3´
3´bacR/BamHI 5´-TAT GGA TCC TCG GTC AGC ATC TTT CTC AC-3´
bcrA-Fragment aus Bacillus licheniformis ATCC 10716
5´bcrA/NcoI 5´-TAT CAA CCA TGG GCA CAA TAA TTA AAA CG-3´
3´bcrA/BamHI 5´-TAT GCG GGA TCC GCC AAT CGT CCC GC-3´
srfA-C-Fragment aus Bacillus subtilis ATCC 21332
5´LeuA(SacII) 5´-TAT CCG CGG GCC TGT CAG CAC GAT CAA-3´
3´LeuA(NcoI) 5´-TAT CCA TGG TCC TGA TCA GGT TTT GGG AG-3´
grsA-Fragment aus Bacillus brevis ATCC 9999
5´PheA(SacII) 5´-TAT CCG CGG TCA TGC TCA AAA TAA AAA TGG-3´
3´PheA(NcoI) 5´-TAT CCA TGG GTT AAA TCA GGT TCC GGC-3´
bacRS-Sequenzierprimer
B13E23U2 5´-CAT TGC CTA CAT GGG CTT GG-3´
B13E23U3 5´-GAG AAA CAT CAG TTC ACA GAG G-3´
B13E23-2 5´-CCT CGA CTT ATA TCC TTG CC-3´
B13E23U4(136) 5´-CAG CAG CGG GTG CTG CGG-3´
B13E23-1 5´-CCA CTT GGT TCA CTT TCG C-3´
B13E23U5 5´-GTG CTT GCG CGG ATC AAA G-3´
B13E23R4(135) 5´-CGC CTG CGG TGA CCG TAT ATG-3´
B13E23+34 5´-GGT GCA TAT CAG AAG GTC GAG-3´
B13E23R3 5´-GGT TTC GAT CAG CTT TAA GCG ATC-3´
B13E23+35 5´-CGC CGC TCA CAT CAA TTA TTG G-3´
B13E23R2 5´-CCTAGC GAC TTC GGC AAG GTC-3´
B13E23R(-) 5´-AAC TGA CGG AAT CAG AGC ATG-3´
bcrABC-Sequenzierprimer
5´bcr.+2 5´-CGA CGA CGA TCA GAA TGC TG-3´
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3´bcr.-2 5´-GTC GAG CGG ATA GTG AAC G-3´
5´bcr.+3 5´-CGA ACA GCT CGT CGA TCA TG-3´
3´bcr.-3 5´-CTG AAA AAG ACA TGT TTC AAT CTC-3´
5´bcr.+4 5´-CTG ATG TAC CGA TTC GCT TC-3´
3´bcr.-4 5´-CAA ACT GAC CGA TCA GCC-3´
5´bcr.+5 5´-CGT GCC CAC CAT TAT CTT TAC-3´
3´bcr.-5 5´-GCT CCC AAG ATG CTG ACC AG-3´
5´bcr.+6 5´-GCA CAT TCC TCC ATT CCG ATA AG-3´
5´bcr.+6b 5´-TTC GAT GCT GAA TCC GGT CGT TTA-3´
3´bcr.-6 5´-CAT GAT CGA CGA GCT GTT CGA-3´
5´bcr.+7 5´-GTC AAC AAG CTG ATA GAG CAT G-3´
3´bcr.-7 5´-GTT CGC GTA AAA GCC GGG C-3´
pheA/leuA-Sequenzierprimer
5´pASKIBA 5´-GAG AAA AGT GAA AGT AAT AGT TCG-3´
3´pASKIBA 5´-CGC AGT AGC GGT AAA CGG CAG AC-3´
5´PheA.2 5´-GAA GAT ACT ATC AAA ATT AGA-3´
3´PheA.-2 5´-AAC TTC TGG GAA GTT AAT TCC-3´
5´PheA.3 5´-ACA TGG GTA GCC ACC AAA GAA-3´
3´PheA.-3 5´-CCA ATT CTA TCC TTT TCA GTC ACG-3´
5´LeuA.2 5´-GAT CAA ACA CGG TTT GAA GAA-3´
3´LeuA.-2 5´-GAT GCA CAG TTC ACC GAC CGC-3´
5´LeuA.3 5´-GAT TCC ATC TCC TCA TTG CCG-3´
3´LeuA.-3 5´-ATC CTG ATC AGA AAA TGC CAT-3´
7.2 Sequenzen des putativen BacRS-Zweikomponenten-Systems
DNA-Sequenz von bacR mit abgeleiteter Aminosäuresequenz (Response Regulator):
1 GTG GAA GCC ATT CGA GTG TTC ATA GCG GAT GAT GAA AAA GAA ATC
M   E   A   I   R   V   F   I   A   D   D   E   K   E   I
46 AGA GAT TTA TTG AAA ACC TAT TTA AAA AGA GAG TGT TAT GAG GTT
R   D   L   L   K   T   Y   L   K   R   E   C   Y   E   V
91 GAC GTG GCA GTT GAC GGA GAA GAT GCG TTA AGG CTG TTT GAA CAA
D   V   A   V   D   G   E   D   A   L R   L   F   E   Q
136 AAC CAT TAC CAC CTC GTG ATA TTG GAT GTG ATG ATG CCG AAA ATC
N   H   Y   H   L   V   I   L   D   V   M   M   P   K   I
181 GAC GGC ATC GAG GTT TGC AGA AGG ATG AGG AAT CAT ACG AAT GTT
D   G   I   E   V   C   R   R M   R   N   H   T   N   V
226 CCG ATC CTG ATG CTG ACC GCC AAA GAC CTT GAA GGC GAT AAA ATT
P   I   L   M   L T   A   K   D   L   E   G   D   K   I
271 TTA GGA CTG TCC ATC GGT GCT GAC GAT TAT ATA ACA AAG CCC TTC
L   G   L   S   I   G   A   D   D   Y   I   T   K   P   F
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316 AGC GTG AAC GAA GTG CTT GCG CGG ATC AAA GCC ATG CTG AGG CGC
S   V   N   E   V   L   A   R   I   K   A   M   L   R   R
361 TTT TTG GTC CTC GGC AGC GAA AGC CGC TCC GAT GAA CAA TCG TTG
F   L   V   L   G   S   E   S   R   S   D   E   Q   S   L
406 ATT CAA TTT AAA GGA TTG ACC ATC GAT TTG AAA ACA TAT ACG GTC
I   Q   F   K   G   L   T   I   D   L   K   T   Y   T   V
451 ACC GCA GGC GGA CAG GAG ATC TCC CTG ACG GCG AAG GAG TTT GAA
T   A   G   G   Q   E   I   S   L   T A   K   E   F   E
496 CTG CTG AAA TTT TTC GCC TCA AAT CCG GGG CAG GTA TTT ACG AAA
L   L   K   F   F   A   S   N   P   G   Q   V   F   T   K
541 ACG CAG CTG TTT CGA AAC GCA TGG AGC GAT CAA TAC ATA GAA GAT
T   Q   L   F   R   N   A   W   S   D   Q   Y   I   E   D
586 GAT AAT ACG GTC ATG GTG CAT ATC AGA AGG CTG AGA AAA AAA ATA
D   N   T   V   M V   H   I   R   R   L   R   K   K   I
631 GAG CCG GAC CCT TCC GAT CCG CAA TTT ATT CAA ACC GTT TGG GGA
E   P   D   P   S   D   P   Q   F   I   Q   T   V   W   G
671 ATT GGC TAT AAG TTT GTA GGT GAG AAA GAT GCT GAC CGA TAA
I   G   Y   K   F   V   G   E   K   D   A   D   R   *
DNA-Sequenz von bacS mit abgeleiteter Aminosäuresequenz (Sensor-Histidinkinase):
1 GTG AGA AAG ATG CTG ACC GAT AAA AAG CTG CTG CTT CTC ATT CTG
M   R   K   M   L   T   D   K   K   L   L   L   L   I   L
46 CAA TGT GCG GCG ATT GCA GCA CTT TTG TTC ATC TAT ATG AAA ACG
Q   C   A   A   I   A   A   L   L   F   I   Y   M   K   T
91 GCT TCC CTT GGG GTT TTC AGC ACA ATG CTG TTT ATT TTT CTG TTT
A   S   L   G   V   F   S   T   M   L F   I   F   L   F
136 GCC GTT ACC GCG CTG CTG TTT ACG ATG AGG CTT CGC TTC ATC GAT
A   V   T   A   L   L   F   T   M   R   L   R   F   I   D
181 CGC TTA AAG CTG ATC GAA ACC GAG CTG AAG CGC GTG GCG GAT GGA
R   L   K   L   I   E   T   E   L   K   R   V   A   D   G
226 AAT TTA AGA AGA AGA TTG CTG GCG AAA GGC GGT CAG CCG TTT AAT
N   L   R   R   R L   L   A   K   G   G   Q   P   F   N
271 GAA ATC ATT TTT TCC ATT AAC GAA TTG ATA GAG CAG CTT GAA AAA
E   I   I   F   S   I   N   E   L   I   E   Q   L   E   K
316 GTT CAA ATC AAC GCC GCA AAA TCG GAA GCG GCC AGA AAA CGG CTG
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V   Q   I   N   A   A   K   S   E   A   A   R   K   R   L
361 CTG TCT AAT ATT TCC CAT GAT ATC CGA ACG CCG CTC ACA TCA ATT
L   S   N   I   S   H   D   I   R   T   P   L   T   S   I
406 ATT GGC TAT GTT GAT GCA TTA AAA GAC GGG GTC GCT TCT TCA GAA
I   G   Y   V   D   A   L   K   D   G   V   A   S   S   E
451 GAA GAG AAA CAG GAA TAT CTC AAT ATC CTT TCT AAA AAA TCC AAC
E   E   K   Q   E   Y   L   N   I   L S   K   K   S   N
496 AGC CTC AAG CAA TTG ATC GAT GAA ATA TTC AAC ATG GCG AAA TTG
S   L   K  Q   L  I   D  E   I   F   N   M   A   K   L
541 GAC GCG AAT GAA GTC CAG TTG AAA ACA GAG TTT TTT GAC CTT GCC
D   A   N   E   V   Q   L   K   T   E   F   F   D   L   A
586 GAA GTC GCT AGG GAA ACG CTG ATC GAC TTT TTG CCG GAA CTG AAA
E   V   A   R   E T   L   I   D   F   L   P   E   L   K
631 AAA CAT GAC ATT GAT TTG AAT GTG CAG ATT CCG GAA AAG AAA TGC
K   H   D   I   D   L   N   V   Q   I   P   E   K   K   C
676 TTT GTT ATC GCA GAT CGT CTC AGC TTG ATC CGC GTG ATC GAA AAC
F   V   I   A   D   R   L   S   L   I   R   V   I   E   N
721 ATC GTG AGA AAC GGG ATT CAC TAT GGA AAA GCG GGA AAA GTA CTT
I   V   R   N   G   I   H   Y   G   K   A   G   K   V   L
766 GGA ATC GAA CTG ACG GAA TCA GAG CAT GAA TAT CAG CTT CTC ATC
G   I   E   L   T   E   S   E   H   E   Y   Q   L   L   I
811 TGG GAT CAA GGT CCG GGA ATT CCG GAA GCG AGA TTG AAA ACG TGT
W   D   Q   G   P   G   I   P   E   A R   L   K   T   C
856 TTG ATA GAA TGT ACC GCA GAG ACC GGT CGA GAA GCC TTG ATG ACG
L   I   E   C   T   A   E   T  G   R   E   A   L   M   T
901 GGA GCG GCC TGG GGC TTG CCA TCG CCA AAT CGC TCG TCG AAA AAA
G   A   A   W   G   L   P   S   P   N   R   S   S   K   K
946 ACC GCG GAC GCA TAT GGG CAC AGA GCG TCC CGT GGG AAA AAA CGA
T   A   D   A   Y G   H   R   A   S   R   G   K   K   R
991 CGT TTG GTT TTT CGC TGC CTA AAC AAA ACC ATC TCC AAT CAT TTA
R   L   V   F   R C   L   N   K   T   I   S   N   H   L
1036 AGA ATT AAT TAA
R   I   N   *
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7.3 Abkürzungen
A Adenin, Ampere oder Adenylierungs-Domäne
ABC ATP-Bindekassette
Amp Ampicillin
ADP Adenosin-5´-diphosphat
AMP Adenosin-5´-monophosphat
APS Ammoniumpersulfat
AS Aminosäure
ATCC Stammsammlung („American Type Culture Collection“)
ATP Adenosin-5´-triphosphat
Bac Bacitracin
BacA,B,C Bacitracin-Synthetasen A, B und C
Bla, bla β-Lactamase, (-gen)
β-ME β-Mercaptoethanol
bp Basenpaare
BSA Rinderserumalbumin („bovine serum albumine“)
C Cytosin oder Kondensations-Domäne
Cat, cm Chloramphenicol-Acetyltransferase, (-gen)
c. f. u. Lebendzellzahl („colony forming unit“)
Cm Chloramphenicol
CoA Coenzym A (coenzyme A)
cpm gezählte Zerfälle pro Minute („counts per minute“)
d Tag(e)
Da Dalton
dATP 2´-Desoxyadenosin-5´-triphosphat
dCTP 2´-Desoxycytidin-5´-triphosphat
ddATP 2´,3´-Didesoxyadenosin-5´-triphosphat
ddCTP 2´,3´-Didesoxycytidin-5´-triphosphat
ddGTP 2´,3´-Didesoxyguanosin-5´-triphosphat
ddNTP 2´,3´-Didesoxynukleosidtriphosphat
ddTTP 2´,3´-Didesoxythymidin-5´-triphosphat
DEPC Diethylpyrocarbonat
dGTP 2´-Desoxyguanosin-5´-triphosphat
d. h. das heißt
DIG Digoxigenin
DMF Dimehtylformamid
DMSO Dimethylsulfoxid
DNA Desoxyribonukleinsäure („desoxyribonucleic acid“)
DNase Desoxyribonuklease
dNTP Desoxynukleosidtriphosphat
dpm Zerfälle pro Minute („disintegrations per minute“)
ds Doppelstrang („double strand“)
DTE 1,4-Dithioerythrol
DTT 1,4-Dithiothreitol
dTTP 2´-Desoxythymidin-5´-triphosphat
dUTP 2´-Desoxyuracil-5´-triphosphat
E Epimerisierungs-Domäne
ECL „enhanced chemiluminescent detection“
EDTA Ethylendiamintetraessigsäure („Ethylendiamintetraacetat“)
erm Erythromycin-Resistenzgen
EtBr Ethidiumbromid
EtOH Ethanol
F Farad
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FL-dUTP Fluorescein-11-dUTP
g Gramm
G Guanin
GrsA Gramicidin S-Synthetase A
GTP Guanosin-5´-triphosphat
GuHCl Guanidinhydrochlorid
h Stunde(n)
HABA „2-[4´-Hydroxybezeneazol]benzoic acid“
HEPES 2[4-(2-Hydroxyehtyl)-1-piperazinyl]-ethansulfonsäure („2[4-(2-
Hydroxyehtyl)-1-piperazine]-ethanesulfonic acid“)
HPLC Hochdruckflüssigkeits-Chromatographie („high performance liquid
chromatography“)
HRP „horseradish peroxidase“
IMAC immobilisierte Metallionen-Affinitätschromatographie
IP C55-Isoprenylphosphat
IPP C55-Isoprenylpyrophosphat
IPTG Isoprenyl-β-D-thiogalktosid
k kilo
Km, kan Kanamycin, (-Resistenzgen)
kb Kilobasen
Kd Dissoziationskonstante
L Liter
LB Luria-Nährmedium („Luria broth“)
LeuA, leuA Surfactin A-Synthetase C-Adenylierungsdomäne, (-gen)
m Meter oder milli (10-3) in Verbindung mit weiteren Maßeinheiten
M molar (mol/L) oder Methylierungs-Domäne
µ micro (10-6)
MCS multipler Klonierungsbereich („multiple cloning site“)
MeOH Methanol
MIC „minimal inhibition concentration“
min Minute(n)
MOPS 3-(N-Morpholino)-propansulfonsäure
MS Massenspektrometrie
mRNA Boten-Ribonukleinsäure („messenger ribonucleic acid“)
MW Molekulargewicht („molecular weight“)
n nano (10-9)
neo Neomycin-Resistenzgen
NRPS nicht-ribosomale Peptidsynthetase („non-ribosomal peptide
synthetase“)
NTA Nitrilotriacetat
OAc Acetat
ODν optische Dichte bei ν nm
ORF offener Leserahmen („open reading frame“)
ori Replikationsursprung („origin of replication“)
p pico (10-12)
4´-PAN 4´-Phosphopantethein
PAGE Polyacrylamidgelelektrophorese
PBS Natriumphosphatpuffer („phosphate buffered saline“)
PCP „peptidyl carrier protein“
PCR Polymerase-Kettenreaktion („polymerase chain reaction“)
PEG Polyethylenglykol
PheA, pheA Gramicindin S-Synthetase A-Adenylierungs-Domäne, (-gen)
Pn n-Promotor
PPi anorganisches Pyrophosphat („inorganic pyrophosphate“)
PROfusion mRNA-Proteinfusion
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R organischer Rest
RBS ribosomale Bindungsstelle
RNA Ribonukleinsäure („ribonucleic acid“)
RNase Ribonuklease
RP „reverse phased“
RPR „random prime randomerisation“
RT Raumtemperatur
s Sekunde(n)
s. siehe
SAP „shrimp alkaline phosphatase“
SDS Natriumdodecylsulfat („sodium dodecylsulfate“)
SrfA-C, srfA-C Surfactin A-Synthetase C, (-gen)
ss Einzelstrang („single strand“)
T Thymin
TB Tris/Borat-Puffer
TBE Tris/Borat/EDTA-Puffer
Te Thioesterase-Domäne
TE Tris/EDTA-Puffer
TEMED N,N,N´,N´-Tetramethylethylendiamin
Tet, tet Tetracyclin, (-Resistenzgen)
TFA Trifluoressigsäure („trifluor acetate“)
TMS transmembranes Segment
TMV Tabak Mosaik Virus
TnX Transposon X
Tris Tris-(hydroxymethyl)-aminomethan
Triton X-100 Polyethylenglykol-mono-[p-(1,1,3,3-tetramethylbutyl)-phenyl]-ether
tRNA Transfer Ribonukleinsäure („transfer ribonucleic acid“)
TSR „template suppresion reagent“
TTP Thymidin-5´-triphosphat
Tween-20 Polyoxyethylensorbitanmonolaurat
TycA, B, C Tyrocidin-Synthetase A, B und C
U Umdrehungen, Uracil oder Enzymeinheit („unit“)
üN über Nacht
UDP Uracil-5´-diphosphat
usw. und so weiter
UTP Uracil-5´-triphosphat
UV ultraviolett
V Volt
vgl. vergleiche
v/v Volumen pro Volumen
w/v Gewicht pro Volumen („weight per volume“)
wt Wildtyp
X-Gal 5´-Brom-4-chlor-3-indolyl-β-D-galaktosid
Z Zyklisierungs-Domäne
z. B. zum Beispiel
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